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Zusammenfassung
Peroxidasen des Typs Class II sowie die Chlorperoxidase waren für mehrere Jahr-
zehnte die einzigen bekannten sekretorischen Hämperoxidasen aus Pilzen. Im Jahr
2004 wurde eine neue, ungewöhnliche Hämperoxidase aus dem Speisepilz Agrocy-
be aegerita isoliert und biochemisch charakterisiert. Diese Peroxidase, heute offizi-
ell Unspezifische Peroxygenase (UPO, EC 1.11.2.1) genannt, vereint in sich Eigen-
schaften sowohl intrazellulärer Cytochrom-P450-Enzyme als auch klassischer extra-
zellulärer, pilzlicher Peroxidasen des Typs Class II. In dieser Arbeit wurden für den
UPO-Modellorganismus A. aegerita und für andere UPO-produzierende Pilze erst-
mals Nukleotidsequenzen der Enzyme ermittelt und phylogenetisch analysiert. Die
Genome zweier Stämme von A. aegerita wurden sequenziert. Die Ergebnisse legen
nahe, dass UPOs gemeinsam mit der Chlorperoxidase Vertreter einer phylogenetisch
alten Protein-Superfamilie (Häm-Thiolat-Peroxidasen) darstellen, die in allen echten
Pilzen (Eumycota) zu finden ist, aber in echten Hefen und einigen hefeartig wachsen-
den Basidiomyceten sekundär reduziert wurde. Die natürliche Funktion dieser extra-
zellulären Enzyme ist bislang unbekannt. Im Labor können UPOs ausschließlich unter
Verwendung leguminosenhaltiger Kulturmedien induziert werden. Die induzierende
Komponente aus Soja wurde in dieser Arbeit als proteinogen identifiziert. Eine zweite
neue, extrazelluläre Hämperoxidase-Superfamilie ausserhalb der ClassII-Peroxidasen
wurde im Totholz bewohnenden Pilz Bjerkandera adusta entdeckt. Die als DyP-type-
Peroxidasen benannten Enzyme (DyP, EC 1.11.1.19) wurden später auch in anderen
Pilzen gefunden, von denen in dieser Arbeit ebenso Nukleotidsequenzen erhalten
wurden. Die phylogenetische Analyse ergab, dass pilzliche Sequenzen der DyP-type-
Peroxidase-Superfamilie sehr ungleichmäßig sowie ausschließlich in den Genomen hö-
herer Pilze (Dikarya) verteilt sind und vermutlich einen prokaryotischen Ursprung
haben. Transkripte von UPO- und DyP-Genen wurden in nahezu allen untersuchten
Laubstreuproben aus unterschiedlich stark genutzten Waldgebieten der Deutschen
Biodiversitätsexploratorien nachgewiesen. Dies legt eine biologische Funktion dieser
neuen Hämperoxidase-Superfamilien in entsprechenden Habitaten nahe.
Abstract
For several decades Class II peroxidases and chloroperoxidase have been the only
known secretory heme peroxidases from fungi. In 2004, a novel heme peroxidase was
isolated and characterized from the edible mushroom Agrocybe aegerita. This enzym,
nowadays called unspecific peroxygenase (UPO, EC 1.11.2.1), combines characteri-
stics of intracellular cytochrom P450 enzymes as well as extracellular class II fungal
peroxidases. In the course of this PhD work, for the first time nuleotide sequences
of UPO model organism A. aegerita as well as other UPO producing fungi were ob-
tained and phylogenetically analyzed. The whole-genome sequences of two strains of
A. aegerita were obtained. The results suggest that UPOs and the chloroperoxidase
together represent a phylogenetically old protein superfamily (of heme-thiolate per-
oxidases) that is found in all true fungi (Eumycota), but is secondarily reduced in
true yeasts and a few yeast-like growing basidiomycetes. The natural function of the-
se enzymes remains unclear. In the laboratory, fungi secrete UPOs solely in legume-
containing culture media. The eliciting component of the legume soybean has been
determined as proteinogenic. A second novel heme peroxidase superfamily outside
the class II peroxidases was discovered in deadwood inhabiting fungus Bjerkandera
adusta. These so-called DyP-type peroxidases (DyP, EC 1.11.1.19) were later found
expressed in several other fungi for which nucleotide sequences were obtained in this
work, too. Phylogenetical analysis revealed that fungal DyP sequences are exclusive-
ly but very unequally distributed in genomes of higher fungi (Dikarya). Fungal DyP
sequences are seemingly decended from prokaryotes. Transcripts encoding UPOs and
DyPs were found in almost every sample of leave litter (derived from forests with
different intensity of human usage) investigated. This suggests biological functions of
these new heme peroxidase superfamilies in respective habitats.
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Abkürzungsverzeichnis
1CXP PDB-Code für Kristallstrukturdaten eines Proteins (hier menschliche
Myeloperoxidase); stellvertretend für alle anderen 4-stelligen alphanu-
merische Abkürzungen
K7N5M8 Uniprot-Code eines Proteins (hier eine bakterielle DyP); stellvertre-
tend für alle anderen 6-stelligen alphanummerischen Abkürzungen. Die
Datenbank Uniprot ist erreichbar über: http://www.uniprot.org
Å Ångström, 1Å = 0,1 nm = 10-10m
AaeUPO UPO aus Agrocybe aegerita
AauDyP DyP aus Auricularia auricula-judae
ABTS 2,2’-Azino-bis(3-ethylbenzthiazolin-6-sulfonsäure)
AS Aminosäuren
ATCC American Type Culture Collection (Manassas, Virginia, USA)
BadDyP DyP aus Bjerkandera adusta
BLAST Basic Local Alignment Search Tool
bp Basenpaar(e)
CBS Centraalbureau voor Schimmelcultures (Utrecht, Die Niederlande)
CD Czapek-Dox(-Medium)
CDS coding sequence, kodierende Sequenz (Exons)
CfuCPO Chlorperoxidase aus Caldariomyces fumago
CraUPO UPO aus Coprinellus radians
1
CveUPO UPO aus Coprinopsis verticillata
CYP Cytochrom-P450-Enzyme
DMP 2,6-Dimethoxyphenol (Syringol)
DSMZ Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und Zellkulturen (Braun-
schweig, Deutschland)
DyP Dye-decolorizing-Peroxidase bzw. DyP-type-Peroxidase
EglDyP DyP aus Exidia glandulosa
EMBL European Molecular Biology Laboratory
GP Generische oder basale Peroxidase der ClassII-Peroxidasen
HTP Häm-Thiolat-Peroxidase
ICMP International Collection of Microorganisms from Plants (Auckland,
Neuseeland)
INR Initiator-Element (DNA-Sequenzmotiv direkt gelegen am bzw. unmit-
telbar benachbart zum Transkriptionsstart im Promotorbereich euka-
ryotischer Gene)
ITS internal transcribed spacer (nichtkodierende, jedoch transkribierte Ab-
schnitte zwischen Genen für ribosomale RNA)
IUPAC International Union of Pure and Applied Chemistry
LiP Lignin-Peroxidase
MepDyP DyP aus Mycena epipterygia
MnP Mangan-Peroxidase
MroUPO UPO aus Marasmius rotula
NAD(P)H Nicotinamid-Adenin-Dinukleotid(-Phosphat)
nt Nukleotid(e)
2
ORF open reading frame, offener Leserahmen (Nukleotidsequenz eines pro-
teinkodierenden Gens von Start- bis einschließlich Stopcodon, inkl.
Introns)
P450 Cytochrom-P450-Enzyme
PCR Polymerasenkettenreaktion (polymerase chain reaction)
PDB Protein Data Bank (erreichbar über http://www.pdb.org)
RACE Rapid amplification of cDNA ends
SDS-PAGE sodium dodecyl sulfate polyacrylamide gel electrophoresis
Seq. Sequenz(en)
Tris Tris(hydroxymethyl)-aminomethan
UPO Unspezifische Peroxygenase
UTR untranslated region (untranslatierte Region der mRNA)
UV ultra-violett
VP Versatile Peroxidase
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1. Einleitung
Der Stoffwechsel lebender Zellen hängt wesentlich von Elektronentransfers (Redox-
reaktionen) ab, die in einer Vielzahl von ana- und katabolischen Prozessen statt-
finden. Die physiologische Rolle der beteiligten Redoxproteine und -reaktionen ist
Gegenstand der aktuellen Forschung in der Enzymologie. Redoxproteine repräsentie-
ren eine große Klasse von Enzymen (EC11, Oxidoreduktasen; ca. 1.615 Enzyme). In
diesen Proteinen finden sich oft redox-aktive Moleküle als Kofaktoren bzw. Redox-
zentren, die essentielle Funktionen wie Substratbindung, Elektronentransport, Ener-
gieumwandlung und chemische Katalyse ermöglichen. In zahlreichen Redoxprotei-
nen stellt das Häm-Molekül diesen essentiellen Kofaktor dar. Häm-Proteine sind am
Elektronentransport (Cytochrome), an dem Transport und der Speicherung kleiner
Moleküle (Hämoglobin, Myoglobin) sowie an oxidoreduktiven Katalysen (Katalasen,
Peroxidasen, Cytochrom-P450-Monooxygenasen) beteiligt.
Peroxidasen (EC1.11) sind Redox-Enzyme, welche mittels Peroxiden (Wasserstoff-
peroxid, H2O2 oder organische Hydroperoxide, R-OOH) verschiedenste Substrate oxi-
dieren und in allen Reichen des Lebens zu finden sind. Sie können aus den meisten
Pflanzenzellen, tierischen Organen (wie Leber oder Niere) sowie der unmittelbaren
Umgebung von Pilzen extrahiert werden. Sie kommen sowohl intrazellulär im Zyto-
plasma oder in Organellen vor als auch in sekretierter Form außerhalb von Zellen.
Peroxidasen werden in hämlose und hämhaltige Enzyme unterteilt. Diese Arbeit be-
schäftigt sich mit ausgewählten Vertretern der hämhaltigen Peroxidasen aus Pilzen
— Häm-Thiolat-Peroxidasen und DyP-type-Peroxidasen.
1Enzyme Commisson number nach Einteilung der International Union of Biochemistry and Mo-
lecular Biology
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2. Theoretische Grundlagen
2.1. Hämperoxidasen
2.1.1. Häm – Pigment des Lebens
Zu Beginn des 20. Jahrhunderts begann man das farbige Häm-Molekül und seine
Vorstufen (die Porphyrine) aufgrund ihrer Verbindung zu einer menschlichen Erkran-
kung, der Porphyrie, intensiv zu untersuchen. Porphyrien sind meist vererbte Störun-
gen im Häm-Biosyntheseweg des Körpers. Der Begriff Porphyrie ist vom griechischen
πορφυρά (porphyrá; Purpurfarbstoff) abgeleitet und bezieht sich auf die Farbe von
Körperflüssigkeiten der betroffenen Menschen. Urin, welcher Porphyrine oder Vorstu-
fen davon enthält, verfärbt sich bei Sauerstoffkontakt. Später wurde Häm aufgrund
seiner Bedeutung als prosthetische Gruppe in lebenswichtigen Proteinen und Enzy-
men untersucht. Als solche sind Hämoglobin im Blut und Myoglobin in den Muskeln
zu nennen, welche Sauerstoff transportieren bzw. speichern. Die hämhaltigen Cyto-
chrome speichern und transportieren Elektronen in Mitochondrien und Chloroplasten
in der intrazellulären Energiegewinnung und Photosynthese. Als Beispiel sei das als
Elektronentransporter dienende Cytochrom c genannt, welches mit Hilfe des sowohl
häm- als auch kupferhaltigen Enzyms Cytochrom-c-Oxidase in der Atmungskette da-
zu dient, Elektronen auf Sauerstoff zu übertragen. Die diverse Gruppe der Cytochrom-
P450-Enzyme ist wichtig für den Stoffwechsel von wasserunlöslichen Substanzen (u. a.
Medikamente) und die Synthese von Lipiden und Steroiden. Neben den genannten
intrazellulären Hämproteinen gibt es auch extrazelluläre hämhaltige Proteine wie die
Mehrheit der sekretorischen Peroxidasen der Pilze (Hämperoxidasen). [1, 2]
Wahrscheinlich sind Organismen aller Reiche des Lebens in der Lage, Häm de novo
zu synthetisieren; bis auf wenige Ausnahmen ist Häm für alle Zellen essentiell. Es
wurde die rein abiotische, thermodynamisch begünstigte Bildung von porphyrinähn-
lichen Verbindungen in einfachen chemischen Systemen beschrieben, wie sie auf der
Erde vor über vier Milliarden Jahren geherrscht haben [3]. Solche abiotisch gene-
rierten Verbindungen könnten die Effizienz der Energiegewinnung in der chemischen
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Evolution hin zum frühen Leben auf der Erde gesteigert haben. Häm ist in alle fun-
damentalen, lebensnotwendigen Prozesse der Energiegewinnung und Energienutzung
involviert und kann daher (ebenso wie das verwandte Chlorophyll) als „Pigment des
Lebens“ bezeichnet werden. [1, 2]
2.1.1.1. Der Aufbau des Häm-Moleküls
Häm-Moleküle sind Komplexverbindungen, bestehend aus einem Eisenion als Zen-
tralatom und einem Porphyrin-Grundkörper als vierzähnigen Liganden. Porphyrine
sind planare Verbindungen aus vier Pyrrolringen, welche durch vier Methin-Brücken
zyklisch miteinander verbunden sind (Tetrapyrrolring) und über ihre vier Stickstoff-
Atome in der Lage sind, ein Metallion wie Eisen komplexartig zu binden. Je nach
Art der Substituenten am Porphyrinring unterscheidet man verschiedene Hämvari-
anten. In der überwiegenden Mehrheit der Hämproteine findet sich „Häm b“ (auch
als eisenhaltiges Protoporphyrin IX bezeichnet) als prosthetische Gruppe (Abb. 2.1).
Porphyrine sind mit anderen Tetrapyrrol-Heterozyklen verwandt, wie z. B. den Chlo-
rinen, die als Grundkörper der Chlorophylle dienen, und den Corrinen, die als Grund-
körper für Vitamin B12 fungieren. Das Eisenion des Häms kann zwei- (Fe2+, ferrous
state), drei- (Fe3+, ferric state) oder vierwertig (Fe4+, ferryl state) sein. Häm wird
gewöhnlich als Begriff für alle Formen des eisenhaltigen Protoporphyrins IX verwen-
det. Neben verschiedenen Oxidationszuständen kann das Eisenion im Häm auch zwi-
schen Elektronenspin-Zuständen (high und low spin) und Koordinationen (fünf- oder
sechsfach koordiniert) wechseln. Die Fähigkeit, zwischen verschiedenen Oxidations-
zuständen zu wechseln, ist für die vielen biologischen Funktionen von Hämproteinen
verantwortlich. [1, 2]
2.1.1.2. Die Bindung des Häm-Moleküls in Proteinen
Das Häm-Eisenion ist typischerweise sechsfach koordiniert. Die Stickstoff-Atome des
(planaren) Porphyrins besetzen vier Koordinationsstellen. Die zwei übrigen (axialen)
Liganden des Eisens sind in Hämproteinen Aminosäurereste sowie kleine Moleküle.
Hämproteine, die vorwiegend der Speicherung oder dem Transport von Elektronen
dienen, sind oft an beiden axialen Koordinationsstellen durch Aminosäuren kom-
plexiert, wie in Succinat-Dehydrogenasen (His/His, His/Cys, His/Tyr [4]) oder im
Cytochrom c (His/Met [5]). Wenn in Hämproteinen nur eine axiale Koordinations-
stelle des Häm-Eisens durch einen Aminosäurerest komplexiert ist (an der proximalen
Häm-Seite), kann die verbleibende distale Koordinationsstelle für die Bindung von
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Abb. 2.1.: Der Aufbau von Häm b.
Häm b ist ein eisenhaltiger Protoporphyrin-IX-Makrozyklus. Das gebunde-
ne Eisenion kann zwei axiale Liganden koordinieren. In Hämperoxidasen
wird ein Aminosäurerest (meist Cys oder His) als axialer Ligand genutzt,
um Häm an das Protein zu binden (proximale Seite). Ein (Ko-)Substrat-
oder ein Wassermolekül bindet als zweiter axialer Ligand auf der distalen
Häm-Seite (Abbildung modifiziert aus [1]).
kleinen Molekülen verwendet werden. Dies erlaubt Hämproteinen die Bindung und
den Transport (z. B. von zweiatomigen Gasen wie O2 in Hämo- und Myoglobin oder
NO in Nitrophorin), die signalhafte Wahrnehmung (z. B. von CO und NO in be-
stimmten Transkriptions- und Translationsfaktoren [6]) und den oxidativen Umsatz
(in hämhaltigen Enzymen) der gebundenen Moleküle (Abb. 2.1). Je nach Art der
proximalen Aminosäure (Histidin, Cystein oder Tyrosin) unterscheidet man Häm-
Imidazol-, Häm-Thiolat- und Häm-Phenolat-Proteine.1 Der Porphyrinteil des Häms
trägt ebenso zur biologischen Funktion des Häm bei, denn Proteine binden Häm
nicht nur mittels der koordinativen Bindung des Eisens, sondern auch durch hydro-
phobe und polare Wechselwirkungen.2 Der Tetrapyrrolring hat zusammen mit den
vier Methyl- und zwei Ethenylgruppen hydrophoben Charakter. Daher ist Häm oft
in einer hydrophoben Tasche des Proteins gelagert. Die polaren Propanoatgruppen
des Häms bilden oft Wasserstoffbrückenbindungen mit Aminosäureresten oder Löse-
mittelmolekülen (wie Wasser). [1, 2, 9, 10]
1Häm-Phenolat-Bindungen finden sich nur in klassischen Katalasen [7] oder in äußerst seltenen
Mutationen des menschlichen Hämoglobins (Hämoglobin M, [8]).
2Einige Hämenzyme bilden zusätzlich kovalente Bindungen zum Häm aus. In Cytochrom c wer-
den Thioether-Bindungen der Ethenylgruppen des Porphyrins mit konservierten Cysteinresten
ausgebildet. Diese Art des modifizierten Häm-b-Moleküls wird Häm c genannt. In Chordaten-
Peroxidasen werden zwei Methylgruppen des Häms mit Carboxygruppen von Glutamat und
Aspartat verestert.
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Abb. 2.2.: Bildung der Compound I (aktives Oxidans) in oxidativen Hämenzymen.
Erläuterungen siehe Text. Im rechten Teil der Abbildung symbolisieren die
schwarzen Balken links und rechts des Eisens die Ebene des Porphyrinrings
(Abbildung modifiziert aus [12]).
2.1.2. Mechanismus der Hämperoxidase-vermittelten Katalyse
2.1.2.1. Bildung der Compound I
Oxidative Hämenzyme werden erst durch eine Reaktion mit ihrem Kosubstrat
Wasserstoffperoxid (Peroxidasen) oder molekularem Sauerstoff (Monooxygenasen)
in eine katalytisch aktive Form (Compound I) überführt. Die Bildung dieser akti-
ven Form zeigt Abb. 2.2. Peroxidasen haben im Grundzustand ein Wassermolekül
als distalen Liganden. Nach Verdrängung des Wassermoleküls erfolgt zunächst eine
Bindung von H2O2 an das dreiwertige Hämeisen. Danach wird das dem Eisen pro-
ximale Proton des gebundenen H2O2 umgelagert und zur Protonierung des distalen
O-Atoms genutzt (Compound 0). Dies ermöglicht die heterolytische Spaltung der
O−O-Bindung (d.h. eine ungleiche Aufteilung der Elektronen zwischen beiden O-
Atomen). Dabei wird ein Molekül Wasser frei; und das am Eisen verbleibende
gebundene O-Atom besitzt nur sechs Valenzelektronen. Durch Umlagerung von zwei
Elektronen auf dieses O-Atom wird das katalytisch aktive Oxidationsmittel gebildet,
das Fe(IV)-Oxo-Radikal (Compound I, auch als Oxo-Ferryl-Radikal bezeichnet).
Die Elektronen dafür stammen aus der Oxidation des Fe(III)- zum Fe(IV)-Ion ei-
nerseits sowie aus der Oxidation des Porphyrinrings (zum einfach positiv-geladenen
Porphyrin-π-Radikal) oder einer aromatischen Aminosäure (zum entsprechenden
Radikal) andererseits. [12]
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Die Proteinumgebung des Häm-Moleküls bestimmt maßgeblich die biochemischen
Eigenschaften der Peroxidase. So wird die heterolytische Spaltung oft durch eine dis-
tale, über dem Eisenion liegende Aminosäure (Histidin, Glutamat oder Aspartat)
als Säure-Basen-Katalysator gefördert. Diese Aminosäure liegt im Grundzustand
deprotoniert vor. Sie bildet, vermittelt über ein Wassermolekül, Wasserstoffbrücken
zum distalen O des gebundenen H2O2 aus und hilft dabei, das Proton vom proxima-
len O-Atom zum distalen O-Atom zu verschieben und übernimmt zwischenzeitlich
ein Proton des gebundenen H2O2 (dadurch Bildung der Compound 0). Eine posi-
tiv geladene Aminosäure (Arginin oder Histidin) in der Umgebung der als Säure-
Basen-Katalysator dienenden Aminosäure stabilisiert die formal negativ geladene
Compound 0 (Ladungsstabilisator, charge stabilizer). Dies erleichert die dann fol-
gende heterolytische Spaltung der O−O-Bindung. In manchen Peroxidasen wird in
der Compound-I-Bildung statt dem Porphyrinring eine aromatische Aminosäurensei-
tenkette (meist Tryptophan) des Hämenzyms selbst oxidiert. Die Umgebung dieser
Aminosäure bestimmt die Stabilität dieses Proteinradikals bzw. ob ein solches auf-
tritt oder ein Porphyrin-Radikal gebildet wird. Ein Beispiel für eine Oxidation einer
Aminosäure im Zuge der Compound-I-Bildung ist die Cytochrom-c-Peroxidase, in
welcher ein positiv geladenes Tryptophan-Radikal gebildet wird. Neben dem axialen
Liganden selbst beeinflusst auch dessen Aminosäure-Umgebung das Redoxpotential
des Oxy-Fe(IV). Der axiale Ligand wird durch Wasserstoffbrückenbindungen mit be-
nachbarten Aminosäuren in Position gehalten und in seiner Partial-Ladung (Elek-
tronendichte des Eisenions wird erhöht, Push-Effekt) verändert. Dies bedeutet, dass
das Redoxpotential der erzeugten Compound I (und damit des gesamten Enzyms)
maßgeblich von der proximalen Aminosäureumgebung bestimmt wird. [10, 11, 12]
In hämhaltigen (Mono- und Di-) Oxygenasen, welche statt H2O2 molekularen
Sauerstoff O2 als Kosubstrat für ihre katalysierten Oxygenierungsreaktionen verwen-
den, verläuft die Aktivierung des Hämeisens in ähnlicher Form. In Monooxygenasen
(Cytochrom-P450-Enzyme), welche ein O-Atom aus O2 in ihr Substrat einbauen
(und das andere Atom zu Wasser unter Nutzung von Elektronen aus NAD(P)H re-
duzieren), erfolgt nach Verdrängung des als 6. Liganden gebundenen Wassermoleküls
zunächst eine Reduktion von Fe(III) zu Fe(II) und danach die Bindung von moleku-
larem Sauerstoff O2. Dieser wird schrittweise um zwei Elektronen reduziert (zunächst
Bildung von Fe(III)-Superoxid, dann weitere Reduktion zum Fe(III)-Peroxid (Com-
pound 0). Nach Protonierung des distalen O-Atoms durch Protonen des umgebenden
Lösungsmittels verläuft die Bildung der Compound I in Monooxygenasen ähnlich
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Abb. 2.3.: Der allgemeine katalytische Zyklus von Hämperoxidase-vermittelten Reak-
tionen [12]. R = Porphyrin bzw. aromatische Aminosäure, Su = Substrat,
Protonen werden im umgebenden Medium zwischengespeichert.
wie in Peroxidasen (Abb. 2.2). Einige P450-Enzyme verhalten sich bei Zugabe von
H2O2 wie Peroxidasen und bilden direkt die Fe(III)-Peroxid-Form aus (peroxide shunt
pathway). Hämhaltige Dioxygenasen, welche beide O-Atome von O2 nutzen, um ihr
Substrat zu oxygenieren, werden ebenfalls durch O2 aktiviert und bilden auch im
Verlauf ihrer Katalyse eine Fe(IV)-Oxo-Form, doch die Fe(III)-Superoxid-Form ist
hier bereits Ausgangspunkt der Katalyse. [12]
2.1.2.2. Katalytischer Zyklus
Den katalytischen Zyklus zeigt Abb. 2.3. Dieser gilt für alle bekannten Hämper-
oxidasen. Im ersten Schritt entzieht Wasserstoffperoxid ein Elektron dem Eisenion
und ein zweites dem Porphyrinmolekül bzw. einem Aminosäurerest des Hämenzyms
(R), es entsteht das zweifach oxidierte Oxo-Ferryl-Radikal (Compound I). Im zwei-
ten Schritt wird einem Substratmolekül (Su-H) ein Elektron entzogen und auf die
Compound I übertragen, dies führt zur Reduktion des positiv-geladenen Porphyrin-
π-Radikals (bzw. des Aminosäureradikals) und zur Bildung des Compound-II-Inter-
mediats. Im dritten und letzten Schritt reduziert ein zweites Substratmolekül das
Eisenion zurück zum Ausgangszustand (Fe(III), resting state). Der katalytische Zy-
klus durchläuft also drei aufeinanderfolgende Redoxreaktionen und jedes Redoxpaar
(Fe(III)/Compound I, Compound I/Compound II sowie Compound II/Fe(III)) hat ein
spezifisches Redoxpotential, das durch die proximale Proteinumgebung bestimmt
wird. Insbesondere die Redoxpotentiale der beiden letzten Paare bestimmen die oxi-
dative Kraft der Enzyme [13]. Die verschiedenen Oxidationszustände des Hämei-
sens lassen sich spektroskopisch nachweisen. So ist beispielsweise die Meerrettich-
Peroxidase im Ausgangszustand rot bis braun gefärbt, Compound I ist grün gefärbt
und Compound II rot. [12]
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Die in der Abb. 2.3 gezeigte Ein-Elektron-Oxidation von zwei Substratmolekülen
führt zu zwei radikalischen Produkten, die in den meisten Fällen miteinander koppeln
oder zu nicht-radikalischen Verbindungen disproportionieren. Abhängig von Substrat
und spezifischer Peroxidase kann jedoch auch eine Zwei-Elektronen-Oxidation an ei-
nem Substratmolekül stattfinden. Alle bekannten Zwei-Elektronen-Oxidationen ver-
laufen in gleicher Weise in zwei Schritten von Compound I über Compound II zu-
rück zum Ausgangszustand. Einem Substratmolekül, das während der Reaktionen
im aktiven Zentrum gebunden bleibt, werden also in zwei aufeinanderfolgenden Ein-
Elektron-Oxidationen zwei Elektronen entzogen [14].
Insbesondere Häm-Thiolat-Enzyme (Monooxygenasen und bestimmte Peroxidasen)
sind in der Lage, eine besondere Form der Zwei-Elektronen-Oxidation des Substrates
durchzuführen. Bedingung dafür ist die durch den axialen Liganden verursachte hohe
Elektronendichte am Eisenion (Push-Effekt des Liganden). Anders als in Histidin-
ligierten klassischen Peroxidasen besitzt die Compound I in Cystein-ligierten Peroxi-
dasen eine so hohe Oxygenierungskraft (Pull-Effekt des Oxo-Eisenions), dass dem
Substrat nebem einem Elektron auch ein Proton entzogen und auf den Sauerstoff
der Compound I übertragen wird. Dabei wird eine protonierte Compound II (Fe(IV)-
O-H, Hydroxy-Ferryl-Intermediat; vgl. Abb. 2.4) gebildet. Über einen sogenannten
Rebound-Mechanismus wird die am Eisen gebundene OH-Gruppe im letzten Schritt
der Katalyse auf das radikalische Substrat übertragen (die OH-Gruppe greift am
radikalischen Substrat an). Ob eine solche Oxygenierungs- bzw. Peroxygenierungs-
reaktion (Einbau eines Sauerstoffatoms aus O2 bzw. H2O2 in das Substrat) oder eine
schrittweise Ein-Elektron-Oxidation stattfindet, entscheidet sich an der Compound II
[15, 16, 17]. Nur wenn diese protoniert vorliegt, kann eine Oxygenierungsreaktion
stattfinden, da die Stärke der O-H-Bindung der Hydroxid-Gruppe am Eisenion deut-
lich stärker ist als die der C-H-Bindung des Substrates. Der pKS-Wert der protonier-
ten Compound II3 erhöht zusätzlich zum Redoxpotential der Compound II die maxi-
male Bindungsenergie, die überwunden werden kann.
Häm-Phenolat-Enzyme (das sind v. a. die H2O2-zersetzenden Katalasen) besitzen
ebenfalls eine protonierte Compound II (Abb. 2.4) sowie ein zwischen den Imidazol-
und Thiolat-Enzymen liegendes Redoxpotential − und sind damit auch in der Lage,
C-H- und C=C-Bindungen anzugreifen [17, 18]; ihr Push-Effekt ist jedoch deutlich
kleiner [14]. In klassischen, monofunktionalen Katalasen ist der Substratkanal zu
3Dieser liegt im stark basischen Bereich (pKS>11) und daher bleibt Compound II unter physiolo-
gischen Bedingungen protoniert [15].
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Abb. 2.4.: Mechanismus der Oxidation durch Compound I in den bekannten drei For-
men der Hämperoxidasen [Eigene Darstellung].
Gezeigt sind typische Reaktionen und Substrate. Häm-Imidazol-Enzyme
(klassische Peroxidasen) katalysieren typischerweise eine Ein-Elektron-
Oxidation von zwei Substratmolekülen. Häm-Thiolat-Enzyme (P450-
Monooxygenasen [16] und Häm-Thiolat-Peroxidasen [20]) dagegen sind
in der Lage, Oxygenierungsreaktionen zu katalysieren. Häm-Phenolat-
Enzyme (v. a. Katalasen [18]) zersetzen Wasserstoffperoxid zu Wasser und
molekularem Sauerstoff; es ist nur einer (Direkte Oxidation) von zwei mög-
lichen Wegen (Histidin-vermittelte Oxidation) angegeben. R = organischer
Rest.
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klein, um Substrate größer als Ethanol umzusetzen [7]. Verwandte Häm-Phenolat-
Enzyme mit größerem Substratkanal, wie die Allen-Oxid-Synthase der Meereskoralle
Plexaura homomalla [19], sind zu Monooxygenierungsreaktionen an Fettsäuren fähig.
Die Aminosäuren Histidin, Cystein und Tyrosin repräsentieren alle in Hämenzy-
men vorkommenden axialen Liganden des Häm-Eisens. Der axiale Ligand bestimmt
maßgeblich die Reaktivität und vorherrschenden Reaktionstypen des Enzyms. Die
Abbildung 2.4 stellt typische Reaktionen dieser drei Hämenzymtypen vor.
Die Substratspezifität und das mögliche Reaktionsspektrum einer spezifischen
Hämperoxidase wird durch die Proteinumgebung des Häms bestimmt [21]. Aus-
schlaggebend für mögliche Substrate, die direkt von der Compound I bzw. II oxidiert
werden, sind Größe, Geometrie und Polarität des Substratkanals (induced fit) sowie
Redoxpotentiale der Compound I und II (s. o.) und die Beschaffenheit der Com-
pound II. Die Substrate dürfen für eine direkte Oxidation nicht mehr als 4-5 Å vom
Eisenion entfernt sein. Die Zugänglichkeit des Häms für gelöste Substrate in der
Häm-Bindungstasche unterscheidet sich deutlich zwischen verschiedenen Hämenzy-
men [21]. Es kann einen gemeinsamen Kanal (z. B. in der Meerrettich-Peroxidase)
oder getrennte Kanäle (z. B. in Mangan-Peroxidasen) für Kosubstrat (H2O2) und
Substrat geben. Der Kanal kann zwar für Peroxid ausreichend dimensioniert, doch
zu klein für die umzusetzenden Substrate sein. In diesem Fall nutzen Peroxidasen eine
an der Oberfläche exponierte, katalytisch aktive Aminosäure (meist Tryptophan oder
Tyrosin). Diese wird zunächst vermittelt über einen Langstrecken-Elektronentransfer
(long range electron transfer) durch Compound I oxidiert und führt danach als
Aminosäureradikal die eigentliche Oxidation des Substrates aus (z. B. in Lignin-
Peroxidasen). Viele Hämperoxidasen sind fähig, sowohl im Inneren des Enzyms als
auch an der Oberfläche Substrate zu oxidieren (z. B. Versatile Peroxidasen). Dies
ist abhängig davon, ob das entsprechende Substrat in der Lage ist, in die Nähe des
Hämeisens zu gelangen oder nicht. Eine andere Möglichkeit ist die Oxidation von
kleinen Substraten, welche dann als Redox-Mediatoren außerhalb des Enzyms die
Umsetzung von großen Substraten gewährleisten (z. B. Cl--Oxidation zu hypochlo-
riger Säure durch die Chlorperoxidase oder Oxidation von Mn2+ zu Mn3+ durch
Mangan-Peroxidasen). Selektivität für bestimmte Substrate und deren spezifische
Umsetzung (z. B. im Hinblick auf Stereoselektivität) weisen Hämperoxidasen nur für
Substrate auf, die direkt im Inneren des Enzyms umgesetzt werden können.
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Abb. 2.5.: Vielfalt der Hämperoxidasen
Hämhaltige Peroxidasen gliedern sich nach dem axialem Liganden des
Hämeisens in Imidazol-, Phenolat- und Thiolat-Enzyme sowie aufgrund
ihrer Sequenzen in fünf Familien und vier Superfamilien. (Eig. Erhebung,
[22])
2.1.3. Systematik
Gegenwärtig (August 2015) finden sich etwa 20.000 als Peroxidase annotierte Sequen-
zen in der Datenbank PeroxiBase und anderen Datenbanken, etwa 85 Prozent davon
kodieren für hämhaltige Peroxidasen (Eigene Recherchen und [22]). Phylogenetische
Untersuchungen legen nahe, dass nahezu alle diese Hämperoxidase-kodierenden Gene
einen alten prokaryotischen Ursprung haben, der wahrscheinlich auf den Anstieg der
atmosphärischen Sauerstoffkonzentration vor 2,3 Milliarden Jahren zurückgeht.
Enzyme werden nach der Nomenklatur der International Union of Biochemistry and
Molecular Biology nach ihrer katalysierten Reaktion unter sogenannten EC-Nummern
(Enzyme Commisson number) klassifiziert [23]. Peroxidasen haben in diesem System
die Bezeichnung EC 1.11 (Klasse 1 - Oxidoreduktasen, Unterklasse 11 - Peroxide als
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Elektronenakzeptor). Die EC-Nomenklatur unterteilt die große Menge der bekannten
Peroxidasen in nur 27 verschiedene Peroxidasen bzw. 27 durch Peroxidasen kataly-
sierte Reaktionen. Die erste Unter-Unterklasse (sub-subclass, EC 1.11.1) enthält die
eigentlichen Peroxidasen (22 Einträge), die zweite Unter-Unterklasse (EC 1.11.2) ent-
hält Peroxygenasen (fünf Einträge; Peroxidasen, welche aus dem Kosubstrat H2O2 ein
Sauerstoffatom in das Substrat einbauen). Diese Einteilung berücksichtigt weder den
inneren Aufbau noch die zelluläre Lokalisation oder die physiologische Funktion der
Enzyme. Dies führt dazu, dass Peroxidasen mit ganz verschiedenem molekularem
Aufbau und Reaktionsmechanismus unter der gleichen EC-Nummer zu finden sind,
wie z. B. die Chlorperoxidasen (EC 1.11.1.10), welche entweder ein Vanadiumatom
(Vanadium-Haloperoxidasen [24]) oder ein Hämmolekül (Häm-Thiolat-Peroxidasen)
in ihrem aktiven Zentrum beherbergen. Viele Peroxidasen sind zudem in der Lage,
verschiedene Substrate als Elektronendonatoren zu verwenden, verschiedene Oxida-
tionsreaktionen auszuführen (Ein-Elektron- oder Zwei-Elektronen-Oxidationen) oder
besitzen gar mehrere katalytische Domänen mit ganz unterschiedlichen Aktivitäten
(z. B. Dual-Oxidasen) und müssten demnach unter mehreren EC-Nummern eingeord-
net werden.
Aufgrund dieser Schwierigkeiten mit dem EC-Nomenklatur-System ist es üblich,
Peroxidasen nach Proteinstruktur, Aminosäuresequenz und damit aufgrund ihrer evo-
lutionären Verwandtschaft einzuteilen. Betrachtet man die hämhaltigen Peroxidasen,
wird die Mehrheit aller bekannten Hämperoxidasen-Sequenzen in die zwei großen Su-
perfamilien Peroxidase-Cyclooxygenasen und die Peroxidase-Katalasen
eingeordnet. Neben diesen beiden Superfamilien gibt es noch die kleinen Protein-
familien der ubiquitärenKatalasen, der pflanzlichen Caleosin-Peroxygenasen,
der bakteriellen Di-Häm-Cytochrom-c-Peroxidasen und der Cytochrom-
P450-Peroxidasen. Die letztgenannte Familie ist Teil der Superfamilie der ubi-
quitären Cytochrom-P450-Monooxygenasen, deren sonstige Mitglieder molekularen
Sauerstoff und flavinhaltige Reduktionsäquivalente als Kosubstrate für ihre Katalysen
nutzen.
In den vergangenen 15 Jahren wurden Vertreter von drei neuen Hämperoxidase-
(Super)Familien beschrieben. Tyrosin-Hydroxylasen repräsentieren eine neue,
kleine Familie aus Aktinobakterien. Die beiden Superfamilien der pilzlichen Häm-
Thiolat-Peroxidasen und der bakteriellen/pilzlichen DyP-type-Peroxidasen,
beide mit bemerkenswerten katalytischen Eigenschaften, sind Thema dieser Arbeit
und werden in den Unterkapiteln 2.2 und 2.3 gesondert beschrieben. Die Abbildung
17
2.5 und die folgenden Unterkapitel geben eine Übersicht zu allen bekannten Häm-
peroxidasen.
2.1.3.1. Peroxidase-Cyclooxygenase-Superfamilie — Enzymatisches
Immunsystem
Diese Superfamilie (ehemals als „Tierperoxidasen“ bezeichnet; Abb. 2.6) enthält sie-
ben Familien mit tierischen, pilzlichen und bakteriellen Vertretern: die bakteriellen
Familien Peroxicine [25] und Peroxidockerine [25], die als ursprünglichste
Vertreter dieser Superfamilie gelten, die bakteriellen und eukaryotischen Cyclo-
oxygenasen (Prostaglandinsynthasen) [26, 27], die tierischen Familien Peroxi-
nectine (in Wirbellosen [28, 29]), Peroxidasine [30, 31] und Dual-Oxidasen
[32, 33], und schließlich die nur auf einen Stamm des Tierreiches beschränkten evolu-
tionär jungen Chordaten-Peroxidasen. Bekannte Vertreter der Chordaten-Per-
oxidasen sind die Peroxidasen des unspezifischen, angeborenen Immunssystems der
Säugetiere [34, 35] wie die Myeloperoxidase (Erstbeschreibung 1941 als Verdoper-
oxidase [36]) und Eosinophilen-Peroxidase aus Granulozyten, die nach Aktivierung
in das Phagolysosom oder den interstitiellen Raum sezerniert werden und dort to-
xische Hypohalogenite (OCl−, OBr−) oder Hypothiocyanit (OSCN−) bilden. Auch
die Lactoperoxidase, welche sich in Sekreten wie Milch, Speichel, Tränen und in den
Bronchien von Säugetieren findet, katalysiert die Bildung von Hypohalogeniten und
dient so der unspezifischen Abwehr. Die Thyreoperoxidase (oder Iodid-Peroxidase)
ist an der Biosynthese der Schilddrüsenhormone l-Thyroxin and Trijodid-l-Thyronin
wesentlich beteiligt. Sie katalysiert sowohl die Mono- und Di-Iodierung von Tyrosin-
resten (möglicherweise vermittelt über die Bildung von Hypoiodit, OI−) als auch ihre
Kopplung zu l-Thyroxin and Trijodid-l-Thyronin.
Cyclooxygenasen und Dual-Oxidasen erscheinen auf den ersten Blick nicht als Per-
oxidasen, da sie kein Wasserstoffperoxid, sondern molekularen Sauerstoff als Kosub-
strat verwenden. Diese Enzyme besitzen zwei unterschiedliche katalytische Domä-
nen. Zunächst wird in der Oxidase-Domäne Sauerstoff dazu verwendet, substrat-
gebundene organische Hydro-Peroxide und Peroxid-Ether zu bilden (Cyclooxygen-
asen) bzw. Wasserstoffperoxid zu erzeugen (Dual-Oxidasen). In der Peroxidase-Do-
mäne wird dieses Peroxid für eine weitere Umsetzung des Substrates genutzt.
Die nahe Verwandtschaft von Myelo- und Thyreoperoxidase wurde bereits 1988 er-
kannt (“Mammalian peroxidases“, [37]). Nach der Entdeckung von mehr und mehr ho-
mologen Sequenzen aus anderen Tierstämmen und später sogar bakteriellen Sequen-
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Abb. 2.6.: Übersicht zur Peroxidase-Cyclooxygenase-Superfamilie
Diese Superfamilie umfasst Häm-Imidazol-Proteine und gliedert sich in
sieben Familien. Bestimmend für die Katalyse sind vier konservierte Ami-
nosäuren der Hämumgebung. Histidin dient als axialer Ligand des Hä-
meisens und bildet eine Wasserstoffbrückenbindung zu einem Asparagin-
rest aus. Auf der distalen Seite dienen ein Histidin- und ein Argininrest
der H2O2-Spaltung. Chordatenperoxidasen besitzen zwei Esterbindungen
zwischen zwei Methylgruppen des Häms und Carboxygruppen der Amino-
säuren Glutamat und Aspartat. Myeloperoxidase besitzt zudem eine dritte
kovalente Bindung zwischen einer Ethenylgruppe und der Thioethergruppe
eines Methioninrestes. Diese kovalenten Bindungen führen zu einer charak-
teristischen Verformung des Häms sowie spektroskopischen Veränderun-
gen (grünes Häm). Das Oberflächen-Modell der Myeloperoxidase (grün)
aus menschlichen neutrophilen Granulozyten zeigt den Substratkanal mit
dem innenliegenden Häm (rot) sowie die an der Aussenseite liegenden Zu-
cker (grau). Vereinfachter, ungewurzelter Stammbaum sowie Organismen-
Übersicht abgeleitet von [25, 40]. EC-Nummern in Klammern sind inof-
fizielle Vorschläge. Daten zur Erstbeschreibung gelten für den ersten bio-
chemisch charakterisierten Vertreter. Peroxidockerine wurden 2013 als re-
kombinante Proteine charakterisiert, jedoch schon 2008 gemeinsam mit
den Peroxicinen als hypothetische Proteine beschrieben.
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zen wurde diese Superfamilie zunächst als Tierperoxidase- [38] bzw. Myeloperoxidase-
Familie [39] bezeichnet und letztlich nach eindeutigen katalytischen Vertretern als
Peroxidase-Cyclooxygenase-Superfamilie benannt [25].
Der Besitz einer Peroxidase-Domäne mit vier hochkonservierten Motiven, je zwei
auf der distalen und proximalen Häm-Seite, ist das gemeinsame Merkmal aller Mit-
glieder dieser Superfamilie. Die auf der distalen Seite für die Peroxidase-Funktion
wesentlichen, hochkonservierten Aminosäuren His95 und Arg2394 spielen eine Rolle
bei der heterolytischen Spaltung von H2O2. Auf der proximalen Seite dient His336 als
axialer Häm-Ligand; Asn421 dient in den meisten Fällen als Wasserstoffbrücken-Bin-
dungspartner. Alle Enzyme der Peroxidase-Cyclooxygenase-Superfamilie sind dem-
nach Häm-Imidazol-Proteine. Die meisten Enzyme dieser Superfamilie besitzen ne-
ben der genannten Peroxidase-Domäne weitere Domänen, die der Anheftung an an-
dere Zellen, an Komponenten der extrazellulären Matrix (z. B. an Integrine), an
Faktoren des Immunsystems (u. a. andere Enzyme wie Superoxid-Dismutase) die-
nen oder eigene enzymatische, für das Immunsystem relevante Funktionen aufweisen
(wie im Fall der Dual-Oxidasen und Cyclooxygenasen). Daher kann diese Kombina-
tion, Anheftung der Enzyme an Zellen bzw. Pathogene und (lokale) enzymatische
Bildung starker Oxidationsmittel (wie der Hypohalogenite), und diese Peroxidasen-
Superfamilie insgesamt als eine evolutionär alte Strategie einer biochemischen Abwehr
angesehen werden. [25]
Diese These wurde erst kürzlich durch den ersten biochemisch charakterisierten
Vertreter aus der Familie der ursprünglichen, bakteriellen Peroxidockerine bekräftigt.
Das aus dem Cyanobakterium Lyngbya sp. PCC8106 stammende Gen wurde erfolg-
reich rekombinant in Escherichia coli exprimiert und war ebenso wie die Chordaten-
Peroxidasen fähig, peroxidativ Hypohalogenite zu produzieren [40]. Zudem zeigte
das rekombinante Enzym ebenso wie die Chordaten-Peroxidasen zwei (autokataly-
tisch entstandene) Esterbindungen zwischen zwei Methylgruppen des Häms und Car-
boxygruppen der Aminosäuren Glutamat und Aspartat. Diese kovalente Bindung des
Häms führte zu einer Verformung des Häms und biochemischen Auswirkungen, wie sie
auch in Chordaten-Peroxidasen beobachtet wurden. Ebenfalls vor kurzem wurde die
natürliche Funktion der Peroxidasine entdeckt. Diese bilden mittels Wasserstoffper-
oxid und Haliden ebenso Hypohalogenite, welche dazu dienen, die Kollagenfibrillen
der extrazellulären Matrix in tierischen Geweben zu vernetzen5 [42, 31].
4Die Nummerierung der Aminosäuren bezieht sich auf die humane Myeloperoxidase (1CXP [41]).
5Bildung einer Sulfilimin-Bindung (S=N) zwischen einem Methionin-Schwefelatom und einem
Hydroxylysin-Stickstoffatom.
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2.1.3.2. Peroxidase-Katalase-Superfamilie
Diese ehemals als Pflanzenperoxidasen oder Nicht-Tierperoxidasen bezeichnete Su-
perfamilie enthält Hämperoxidasen aus Bakterien, Pilzen und Pflanzen (Abb. 2.7).
Gegenwärtig sind etwa 9.000 Peroxidase-Sequenzen dieser Superfamilie in Peroxi-
Base gelistet (Oktober 2015), welche nach Welinder in drei Klassen6 (Class I-III)
eingeteilt werden [43]. Diese Einteilung beruhte ursprünglich auf dem Vergleich der
Aminosäurensequenzen, wurde aber durch spätere Arbeiten zur dreidimensionalen
Struktur von Enzymen dieser Klassen gestützt. Viele Elemente sind zwischen Per-
oxidasen dieser drei Klassen konserviert und definieren damit einen strukturellen
Peroxidase-Kern („core peroxidase fold“ [44]). So wurde für alle Vertreter ein kon-
serviertes proximales His1757 identifiziert, welches durch Wasserstoff-Brückenbindung
mit Asp235 verbunden ist. Diese Superfamilie umfasst daher ebenso wie die vorherige
ausschließlich Häm-Imidazol-Proteine und führt auf gleiche Weise durch ein distales
His52 gepaart mit einem distalen Arg48 die heterolytische Spaltung von H2O2 aus
[43]. Es wird angenommen, dass Class II und Class III sich aus einem gemeinsamen
Vorfahren entwickelt haben [45]. Solch ein Vorläufergen könnte sich aus einer weit
zurückliegenden Genduplikation eines ursprünglichen bakteriellen ClassI-Gens (von
Vorfahren heutiger gram-negativer Bakterien) entwickelt haben [46], jedoch haben
sich beide Klassen seitdem zu eigenständigen, spezialisierten Familien in Pflanzen
und Pilzen entwickelt.
Class I Diese Familie teilt sich in fünf Unterfamilien [47, 48]. Die Unterfamilie der
Katalase-Peroxidasen (EC 1.11.1.21, Erstbeschreibung 1979 [49]) eint bi-
funktionale Enzyme, die unter physiologischen Bedingungen vorwiegend als Ka-
talase fungieren, aber auch Peroxidase-Aktivität zeigen. Sie sind in Archae-
und Eubakterien sowie Pilzen und Protisten zu finden. Es wird angenommen,
dass die (intra- und extrazellulären) pilzlichen Vertreter sich durch einen hori-
zontalen Gentransfer von einem bakteriellen Vorfahren entwickelt haben [50].
Wahrscheinlich haben sich ausgehend von diesen phylogenetisch ältesten ClassI-
Peroxidasen zwei weitere Unterfamilien entwickelt. Ascorbat-Peroxidasen
(Erstbeschreibung 1980 [51], EC 1.11.1.11) werden aufgrund ihrer zellulären
Lage in Chloroplasten-, Zytosol- und Peroxisom-Ascorbat-Peroxidasen unter-
teilt und dienen der Beseitigung von Peroxiden in höheren Pflanzen. Die bereits
6Die Einteilung in Klassen ist historisch begründet, tatsächlich sind damit Protein-Familien ge-
meint.
7Die Nummerierung bezieht sich auf die Cytochrom-c-Peroxidase von Saccharomyces cerevisiae.
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Abb. 2.7.: Übersicht zur Peroxidase-Katalase-Superfamilie
Diese Superfamilie umfasst Häm-Imidazol-Proteine und gliedert sich in
drei Familien (Class I-III). Bestimmend für die Katalyse sind vier konser-
vierte Aminosäuren der Hämumgebung. Histidin dient als axialer Ligand
des Hämeisens und bildet eine Wasserstoffbrückenbindung zu einem As-
partatrest aus. Auf der distalen Seite dienen ein Histidin- und ein Arginin-
rest der H2O2-Spaltung. Das Oberflächen-Modell der Mangan-Peroxidase
(grün) aus Phanerochaete chrysosporium zeigt den Kanal für H2O2 mit
dem innenliegenden Häm (rot) sowie die an der Aussenseite liegenden Zu-
cker (grau). Der Zugang für Mn-Ionen befindet sich davon seitlich rechts
(in dieser Ansicht nicht zu erkennen). Die Detail-Ansicht der Hämumge-
bung (in gleicher Orientierung) zeigt die erwähnten konservierten sowie
die für die Mn-Bindung essentiellen Aminosäuren. Übersicht der Orga-
nismen mit homologen Sequenzen je Familie abgeleitet von [47, 55, 56].
EC-Nummern in Klammern sind inoffizielle Vorschläge. Daten zur Erst-
beschreibung gelten für den ersten biochemisch charakterisierten Vertre-
ter. Hybrid-A-Peroxidasen wurden zunächst als ungewöhnliche Ascorbat-
Peroxidasen beschrieben [53, 54] und später gemeinsam mit den Hybrid-
B-Peroxidasen (bislang hypothetische Proteine) eigenen Unterfamilien zu-
geordnet [47, 48].
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seit den Vierziger Jahren des letzten Jahrhunderts untersuchte mitochondria-
le Cytochrom-c-Peroxidase der Hefe Saccharomyces cerevisiae [52] bildet mit
weiteren, teils putativen, auch zytosolischen Vertretern eine eigene Gruppe der
Cytochrom-c-Peroxidasen (EC 1.11.1.5). Kürzlich wurden durch umfang-
reiche Sequenzvergleiche zwei weitere Unterfamilien gefunden [47, 48]. Hybrid-
A-Peroxidasen repräsentieren eine kleine Unterfamilie einzelliger Eukaryoten
(z. B. in Leishmania und Trypanosoma [53, 54]), welche sich enzymatische und
strukturelle Eigenschaften mit Ascorbat- und Cytochrom-c-Peroxidasen teilt
und daher als ein Bindeglied zwischen diesen beiden Unterfamilien angesehen
werden kann. Sequenzen von Hybrid-B-Peroxidasen (bislang rein hypothetische
Proteine) sind ausschließlich in Pilzen anzutreffen und repräsentieren vermutlich
evolutionäre Bindeglieder zu den rein pilzlichen ClassII-Peroxidasen. [47, 55]
Class II Alle Peroxidasen dieser Familie sind ausschließlich pilzliche, glykosilierte,
extrazelluläre Häm-Enzyme und gliedern sich in vier Unterfamilien [43, 57, 58].
Drei davon werden ausschließlich von saprotrophen Basidiomyceten ausge-
schieden, welche in der Lage sind, selektiv Lignin in lignocellulosehaltigen
Substraten wie Holz (Weißfäule-Pilze), Laubstreu (streuzersetzende Pilze) oder
Dung (koprophile Pilze) abzubauen. Sowohl die Lignin-peroxidase (LiP, EC
1.11.1.14, Erstbeschreibung 1984 als diarylpropane oxygenase [59]) als auch
die Mangan-peroxidase (MnP, EC 1.11.1.13, Erstbeschreibung 1985 [60])
wurden erstmalig für den Weißfäule-Modellpilz Phanerochaete chrysosporium
beschrieben und konnten später auch in anderen Weißfäule-Pilzen (wie z. B.
Phlebia radiata oder Lentinula edodes) beobachtet werden. Im Weißfäule-Pilz
Pleurotus eryngii wurde dagegen eine Peroxidase beschrieben, welche Eigen-
schaften beider vorgenannten Unterfamilien in sich vereint - die versatile
Peroxidase (VP, EC 1.11.1.16, Erstbeschreibung 1996 [61, 62]). Verschiedene
streuzersetzende und koprophile Basidiomyceten aus der Ordnung Agaricales
(Champignonartige) sekretieren Mangan-Peroxidasen während der Kultivie-
rung in lignocellulosehaltigen Medien, in synthetischen Medien mit Mangan-
ionenzusatz oder in stickstoffreichen Medien [63, 64, 65]. Mangan-Peroxidasen
aus Nicht-Weißfäule-Pilzen wurden u. a. von den Streuzersetzern Agaricus
bisporus (Zucht-Champignon) [66], Agrocybe praecox [67, 68], Stropharia co-
ronilla [67] und dem Dungpilz Panaeolus sphinctrinus [63] isoliert. Schließlich
finden sich auch nicht-ligninolytische Enzyme mit geringem Redoxpotential in
der Familie der ClassII-Peroxidasen, welche als „basale“ oder Generische
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Peroxidasen (GP) bezeichnet werden. Erstmals 1986 und 1988 im Tintling
Coprinopsis cinerea beschrieben (CiP8, EC 1.11.1.7 [69, 70]) zeigen verwandte
Sequenzen (die sich sowohl in Weißfäule- und Braunfäule-Pilzen als auch in
Ascomyceten finden [56]) nur etwa 50% Ähnlichkeit auf Aminosäurenebene
zu den vorgenannten ligninolytischen Enzymen. Interessanterweise finden sich
bis heute nur wenige zur CiP nahe verwandte Sequenzen in anderen pilzlichen
Genomen (eigene Untersuchungen sowie [56]).
Die Tertiärstrukturen der LiP [71, 72] und der MnP [73] des Weißfäule-Modell-
pilzes Phanerochaete chrysosporium, der Versatilen Peroxidase von Pleurotus
eryngii [74, 75] sowie der „basalen“ Peroxidase von Coprinopsis cinerea [76]
wurden aufgeklärt. Die ermittelten Kristallstrukturen weisen einen kompakten
und überwiegend helikalen Aufbau auf. Das Häm-Molekül wird fest zwischen
zwei Domänen eingebettet, die jeweils ein stabilisierendes Ca2+-Ion enthal-
ten. Zwei Histidine, eins proximal und eins distal, sowie Arginin-Reste auf
der distalen Seite sind konserviert für die Peroxidase-Funktion, vergleichbar
zu ClassI- und ClassIII-Hämperoxidasen. Als sekretierte Proteine sind alle
ClassII-Peroxidasen glykosiliert (5-15%), haben einen sauren isoelektrischen
Punkt (3-6) und sind mit rund 320-360 Aminosäuren im reifen Protein zwischen
35 und 50 kDa groß. Die Raumstrukturen weisen mindestens vier konservierte
Cysteinbrücken auf. Mangan- und Versatile Peroxidasen enthalten neben ei-
nem Zugang zum Häm (H2O2- und Substrat-Zugang) einen weiteren kleineren
Kanal, der als Zugang für Mangan-Ionen dient [75].
Anhand der ermittelten Tertiärstrukturen und umfangreichen Mutationsana-
lysen konnten die vier ClassII-Peroxidasen-Unterfamilien strukturell genauer
definiert werden9 [56]. Enzyme mit Lignin-Peroxidase-Aktivität (EC 1.11.1.14)
besitzen einen an der Oberfläche des Enzyms exponierten, katalytisch aktiven
Tryptophanrest10 (Trp171 in LiP-H8 von P. chrysosporium, Trp164 in VP von
P. eryngii). Enzyme mit Mangan-Peroxidase-Aktivität (EC 1.11.1.13) besit-
zen eine durch zwei („atypische“ MnP [68]) bis drei („Standard“-MnP) saure
Aminosäuren gebildete Mn(II)-Oxidationsstelle nahe des Propanonat-Restes
des Häms (Glu35, Glu39, Asp179 in MnP1 von P. chrysosporium; Glu36, Glu40,
Asp175 in VP von P. eryngii). Enzyme, welche sowohl den katalytischen Trypto-
8Die 1986 beschriebene Peroxidase ARP aus „Arthromyces ramosus“ ist identisch zur CiP.
9Mittels einem reinen Ähnlichkeitsvergleich auf Sequenzebene lässt sich die katalytische Aktivität
(LiP-, MnP- oder VP-Aktivität) von homologen Sequenzen nicht sicher vorhersagen.
10Dieser wird durch die Compound I zum katalytisch aktiven Radikal oxidiert.
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phanrest (wie in LiPs) als auch eine Mn(II)-Oxidationsstelle (wie in MnPs)
besitzen, werden als Versatile Peroxidasen (EC 1.11.1.16) definiert. Basale Per-
oxidasen (EC 1.11.1.7) besitzen keine der genannten Aminosäuren und stellen
wahrscheinlich die phylogenetisch älteste Unterfamilie dar [56].
In den Anhängen E und F sind alle bekannten charakterisierten ClassII-
Peroxidasen und Pilze mit entsprechenden Enzymaktivitäten aufgelistet.
Class III Diese Familie enthält ausschließlich sekretorische, pflanzliche Peroxidasen
(EC 1.11.1.7, gleiche EC-Nummer wie CiP). Diese sind an einer Vielzahl von
Prozessen in den Pflanzen beteiligt, z. B. bei der Verholzung (Ligninifizierung)
und Suberineinlagerung in die Zellwände und im Auxinkatabolismus. Gene
für Pflanzenperoxidasen werden oft auf Stress-Signale hin aktiviert. Die Meer-
rettich-Peroxidase (horseradish peroxidase, HRP C ) als bekanntester Vertreter
der Pflanzenperoxidasen wurde bereits 1903 erstmalig durch Chodat und Bach
aus der Meerrettichwurzel isoliert und beschrieben [77] und dient seitdem als
Modell einer Peroxidase schlechthin [44]. Erdnuss-Peroxidase und Sojabohnen-
Peroxidase sind weitere klassische Beispiele für diese große Peroxidase-Familie
(19 Unterfamilien, über 5700 Sequenzen [22, 78]). Pflanzenperoxidasen enthal-
ten neben den erwähnten konservierten Aminosäuren auf der proximalen und
der distalen Seite des Häms zwei konservierte Calcium-Bindungsstellen, vier Di-
sulfidbrücken in zu ClassII-Peroxidasen verschiedenen Positionen, eine innere
Salzbrücke in der distalen Region des Moleküls und weisen einen unterschiedlich
starken Glykosylierungsgrad auf. [78, 79]
2.1.3.3. Katalasen
Neben diesen beiden großen Superfamilien gibt es noch weitere, kleine Hämperoxidase-
Familien. Die zu den effizientesten Biokatalysatoren gehörenden ubiquitären Kata-
lasen (EC 1.11.1.6, Abb. 2.8) dienen der Entgiftung der reaktiven Sauerstoff-Spezies
Wasserstoffperoxid (Antioxidanz-Enzym). Sie sind in der Lage, bis zu einer Million
Moleküle Wasserstoffperoxid pro Sekunde zu Sauerstoff und Wasser zu zersetzen. Be-
reits Anfang des 19. Jahrhunderts wurde diese Aktivität entdeckt und im Jahr 1900
erstmals als ein eigenes Enzym in Tabakblättern beschrieben [80, 81]; sie gehören
damit zu den am längsten bekannten Enzymen überhaupt. Strukturelle Merkmale,
die Katalasen von allen anderen Peroxidasen unterscheiden, sind die Bindung des
Häms durch ein Tyrosin als 5. Ligand (Häm-Phenolat-Enzyme) und ein einzigar-
tiges Protein-Faltungsmuster (catalase fold) [82]. Katalasen gliedern sich in vier
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Abb. 2.8.: Übersicht zur Katalase-Familie
Diese Familie umfasst Häm-Phenolat-Proteine und gliedert sich in vier Un-
terfamilien (clades). Katalasen sind kompakte Proteine aus meist vier iden-
tischen, eng verzahnten Untereinheiten, von denen jede ein Häm-Molekül
enthält. Sie bilden ein einzigartiges, charakteristisches Faltungsmuster aus
(catalase fold). Das aktive Zentrum enthält fünf konservierte Aminosäuren.
Das proximale Tyrosin dient als axialer Ligand des Hämeisens und bildet
eine Wasserstoffbrückenbindung zu einem Argininrest aus. Auf der dista-
len Seite unterstützt ein Histidinrest die H2O2-Spaltung. Asparagin steu-
ert Orientierung und Fluss des Substrates und der Produkte. Serin dient
vermutlich als Pförtner (gatekeeper) für einen Nebenkanal, um den entste-
henden Sauerstoff abzuführen. Daten zur Erstbeschreibung gelten für den
ersten biochemisch charakterisierten Vertreter. Stark vereinfachter phylo-
genetischer Baum und Organismenübersicht nach [83]. Das Oberflächen-
Modell der Clade-3-Katalase aus menschlichen Erythrocyten zeigt die vier
stark miteinander verzahnten identischen Untereinheiten. Das integrier-
te Bild zeigt von einer Untereinheit den Eingang des engen, 20Å langen
Substratkanals; dieser beschränkt den Zugang auf kleine Substrate. [82]
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Unterfamilien (clades) [83]. Die phylogenetisch älteste Unterfamilie Clade 2 bein-
haltet Katalasen mit großen Untereinheiten (~750 Aminosäuren pro Untereinheit)
mit je einem Häm-d-Molekül. Den daraus hervorgegangenen Unterfamilien (Clade 1
und 3) mit kleinen Untereinheiten (~500 Aminosäuren) und Häm-b-Molekülen fehlt
eine C -terminale “Flavodoxin-ähnliche” Domäne. In der Unterfamilie der Clade3-
Katalasen gibt es eine kleine Gruppe von bakteriellen Sequenzen, die besonders kleine
Enzyme kodieren (~360 Aminosäuren). Aus dieser Gruppe der „Minikatalasen“ wurde
bisher nur ein rekombinantes Enzym charakterisiert. Dieses Enzym (MAP_2744c)
aus Mycobacterium avium ssp. paratuberculosis agiert im Unterschied zu den anderen
bekannten Katalasen als eine Peroxidase, die vorzugsweise Hydroperoxide umsetzt
[84]. Wahrscheinlich ausgehend von einer Fusion eines Clade3-Katalase-Gens mit ei-
nem Lipoxygenase-Gen ist eine vierte Unterfamilie entstanden (Katalase-LOX). Mit-
glieder dieser Unterfamilie nutzen die C -terminale Lipoxygenase-Domäne (LOX), um
aus Arachidon- oder Linolensäure ein 8r- bzw. 9r-Hydroperoxid-Derivat zu bilden.
Die N -terminale katalase-ähnliche Domäne, welche den typischen catalase fold jedoch
mit einem größeren Substratkanal als in üblichen Katalasen aufweist, nutzt dieses
Derivat zur Synthese des Fettsäure-Epoxids Allen-Oxid (in der Allen-Oxid-Synthase
der Meereskoralle Plexaura homomalla [19]) bzw. zur Bildung von spezifischen allyl-
ischen Epoxiden (in einem rekombinant produziertem Katalase-LOX-Enzym aus dem
Cyanobakterium Anabaena sp. PCC 7120 [85]).
Zur Katalase-Reaktion selbst sind nicht nur diese Enzyme („klassische“ monofunk-
tionale Katalasen) und die bifunktionalen Katalase-Peroxidasen der oben genann-
ten Peroxidase-Katalase-Superfamilie in der Lage, sondern auch bakterielle, hämfreie
Mangan-Katalasen [86]. Diese drei Wasserstoffperoxid-zersetzenden Proteinfamilien
unterscheiden sich deutlich in ihrem molekularem Aufbau und sind evolutionär nicht
miteinander verwandt [83].
2.1.3.4. Di-Häm-Cytochrom-c-Peroxidasen
Die im bakteriellen Periplasma vorzufindenden Di-Häm-Cytochrom-c-Peroxi-
dasen (EC 1.11.1.511) bieten vermutlich, ähnlich den Katalasen, Schutz vor toxischen
Peroxiden [87]. Sie wurden erstmals 1979 als spezielle hämhaltige Enzyme beschrie-
ben, in denen zwei Häm-Moleküle unterschiedliche Funktionen erfüllen (Di-Häm-
Enzyme): ein Elektronen-transferierendes high-potential Häm-c-Molekül (E) und ein
peroxidatives low-potential Häm-c-Molekül (P) [88]. Im zunächst inaktiven Enzym
11EC-Nummer ist identisch zu den Cytochrom-c-Peroxidasen der Peroxidase-Katalase-Superfamilie.
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Abb. 2.9.: Übersicht zur Di-Häm-Cytochrom-c-Peroxidase-Familie
Diese kleine Familie umfasst Häm-Imidazol-Proteine und gliedert sich
in zwei Unterfamilien. Es sind dimere Proteine. Jede Untereinheit ent-
hält zwei einander ähnliche Domänen mit je einem kovalent gebundenem
Häm-c-Molekül (E- bzw. P-Häm). Diese Domänen sind in ihrer Struktur
und Sequenz den Cytochrom-c-Molekülen verwandt. E-Häm wird sowohl
durch Histidin als auch Methionin axial koordiniert und nimmt Elektro-
nen von Cytochrom-c und anderen kleinen Redoxmolekülen auf. Diese
Elektronen werden auf das P-Häm übertragen, hier findet die Redukti-
on von H2O2 (bzw. auch O2 in MauG) zu Wasser statt. Reaktionsschema
zu MauG aus [90]. Das Oberflächen-Modell der Di-Häm-CcP aus Pseu-
domonas aeruginosa (grün-sandfarben) zeigt die beiden Untereinheiten
sowie den Substratkanal einer Untereinheit mit dem innenliegenden P-
Häm (rot). Die Detail-Ansicht der P-Hämumgebung zeigt die Seitenketten
konservierter Aminosäuren, Proline jedoch vollständig. Histidin dient als
distaler Ligand des P-Hämeisens und bildet eine Wasserstoffbrückenbin-
dung zur α-Carbonylgruppe eines Prolins aus. Zwei konservierte Cysteine
bilden kovalente Thioetherbindungen zum Häm aus (Häm c). Die Spaltung
von H2O2 bzw. O2 wird durch ein als Säure-Base-Katalysator dienendes,
distales Glutamat unterstützt. Die Funktionen der anderen konservierten
Aminosäuren der distalen Hämseite sind nur im MauG-Enzym näher un-
tersucht. Ein distales Prolin erfährt bei Bindung des Substrates (O2 bzw.
H2O2) eine Konformationsänderung und positioniert den distalen Sauer-
stoff in die Nähe des Glutamatrestes. Dies unterstützt die Spaltung der
O−O-Bindung. Glutamin bildet eine Wasserstoffbrückenbindung zum ge-
bundenen Sauerstoff der Fe(IV)=O-Spezies aus. [87, 91]
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wird das E-Häm-Eisen zu Fe(II) reduziert, dadurch wird das P-Häm (Fe(III)-haltig)
vermittelt über ein konserviertes Kalziumion für Liganden zugänglich, es entsteht die
aktivierte Form des Enzyms im Ruhezustand. Die Bindung und Spaltung von H2O2
am P-Häm führt zu einem CompoundI-ähnlichen katalytischen Intermediat mit zwei
Oxidationsäquivalenten: Fe(III) am E-Häm und eine Oxo-Ferryl-Spezies (Fe(IV)=O)
am P-Häm; es wird kein Porphyrinradikal gebildet. Diese CompoundI-ähnliche Form
des Enzyms wird dann durch zwei einzelne Elektronentransfers auf das E-Häm direkt
zurück zum Grundzustand reduziert, es wird also kein weiteres Substrat umgesetzt.
Die Elektronen stammen von kleinen Redoxproteinen wie Cytochrom c oder Cupre-
doxin, welche in der Nähe des E-Häms binden.
Zu diesen auch Di-Häm-c-type-Peroxidasen genannten Proteinen (da häm-c-haltig)
gehören die erst kürzlich beschriebenen bakteriellen MauG-Proteine [89]. MauG aus
Paracoccus denitrificans katalysiert die posttranslationale Bildung des katalyti-
schen Tryptophan-Tryptophyl-Quinon-Kofaktors (TTQ) innerhalb der Methylamin-
Dehydrogenase. Das bedeutet, dass MauG eine spezifische Reaktion im Inneren
eines anderen Proteins katalysiert - wahrscheinlich vermittelt über mehrere Oxi-
dationsschritte durch ein exponiertes Tryptophanradikal und eine diffusible Sauer-
stoffspezies. Im Gegensatz zu den normalen Di-Häm-Cytochrom-c-Peroxidasen ist
MauG in der Lage, neben Wasserstoffperoxid auch molekularen Sauerstoff zu spal-
ten. Zudem sind beide Häm-Moleküle elektrisch synchronisiert, d. h., sie agieren
wie eine einzige Redoxeinheit. Zwar bildet nur das High-Spin-Häm die Oxo-Ferryl-
Spezies (Fe(IV)=O) aus, doch beide Häm-Moleküle bilden das katalytisch aktive
bis-Fe(IV)-Intermediat („Compound I“). [90, 91, 92]
2.1.3.5. Tyrosin-Hydroxylasen
Die Tyrosin-Hydroxylasen bilden eine neue bakterielle, bislang nur in der Ord-
nung Actinomycetales gefundene, Hämperoxidasefamilie und sind an der Biosynthese
von Antibiotika beteiligt. So ist das in der Anthramycin-Synthese beteiligte Häm-
Imidazol-Enzym Orf13 aus Streptomyces refuineus subsp. thermotolerans in der Lage,
spezifisch in Anwesenheit von H2O2 l-Tyrosin in ortho-Position zu hydroxylieren [93].
Zudem ist es auch fähig, weitere Phenolderivate mit para-Substitution wie p-Kresol
(4-Methylphenol) oder desaminiertes l-Tyrosin zu hydroxylieren. In der Biosynthese
von Lincomycin in Streptomyces lincolnensis katalysiert das homologe Enzym LmbB2
(41% Identität) dieselbe Reaktion [94]. Die Proteinsequenzen haben einige konser-
vierte Aminosäuren mit der Peroxidase-Katalase-Superfamilie gemein, u. a. ein pro-
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Abb. 2.10.: Übersicht zur Familie der Tyrosin-Hydroxylasen
Tyrosin-Hydroxylasen umfassen bakterielle Enzyme des Häm-Imidazol-
Typs und gliedern sich in zwei Unterfamilien. Durch multiple Alignments
und Mutationsstudien wurden die vermutlichen, essentiellen Aminosäu-
ren der Hämumgebung bestimmt [93, 95]. Bislang liegen keine Kristall-
strukturen vor; die gezeigte Hämumgebung basiert auf einer ab-initio-
Raumstrukturvorhersage der Tyrosin-Hydroxylase aus Streptomyces re-
fuineus (Orf13) und ist als Schätzung zu verstehen (Eigene Recherchen).
ximales Histidin sowie distal ein Histidin und Arginin in räumlicher Nähe. Jedoch
sind die konservierten Abstände in diesen Peroxidasen nicht gegeben. Eine ähnli-
che Reaktion katalysiert die bakterielle Hämperoxidase SfmD (in der Saframycin-
A-Synthese) einer anderen Streptomyces-Art (S. lavendulae). Sie setzt regioselek-
tiv 3-Methyltyrosin zu 5-Hydroxy-3-Methyltyrosin um [95]. Die Proteine Orf13 und
SfmD (EC 1.11.2.512) teilen nur eine geringe Ähnlichkeit über die gesamte Protein-
sequenz (25% Identität und 36% Ähnlichkeit ausschließlich im C -terminalen Teil),
doch besitzen beide die genannten konservierten Aminosäuren. Orf13, LmbB2 sowie
SfmD weisen am C -Terminus eine Ähnlichkeit zu hämhaltigen, tryptophanspaltenden
Dioxygenasen auf ([95] und eigene Untersuchungen). Die Ergebnisse von Mutations-
studien legen eine Zuordnung dieser Proteine zu den Häm-Imidazol-Peroxidasen nahe
[93, 95].
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Abb. 2.11.: Übersicht zur Familie der Caleosin-Peroxygenasen
Diese Familie umfasst mutmaßliche Häm-Imidazol-Proteine und gliedert
sich in drei Unterfamilien. Über die Ausgestaltung der Hämumgebung
können aufgrund fehlender Kristallstrukturdaten keine genauen Aussa-
gen gemacht werden; abgebildet ist ein ab-initio-Modell für ein ClassI-
Caleosin aus Reis (Oryza sativa). Durch Mutationsstudien wurden zwei
Histidine als essentielle Aminosäuren der Hämumgebung bestimmt [97].
Daten zur Erstbeschreibung gelten für den ersten biochemisch charakte-
risierten Vertreter. ClassII-Caleosine wurden 2007 erstmals als rekombi-
nante Proteine charakterisiert [98], jedoch schon 2006 gemeinsam mit den
ClassIII-Caleosinen als hypothetische Proteine beschrieben [97].
2.1.3.6. Caleosin-Peroxygenasen
Die Caleosin-Peroxygenasen (EC 1.11.2.3, Abb. 2.11) bilden eine in Mikrosomen
und Öltröpfchen (Oleosomen) von Pflanzensamen gefundene Hämperoxidasefamilie
(plant seed peroxygenases), die in der Synthese von Oxylipinen und anderen Signal-
molekülen sowie der Bildung der Cutinschicht involviert ist und vorzugsweise Hydro-
peroxide als Kosubstrat verwendet. Die Öltröpfchen von Pflanzensamen werden von
nur einer Lage aus Phospholipiden umschlossen („halbe Membran“). Die gesamte
Hülle ist von Proteinen bedeckt, die verhindern, dass die Öltröpfchen miteinander
12Diese EC-Nummer gilt nur für die Hydroxylierung von 3-Methyltyrosin.
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fusionieren. Neben den häufigen Oleosinen sind auch die sogenannten Caleosine in
diese Hülle eingebettet [96]. Diese etwa 25-30 kDa großen Proteine gliedern sich in
drei Domänen. In der N -terminalen hydrophilen Domäne wird ein Kalzium-Ion in
einem EF-Hand-Kalzium-Bindungsmotiv koordiniert. Die zentrale, hydrophobe Do-
mäne dient der Verankerung im Oleosom bzw. der ER-Membran. Die Ergebnisse von
Mutationsstudien und Elektronenspinresonanz-Spektren charakterisieren diese Enzy-
me als fünffach koordinierte Häm-Imidazol-Proteine mit einem essentiellen distalen
Histidinrest [97]; bislang sind noch keine Kristallstrukturen für diese Enzyme verfüg-
bar.
Ursprünglich als ausschließlich in Pflanzensamen vorkommende Enzyme bekannt
(ClassI-Caleosine) scheinen ClassII-Caleosine auch in Sprossachsen, Wurzeln, Blät-
tern und Blüten vorzukommen und dort in die Synthese von Fettsäure-Epoxiden
(Oxylipine) involviert zu sein [98]. ClassII-Caleosine sind trotz Fehlens der zentralen
hydrophoben Domäne membran- bzw. öltröpfchengebunden. Caleosin-Peroxygenasen
vermitteln die heterolytische Spaltung eines Hydroperoxid-Moleküls in den korre-
spondierenden Alkohol und einen Oxo-Ferryl-Komplex (Compound I). Danach wird
das Sauerstoffatom der Compound I auf diesen Alkohol (intra-molekularer Sauerstoff-
Transfer) oder ein anderes Substratmolekül transferiert (inter-molekularer Transfer
bzw. Kooxidation). Sie katalysieren Hydroxylierungen aromatischer Verbindungen
(z. B. Anilin), Sulfoxidationen von Xenobiotika (z. B. Pestizid Methiocarb) sowie
Epoxidierungen ungesättigter Fettsäuren (z. B. Ölsäure). Die letztgenannte Reaktion
wird mit vollständiger Stereoselektivität bevorzugt von ClassII-Caleosinen katalysiert
[98]. Homologe Sequenzen finden sich auch in höheren Pilzen (ClassIII-Caleosine). [97]
2.1.3.7. Cytochrom-P450-Peroxidasen
Cytochrom-P450-Proteine (Abkürzung: P450 oder CYP) sind in allen Organismen
vorkommende Häm-Thiolat-Enzyme.13 Sie bilden eine große Protein-Superfamilie von
bislang über 26.000 bekannten Sequenzen und fungieren in der Regel als Oxidasen,
nicht als Peroxidasen. Dazu verwenden sie molekularen Sauerstoff und NAD(P)H als
essentielle Kosubstrate, um in ihre Substrate ein Atom Sauerstoff einzubauen (Oxy-
genierung). Sie werden daher auch als Cytochrom-P450-Monooxygenasen bezeichnet.
In Abwesenheit von reduzierenden Kofaktoren und molekularem Sauerstoff können
Substrate auch durch Zugabe von Wasserstoffperoxid oder organischen Peroxiden um-
13Cytochrom-P450-Enzyme werden in der Diskussion (Kap. 6.2.5 auf Seite 159) noch ausführlicher
beschrieben, da sie mit den in dieser Arbeit untersuchten Häm-Thiolat-Peroxidasen strukturelle
und katalytische Gemeinsamkeiten aufweisen.
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Abb. 2.12.: Übersicht zu Familien der Cytochrom-P450-Peroxidasen
(Teil 1 - Phylogenie und Reaktionen)
Mehrere spezialisierte Familien der Cytochrom-P450-Monooxygenasen
verwenden vorzugsweise H2O2, Hydroperoxide oder Endoperoxide als Ko-
substrat und stellen damit echte Peroxidasen dar. Schema zu CYP74-
Reaktionen aus Itoh & Howe (2001), modifiziertes Schema zu CYP5/8A-
Reaktionen aus [109] übernommen. Daten zur Erstbeschreibung gelten
für den ersten gereinigten, biochemisch charakterisierten Vertreter.
gesetzt werden (peroxide shunt pathway), jedoch erfolgt die Bildung der Compound I
um mehrere Größenordnungen langsamer als in klassischen Peroxidasen [99]. Mehre-
re kleine Familien von P450-Enzymen jedoch (Cytochrom-P450-Peroxidasen)
verwenden vorzugsweise Peroxid als Kosubstrat und stellen damit im engeren Sinne
Peroxidasen dar (Abb. 2.12).
Die Enzyme der bakteriellen P450-Familie CYP152 (EC 1.11.2.4; CYP152A1 und
CYP152B1 aus Bacillus subtilis bzw. Sphingomonas paucimobilis) nutzen regulär
H2O2 anstatt Sauerstoff, um mit hoher Umsatzrate Fettsäuren spezifisch in α- oder
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Abb. 2.13.: Übersicht zu Familien der Cytochrom-P450-Peroxidasen
(Teil 2 - Hämumgebungen)
Wasserstoffbrückenbindungen zum axialen Cystein-Liganden (Häm-
Thiolat-Enzyme) und Substrat sind gelb gestrichelt dargestellt. Die proxi-
malen Aminosäuren sind bis auf Cystein vollständig, die distalen Amino-
säuren bis auf Threonin nur in ihrer Seitenkette gezeigt. Die Substratana-
loga in den Strukturen 3B99 und 2RCH wurden für diese Abbildungen
durch die echten Substrate ersetzt. Das Substrat wird durch eine Reihe
hydrophober (nicht gezeigt) und polarer Aminosäuren im Substratkanal
genau positioniert. In der H2O2-abhängigen Fettsäure-Hydroxylase aus
Bacillus subtilis interagiert die Carboxygruppe des Substrates Palmitole-
insäure (grün) dann mit einem distalen Argininrest, um H2O2 zu spalten
[103]. In der Prostacyclin-Synthase des Zebrabärblings (Danio rerio) ver-
mittelt die Amidgruppe eines distalen Asparaginrestes die Spaltung des
Endoperoxid-Substrates Prostaglandin-H2 (grün) durch Bindung des dis-
talen Sauerstoffatoms [112, 113]. In der Allen-Oxid-Synthase aus Arabido-
pis thaliana bildet ein Asparaginrest H-Bindungen zu beiden Sauerstoffa-
tomen der Hydroperoxy-Gruppe des Substrates 13(S)-HPOT (grün) aus
[107].
β-Position zu hydroxylieren (Bakterielle P450-Peroxygenasen) [100, 101]. Sie
benötigen keine weiteren Redoxpartner. Das gleiche gilt für ein anderes CYP152-
Enzym aus Jeotgalicoccus sp. ATCC 8456, welche eine H2O2-abhängige Fettsäure-
Decarboxylase darstellt und terminale Alkene produziert [102]. In einer bisher bei-
spiellosen Weise übernimmt das Substrat in diesen Enzymen selbst eine wichtige Rol-
le bei der Peroxidspaltung (Abb. 2.13, [103, 104]). Die umzusetzende Fettsäure wird
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durch hydrophobe Wechselwirkungen im Substratkanal genau plaziert. Die Carboxy-
gruppe der Fettsäure vermittelt daraufhin als ein Säure-Base-Katalysator, assistiert
von einem als Ladungsstabilisator fungierendem Argininrest, die heterolytische Per-
oxidspaltung von H2O2. Diese Situation ähnelt den Häm-Thiolat-Peroxidasen (vgl.
Diskussion, Kap. 6.2) dahingehend, dass ein Glutamatrest mit einem Arginin- oder
Histidinrest zusammenarbeitet. Dies erklärt auch die hohe Substratspezifität dieser
Enzyme für Fettsäuren. Interessanterweise sind diese Enzyme in vitro noch zu einer
„normalen“ (also H2O2-unabhängigen) P450-Reaktion unter Nutzung von Sauerstoff
und Reduktionsäquivalenten fähig [105].
Drei eukaryotische Cytochrom-P450-Familien sind spezialisiert auf die Konver-
sion von Fettsäure-Peroxiden (CYP5, CYP8A, CYP74; Eukaryotische P450-
Peroxidasen) [109, 110, 111]. Das durch Cyclooxygenasen (siehe Kap. 2.1.3.1)
erzeugte zyklische Endoperoxid-Derivat der Arachidonsäure (Prostaglandin-H2) ist
sowohl Substrat für die Thromboxan-Synthase (CYP5, EC 5.3.99.5) als auch die
Prostacyclin-Synthase (CYP8A, EC 5.3.99.4). Beide Enzyme katalysieren durch eine
Umlagerung eines Endoperoxid-Sauerstoffatoms eine Isomerisierung des Substrats
zu Thromboxan bzw. zu Prostacyclin − wichtige Signalmoleküle in der Regula-
tion der Thrombozytenaggregation und des Gefäßmuskeltonus der Säugetiere. In
der Thromboxan-Synthase wird das Substrat so gebunden, dass das Häm-Eisen
mit dem C9-Endoperoxid-Sauerstoffatom koppelt und dabei das Endoperoxid ho-
molytisch gespalten wird. Dies ermöglicht dem dann entstehenden C11-Sauerstoff-
Radikal eine intramolekulare Reaktion, die zur Bildung einer Bindung zwischen dem
C11- und dem C12-Atom des Cyclopropanrings des Substrates führt (Abb. 2.12).
In der Prostacyclin-Synthase bindet das Häm-Eisen stattdessen das C11-Endo-
peroxid-Sauerstoffatom, die Reaktion verläuft analog über das C9-Sauerstoff-Radikal
[110, 111].
Enzyme der pflanzlichen CYP74-Familie (EC 4.2.1.X, Abb. 2.12) sind speziali-
siert auf den Umsatz von Hydroperoxiden mehrfach ungesättigter Fettsäuren (vgl.
Caleosin-Peroxygenasen, Kap. 2.1.3.6). Produkte von CYP74-initierten Synthese-
wegen sind Jasmonate sowie kurzkettige Aldehyde und Alkohole − Verbindungen,
welche wichtige Rollen in der Entwicklung und chemischen Abwehr der Pflanzen
spielen. CYP74-Enzyme werden aufgrund ihrer Sequenzverwandtschaft in vier Un-
terfamilien gegliedert und finden sich in Chloroplasten, Lipidtröpfchen und der
ER-Membran [106]. Die Unterfamilie CYP74A enthält die Allen-Oxid-Synthasen
(AOS), CYP74B die Hydroperoxid-Lyasen (auch Hemiacetal-Lyasen, HPL). Beide
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Unterfamilien zeigen strikte Präferenz für 13-Hydroperoxide. CYP74C enthält AOS-
und HPL-Enzyme, welche sowohl 9- als auch 13-Hydroperoxide umsetzen. CYP74D
schließlich enthält Divinyl-Ether-Synthasen. Enzyme der CYP74-Familie bilden keine
Compound I aus. Das Fettsäure-Hydroperoxid wird homolytisch gespalten, es entsteht
direkt eine protonierte Compound II (Fe(IV)-OH) und ein Alkoxyl-Radikal. Eine
Reaktion des Alkoxyl-Radikals mit der benachbarten Doppelbindung ist stark favori-
siert, dies resultiert in der Bildung eines Epoxy-Allyl-Carbon-Radikal-Intermediates.
Diesem Intermediat wird in AOS durch die Compound II ein Elektron entzogen, es
entsteht das Allen-Oxid. In HPL jedoch findet stattdessen eine klassische Hydro-
xylierung mittels Reboundmechanismus durch die protonierte Compound II statt,
gefolgt von einer spontanen Spaltung des gebildeten Hemiacetals in Aldehyd und
Alkohol [107, 109]. Kürzlich wurden die Kristallstrukturen der AOS aus Arabidopsis
thaliana (CYP74A1) und aus der Kautschukpflanze Guayule (Parthenium argenta-
tum, CYP74A2) aufgeklärt [107, 108]. Das Substrat wird V-förmig durch eine Reihe
hydrophober Aminosäuren im Enzym gebunden. Die Carboxygruppe des Substrates
(eine Serife des V’s) wird durch Wasserstoffbrückenbindungen zu einem Threonin
fixiert. Die Basis des V’s mit der Hydroperoxid-Gruppe liegt direkt über der dis-
talen Häm-Seite. Ein benachbarter Asparaginrest ist essentiell für die Spaltung des
Hydroperoxids (Abb. 2.13). Die An- bzw. Abwesenheit eines das Carbon-Radikal sta-
bilisierenden Phenylalaninrestes entscheidet, ob eine AOS- oder eine HPL-Reaktion
abläuft [107].
2.2. Häm-Thiolat-Peroxidasen
Häm-Thiolat-Peroxidasen gehören zu den vielseitigsten bekannten Biokatalysato-
ren. Sie sind zu einer Vielzahl von Oxyfunktionalisierungsreaktionen in der Lage,
für die auch Cytochrom-P450-Enzyme bekannt sind [20, 115]. Ähnlich den P450-
Enzymen vermögen sie Sauerstoff-Funktionen in nicht-aktivierte aromatische und
aliphatische Verbindungen einzubauen. Das Reaktionsspektrum entspricht weitest-
gehend dem von P450-Enzymen (Abb. 2.14; vgl. auch S. 161): Oxygenierungen an
aromatischen Ringen, N -Oxidationen, Epoxidierungen, Hydroxylierungen von Alka-
nen, Alkenen und Alkinen, O- und N -Dealkylierungen, Demethylenierungen, Sulf-
oxidationen sowie Alkohol- und Aldehyd-Oxidationen. Darüber hinaus katalysieren
Häm-Thiolat-Peroxidasen auch Halogenierungen und Ein-Elektron-Oxidationen wie
klassische Peroxidasen. Im Unterschied zu den intrazellulären, oft membrangebun-
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Abb. 2.14.: Katalytisches Potential der Häm-Thiolat-Peroxidasen
Abbildung modifiziert aus [57, 20]
denen P450-Enzymen, welche das in der biotechnischen Anwendung teure und emp-
findliche Kosubstrat NAD(P)H und in den meisten Fällen zusätzliche Redoxproteine
für ihre Funktion benötigen, sind Häm-Thiolat-Peroxidasen stabile extrazelluläre,
einfach zu handhabende Enzyme, welche nur Wasserstoffperoxid für ihre Funktion
brauchen. Häm-Thiolat-Peroxidasen vereinen in sich damit Eigenschaften sowohl von
intrazellulären Cytochrom-P450-Enzymen (Reaktionsspektrum) als auch von extra-
zellulären, pilzlichen Peroxidasen des Typs Class II (Stabilität, Kosubstrat, einfache
Handhabung) und stehen daher im Fokus biotechnologischer Forschung. [20, 57, 114,
115, 116, 117, 230, 231]
Die Ende der 1950er Jahre von Hager und Kollegen beschriebene Chlorperoxida-
se (CPO, EC 1.11.1.10) des ascomycetalen Pilzes Caldariomyces fumago (Synonym
Leptoxyphium fumago) war lange Zeit das einzige bekannte Enzym dieser Art (Erst-
beschreibung 1959, [119]). Zunächst nur als eine halogenierende Peroxidase beschrie-
ben, stellte sich später heraus, dass die CPO eine Vielzahl von P450-Reaktionen zu
katalysieren vermag. Dies wurde auf den identischen axialen Liganden des Häms zu-
rückgeführt, weshalb die CPO häufig als ein Modell für die P450-Katalyse verwendet
wird [15].
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Im Jahr 1995 wurden im Kulturüberstand des Speisepilzes Agrocybe aegerita Hin-
weise auf eine ungewöhnliche (damals als neutrale Lignin-Peroxidase bezeichnete)
Peroxidase gefunden [120]. Acht Jahre später konnte diese isoliert und biochemisch
charakterisiert werden (damalige Bezeichnung Haloperoxidase [121, 122]). Dieses be-
züglich seiner Fähigkeit Oxyfunktionalisierungen zu katalysieren herausragende En-
zym aus Agrocybe aegerita und weitere vergleichbare, später isolierte Enzyme aus
den Blätterpilzen Coprinellus radians, Coprinopsis verticillata und Marasmius ro-
tula [123, 124] sowie Agrocybe parasitica [R.Ullrich, unpubliziert] wurden später
als Aromaten-Peroxygenasen beschrieben und schließlich unter dem offiziellen EC-
Namen Unspezifische Peroxygenasen (UPO, EC 1.11.2.1) zusammengefasst.
UPOs und die CPO ähneln sich nicht nur in katalytischen, sondern auch in spek-
troskopischen Eigenschaften. So weisen beide, ähnlich den P450-Enzymen, eine cha-
rakteristische Bande im CO-Differenzspektrum bei 445 nm auf [115, 125], die auf
den identischen proximalen Liganden des Häms zurückzuführen ist. UPOs und die
CPO sind Hämperoxidasen, welche das Hämeisenion axial über ein Thiolat binden
(Häm-Thiolat-Peroxidasen, HTP). Vor Entdeckung der UPOs wurde die CPO als
eine „Laune der Natur“ (enzymatische Waise, orphan) angesehen. Alle bis dahin un-
tersuchten „klassischen“ extrazellulären Hämperoxidasen wiesen eine Häm-Imidazol-
Bindung auf (d.h. Bindung des Häms durch einen Histidinrest).
Im Ergebnisteil werden Häm-Thiolat-Peroxidasen als eine weitere neue Superfami-
lie von Hämperoxidasen beschrieben und Faktoren, welche die UPO-Produktion in
A. aegerita beeinflussen, dargelegt. Im Diskussionsteil werden für diese Superfamilie
Aspekte zur Evolution, zum molekularem Aufbau und zur physiologischen Funktion
erörtert.
2.3. DyP-type-Peroxidasen
DyP-type-Peroxidasen (DyP; EC 1.11.1.19) sind extrazelluläre Hämenzyme, die sich
in Substratspektrum, biochemischen Eigenschaften und Aufbau deutlich von den
klassischen, extrazellulären, pilzlichen Vertretern der ClassII-Peroxidasen und auch
den Häm-Thiolat-Peroxidasen unterscheiden [128, 129]. Erstmals beschrieben wurde
diese ungewöhnliche hämhaltige Peroxidase in Japan im Jahr 1999 [130] für den
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Abb. 2.15.: Katalytisches Potential der DyP-type-Peroxidasen
a) Oxidativer Abbau von Anthrachinon-Farbstoffen (wie Reactive-
Blue-5) zu Phthalsäure, instabilen Aminobenzen-Derivaten und deren
Polymersationsprodukten. b) Oxidative Spaltung von Azobenzen-Deriva-
ten. c) Phenoloxidation via Phenoxylradikalintermediat zum zugehörigen
Chinon. d) Oxidative Spaltung von β,β-Carotin in die Duftstoffe β-Jonon
and β-Apo-10´-Carotinal. e) Oxidation von nicht-phenolischen Aromaten
(hier Veratrylalkohol zu Veratrylaldehyd), vermutlich durch Bildung von
Arylkationradikalen. Abbildung modifiziert aus [57]
farbstoffabbauenden Pilzstamm Bjerkandera adusta Dec114 [131]. Die charakteristi-
sche und namensgebende Reaktion dieser Peroxidase ist die Entfärbung von Farb-
stoffen (engl. dye decolorizing peroxidase, DyP). Trotz der generellen Vielfalt der
Peroxidasen-Reaktionen war bis dato keine andere Peroxidase bekannt, die syntheti-
sche Anthrachinon-Farbstoffe und auch Azo-Farbstoffe so effizient zu oxidieren ver-
mochte [130]. Ebenso zeigte die später ermittelte Raumstruktur des Enzyms keine
Ähnlichkeit zu bekannten Peroxidasen [128, 133].
14Der Stamm wurde in früheren Publikationen zunächst als eine Nebenfruchtform, Geotrichum
candidum Dec1, und später fälschlicherweise als Thanatephorus cucumeris Dec1 beschrieben
[132].
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Seit der Entdeckung der DyP aus B. adusta Dec1 (kurz BadDyP) wurden acht
vergleichbare Enzyme (DyP-type-Peroxidasen) aus sechs anderen Basidiomy-
ceten beschrieben [134, 135, 136, 138, 139, 140]. Der künstliche Anthrachinon-
Farbstoff Reactive-Blue-5 dient als Modellsubstrat für all diese Enzyme. Typische
Peroxidase-Substrate wie ABTS oder 2,6-Dimethoxyphenol (DMP) werden ebenso
von allen Vertretern dieser Peroxidase-Superfamilie oxidativ umgesetzt [57, 129].
Einzelne DyP-Enzyme besitzen daneben oft weitere spezifische Aktivitäten für an-
dere Substrate (Abb. 2.15). So ist die DyP aus dem Knoblauchschwindling Myceti-
nis scorodonius15 beispielsweise in der Lage, β-Carotin und andere Carotine sowie
Xanthophylle oxidativ zu spalten [136, 137]. Die DyP aus dem als Judasohr bekann-
ten Speisepilz Auricularia auricula-judae (AauDyP) oxidiert die nicht-phenolischen
Lignin-Modellverbindungen 3,4-Dimethoxybenzylalkohol (Veratrylalkohol) und Ad-
lerol (β-O-4-Lignindimer) [138].
Charakteristisch für DyPs sind ihre Reaktionsoptima und ihre hohe Stabilität im
sauren pH-Bereich (2-6) und ein recht hohes Redoxpotential (1,1-1,2 eV), das zwi-
schen dem der pflanzlichen ClassIII- und dem der pilzlichen, ligninolytischen ClassII-
Peroxidasen liegt [139, 141]. Die durch Wildtyp-Fermentation gewonnenen, ins Medi-
um sekretierten Enzyme sind glykosiliert (3-25%), ihr pI -Wert liegt im sauren Bereich
(3,5-4,6). Die meisten Vertreter sind Monomere mit einem apparenten Molekularge-
wicht zwischen 51 kDa (AauDyP) und 67 kDa (DyP von Termitomyces albuminosus).
Die zwei charakterisierten DyPs aus M. scorodonius sind dagegen Homodimere mit
150 bzw. 120 kDa Größe. Für die Enzyme BadDyP [135] und AauDyP [138] wurden
Isoformen beschrieben. [130, 134, 135, 136, 138, 139, 140]
DyP-type-Peroxidasen sind Häm-Imidazol-Proteine mit globulärer bis zylindrischer
Architektur. Auffälligstes Merkmal ihrer Raumstruktur sind die antiparallelen β-Falt-
blätter auf der distalen Hämseite, welche eine Ferredoxin-ähnliche Struktur anneh-
men. Vorrangig α-Helices prägen die restliche Struktur. DyP-Proteine weisen keine
Disulfidbrücken auf. [128, 142, 143]
Im Ergebnisteil werden die in dieser Arbeit ermittelten neuen, pilzlichen DyP-
Sequenzen beschrieben. Im Diskussionsteil werden für die gesamte Superfamilie von
pilzlichen und bakteriellen DyP-type-Peroxidasen Aspekte zur Evolution, zum mole-
kularen Aufbau und zur biologischen Funktion betrachtet.
15Der Stamm wurde in früheren Publikationen als Marasmius scorodonius bezeichnet.
40
3. Anliegen der Arbeit
Peroxidasen des Typs Class II sowie die Chlorperoxidase waren für mehrere Jahrzehn-
te die einzigen bekannten, sekretorischen Hämperoxidasen aus Pilzen. Zwei neue se-
kretorische Hämperoxidase-Superfamilien - die Unspezifischen Peroxygenasen (UPO)
und die DyP-type-Peroxidasen (DyP) - wurden erstmals im Jahr 2004 bzw. 1999 in
Basidiomyceten beschrieben. Das Ziel dieser Arbeit war es, diese neuen pilzlichen
Peroxidasen molekularbiologisch zu studieren, insbesondere im Hinblick auf die Un-
spezifischen Peroxygenasen. Drei Aufgabenbereiche wurden bearbeitet:
1. Die Aufklärung der Nukleotidsequenzen der charakterisierten Unspezifischen
Peroxygenasen (aus den Basidiomyceten Agrocybe aegerita, Coprinellus radians,
Coprinopsis verticillatus und Marasmius rotula) stand zu Beginn dieser Ar-
beit im Vordergrund. Daraufhin wurde die Verbreitung von UPO-Sequenzen
im Reich der Pilze und ihre phylogenetische Verwandtschaft mithilfe von homo-
logen, hypothetischen Sequenzen aus Gendatenbanken analysiert. Zur Aufklä-
rung der physiologischen Funktion dieser Enzyme wurden Faktoren, welche die
UPO-Produktion im Modellorganismus A. aegerita beeinflussen, eingehend un-
tersucht. Dazu wurden verschiedene Stämme von A. aegerita in Enzymproduk-
tion, UPO-Geninventar und Promotorbereichen verglichen sowie die Bestand-
teile des Produktionsmediums untersucht.
2. Die aus den Basidiomyceten Auricularia auricula-judae, Mycena epipterygia
und Exidia glandulosa isolierten sekretorischen Peroxidasen zeigen eine den
DyP-type-Peroxidasen ähnliche katalytische Aktivität. Die Aufklärung der
Nukleotid- und Analyse der abgeleiteten Proteinsequenzen sollte für diese
Enzyme die Frage klären, ob sie auch strukturell dieser neuen Peroxidase-
Superfamilie zuzuordnen sind. Dies umfasste eine phylogenetische Betrachtung.
3. Am Beispiel der Laubstreuschicht in unterschiedlich stark genutzten Waldge-
bieten (des Deutschen Biodiversitätsexploratoriums Hainich-Dün) wurde un-
tersucht, ob sich Transkripte für diese beiden neuen sekretorischen Hämperoxi-
dasen aus Pilzen in Umweltproben nachweisen lassen.
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4. Material und Methoden
4.1. Organismen
Bezogen wurden die meisten verwendeten pilzlichen Reinkulturen aus den internatio-
nalen, frei zugänglichen Stammsammlungen DSMZ1, CBS2, ICMP3 und ATCC4. Eini-
ge Kulturen stellen Isolate von Kollegen aus anderen Forschungsinstituten dar. Dank
geht an Glenn Gröbe in Senftenberg, Ramesh Chandra Upadhyay in Indien, Jacques
Labarère in Bordeaux (Bezeichung SM) sowie an Kari Steffen in Helsinki. Kulturen
der Universität Jena (Bezeichung TM) wurden von René Ullrich an das IHI Zittau ge-
bracht. Eigenisolate des IHI Zittau wurden ebenfalls verwendet (Bezeichnung Zi). Die
Spezies-Identität der verwendeten Stämme wurde durch eine Sequenzierung der ITS-
Regionen (internal transcribed spacer, ITS) der genomischen DNA überprüft. Diese
nichtkodierenden Abschnitte zwischen Genen, welche für ribosomale RNA kodieren,
wurden basierend auf einem PCR-Protokoll von White et al. (1990) mit den Primern
ITS1 (5’-TCCGTAGGTGAACCTGCGG-3’) und ITS4 (5’-TCCTCCGCTTATTGATATGC-3’) ampli-
fiziert [153]. Die Bezeichnungen der Artnamen folgen der Nomenklatur-Datenbank
Index Fungorum [154].
Agrocybe aegerita Der Südliche Ackerling (Agrocybe aegerita (V. Briganti) Sin-
ger 1951 [1949]5) war schon als Speisepilz im klassischen Griechenland und im römi-
schen Reich bekannt. Er wächst an Stubben und auf frisch gefälltem Holz und ist
vermutlich ebenfalls ein schwacher Parasit an lebenden Stämmen, insbesondere von
Pappeln. Fruchtkörper finden sich büschelig am Grund der Stämme oder an Stamm-
wunden, bevorzugt an warmen Standorten. Der zur Familie der Träuschlingsverwand-
ten (Strophariaceae) gehörende Pilz ist besonders oft an Pappel(n) zu finden, aber
auch an Buche, Robinie, Weide, Holunder, Ulme, Eiche, Ahorn und Esche. Fruchtkör-
1Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und Zellkulturen, Braunschweig
2Centraalbureau voor Schimmelcultures, Utrecht, Niederlande
3International Collection of Microorganisms from Plants, Auckland, Neuseeland
4American Type Culture Collection, Manassas, Virginia, USA
5Die neueste Systematik führt diesen Pilz als Cyclocybe aegerita (V. Briganti) Vizzini 2014 [214].
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per wurden bislang in Australien, Asien (Iran, Japan), Nordafrika, auf den Kanaren
und in Europa mit dem Schwerpunkt im Mittelmeergebiet beobachtet. Deutschland
stellt den nördlichen Rand des Verbreitungsgebietes dieses wärmeliebenden Pilzes dar.
Aufgrund der Seltenheit in Deutschland ist diese Art hierzulande latent gefährdet;
sie ist nur noch in Thüringen und in Baden-Württemberg zu finden. In der Schweiz
findet sie sich in Weinbaugebieten im Südwesten und Süden. In Frankreich, in Italien
(„Pioppino“) und in Asien (v. a. China, Japan und Korea) wird A. aegerita als ein
beliebter Speisepilz gezüchtet. [155, 163]
Nach Untersuchungen der Arbeitsgruppe von J. Labarère und G. Barroso kann
unter der Art Agrocybe aegerita ein sogenannter Multispezieskomplex aus sehr
nahe verwandten Arten bzw. Unterarten verstanden werden, die sich in mikroskopi-
schen und genetischen Merkmalen deutlich differenzieren lassen, doch noch miteinan-
der kreuzbar sind. Die Autoren untersuchten dazu mehrere Stämme von A. aegerita
(Synonym A. cylindracea) und A. chaxingu [158, 157, 159].
In dieser Arbeit wurden 24 Stämme des Agrocybe-aegerita-Multispezieskomplexes
bearbeitet (Tab. 4.1). Die phylogenetische Verwandtschaft wurde anhand ihrer ITS-
Sequenzen für alle diese Stämme betrachtet (Ergebnisteil, Kap. 5.1.3). In acht Stäm-
men wurde nach UPO-Sequenzen gesucht, von zwei Stämmen (TM-A1 und AaN)
wurde das Genom sequenziert. Der von G. Gramss 1970 in Jena isolierte Stamm
A. aegerita TM-A1 (als DSMZ 22459 hinterlegt) ist der Modellorganismus für die Pro-
duktion der Unspezifischen Peroxygenase [122]. Der in Italien von František Zadražil
isolierte Stamm A. aegerita AaN zeigt dagegen unter gleichen Bedingungen keine sol-
che Enzymaktivität.
A. chaxingu Diese Art des Agrocybe-aegerita-Multispezieskomplexes, welche in Asi-
en als ein Heilpilz gilt und kommerziell als „Chashugu“ kultiviert wird, wurde
bislang nur in chinesischer Sprache beschrieben und ist weder als eine eigene Art
offiziell anerkannt noch im Index Fungorum geführt. Unveröffentlichte mikro-
skopische und genetische Daten von R. Schubert legen jedoch nahe, dass A. cha-
xingu als eine eigene Art aufgefasst werden sollte [persönliche Mitteilung, 2010].
Es wurden drei A.-chaxingu-Stämme aus Thailand und China untersucht.
A. parasitica Diese ausschließlich in Neuseeland beheimatete Art (A. parasitica G.
Stevenson 19826) parasitiert an Laubbäumen, insbesondere von endemischen
6Nach neuester Nomenklatur als Cyclocybe parasitica (G. Stevenson) Vizzini 2014 bezeichnet [214].
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Tab. 4.1.: Verwendete Stämme des Agrocybe-aegerita-
Multispezieskomplexes
Artname Stamm-Nr.
Alternative
Stamm-
bezeichnung
Geographische Herkunft, Bemerkungen
A. aegerita 3 DSMZ 1004 Slowakische Republik, Hurbonova, 1971(E. Futo)
A. aegerita 4 DSMZ 9613,AAN Italien (F. Zadražil)
A. aegerita 5 A1 Deutschland, Jena
A. aegerita 6 AaN Italien (F. Zadražil)
A. aegerita 8 TM-ae Deutschland, Jena
A. aegerita 9 Zi21
A. aegerita 10 Zi22 Fertigkultur Hawlik-Pilzbrut, Straßlach
A. aegerita 34 AaM USA, Madison (CBSWy-241)
A. aegerita 392 X-81 Indien (Dr. Ramesh Chandra Upadhyay)
A. aegerita 414 TM-A1,DSMZ 22459
Deutschland, Jena/Wöllnitz (Pennicken-
tal); Geographischer Ursprung unsicher
A. aegerita 415 Replikat von 414
A. aegerita 536 Zi75 Italien, Bologna; kommerzieller Frucht-körper (R.Ullrich)
A. cylindracea 16 CBS 358.51 Italien, Trentino, 1951
A. cylindracea 17 CBS 178.69 England, 1968
A. cylindracea 18 CBS 388.79 Europa?, 1967 (R. Kühner)
A. cylindracea 19 CBS 832.87 Europa?, 1987 (K.D. Jahnke)(DSMZ 1004)
A. cylindracea 20 CBS 127.88 Niederlande, 1987
A. cylindracea 22 CBS 205.46 Europa?, 1946 (W.H. Wilkins)
A. cylindracea 23 CBS 832.87 Europa?, 1987 (K.D. Jahnke)(DSMZ 1004)
A. chaxingu 13 SM960903 Thailand
A. chaxingu 14 SM960903 Thailand
A. chaxingu 15 Fi01 China
A. parasitica 467 ICMP 11668 Neuseeland
A. parasitica 468 ICMP 16333 Neuseeland
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Abb. 4.1.: Der Agrocybe-aegerita-Multispezieskomplex
a) A. aegerita aus Italien (kommerziell produziert, daraus wurde Stamm
536 isoliert). Bild: R. Ullrich (2006).
b) A. aegerita TM-A1 (auf Züchtungssubstrat). Bild: R. Ullrich (2006).
c) A. chaxingu (Produktbild der chinesischen Firma „Shaanxi Pure Source
Bio-Tech Co.“ auf der Webseite Alibaba.com, abgefragt am 04.11.2014).
d) A. parasitica an Ligusterstumpf (Neuseeland, Stadtpark in Hamilton,
Fundnummer „PDD 90014“, 2006). Bildrechte: P.K. Buchanan, Webseite
„Landcare Research“
(https://scd.landcareresearch.co.nz/specimen/PDD_90014).
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Malvengewächsen (Plagianthus betulinus und Hoheria sp.) und kann dadurch
eine sogenannte Kernfäule (heart rot) auslösen [160]. Diese Art findet sich auch
an Totholz. A. parasitica bildet große Fruchtkörper, welche bis zu 30 cm im Hut-
durchmesser erreichen können. Die beiden verwendeten Stämme wurden anhand
genetischer Merkmale als weitere Mitglieder des Agrocybe-aegerita-Multispezies-
komplexes identifiziert (Diese Arbeit und [161]). Der Stamm ICMP 11668 wurde
im Jahr 1993 von Plagianthus sp., der Stamm ICMP 16333 dagegen im Jahr
1995 von einer Steineibenart (Podocarpus sp.) isoliert.
Agrocybe pediades Der Halbkugelige Ackerling (Agrocybe pediades (Fries) Fa-
yod 1889) ist ein Saprobiont, der auf trockenem bis frischem, sowohl nährstoffarmen
als auch mineral- bzw. stickstoffreichem Böden gedeiht (Abb. 4.2). Die Fruchtkör-
per finden sich im späten Frühjahr bis Sommer, selten im Herbst, meist gesellig in
Wiesen, Weiden und Äckern, auf Sanddünen, Dämmen und trockenen, sandigen Stel-
len, an Straßenrändern und in Parkanlagen im Gras. Er zeigt eine hohe Variabilität
in morphologischen Merkmalen, so dass er nicht sicher von anderen Arten wie z. B.
A. semiorbicularis unterschieden werden kann. Einige Autoren werten A. pediades da-
her als eine Sammelart und die verschiedenen Varietäten als Ökosippen, Unterarten
bzw. eigene Arten. Die einzelnen Sippen zeigen eine etwas voneinander abweichende
Ökologie. A. pediades ist fast weltweit verbreitet (Australien, Samoa, Papua, Asien
(Anatolien, Israel, Sibiren, Korea, Sri Lanka, Indien), Nord- und Südamerika, Nord-
afrika und ganz Europa). In Deutschland ist A. pediades stark verbreitet und gilt als
nicht gefährdet. [155, 163] Verwendet wurde der von A. Quintanilha im Jahr 1939
isolierte Stamm A. pediades CBS 101.39.
Coprinellus radians Der Strahlfüßige Tintling oder Großsporige Holz-Tintling
(Coprinellus radians (Desmazières) Vilgalys, Hopple & Jacq. Johnson 2001) ist ein
ganzjähriger, einzeln bis büschelig stehender, ausschließlich an Laubhölzern vorkom-
mender Tintling. Als Substrat nutzt er Hölzer (tote Äste, Stümpfe, liegende Stämme,
Holzchips und alte Balken, selten lebende Bäume) von (in abnehmender Häufigkeit)
Ulme, Robinie, Holunder, Ahorn, Esche, Hainbuche, Rotbuche, im Süden auch auf
Stein- und Korkeiche; er ist auch an Pappel, Eiche und anderen Laubbäumen zu fin-
den. Wahrscheinlich ist diese Art weltweit verbreitet (bislang Funde in Nordamerika,
ganz Europa, Japan und Australien). In Deutschland ist diese Art schwach bis stark
zerstreut, jedoch im ganzen Gebiet vorhanden und gilt nicht als gefährdet. [162, 169]
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Abb. 4.2.: Agrocybe pediades
Fruchtkörper an Kuhfladen. Bild aufgenommen von Ron Pastorino (Man-
chester, Californien, USA, 2009), Bildnummer 64556 (Lizenz CC BY-SA
3.0) auf der Webseite „Mushroom Observer“
(http://www.mushroomobserver.org/).
Verwendet wurde der Stamm C. radians DSMZ888 (Synonym ATCC 20014), wel-
cher von einem Fruchtkörper auf Pferdedung in Japan isoliert und im Jahr 1972 in
der Stammsammlung hinterlegt wurde. Er ist ein Patentstamm für die Produktion
von Peptidasen [ATCC-Stammbeschreibung]. Pferdedung ist zwar ein ungewöhnliches
Substrat für C. radians, doch die von diesem Stamm im Labor generierten Frucht-
körper (Abb. 4.3) und Sporen entsprechen den bekannten Merkmalen dieser Art
[168]. Zudem ergab der Vergleich der ITS-Region dieses Stammes mit in der Gen-
bank hinterlegten Sequenzen eine 96%-ige Sequenzidentität zu C. radians (höchste
Übereinstimmung) [Eigene Untersuchung].
Coprinopsis verticillata Zu dieser außereuropäischen Art (Coprinopsis verticil-
lata (Schulz-Weddigen) Redhead, Vilgalys & Moncalvo 2001; Abb. 4.4) konnten nur
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Abb. 4.3.: Coprinellus radians
Aufnahme von jungen Fruchtkörpern des Stammes DSMZ 888 auf
Kameldung-Weizenstroh durch D.H. Anh (2008) [168].
wenige Informationen ermittelt werden. Verwendet wurde der 1985 von I. Schulz-
Weddigen im südlichen Algerien von Dromedarexkrementen isolierte Typusstamm
C. verticillata DSMZ3397 (Synonym ATCC 58999). Die Sporen dieser Art bleiben in
getrockneten Dromedarexkrementen über mehrere Jahre keimungsfähig und scheinen
die auf Dromedarexkrementen einzigen Basidiosporen zu sein. C. verticillata wächst
auf Malzagar und auf angefeuchteten, sterilen Dromedarexkrementen und bildet ins-
besondere im letztgenanntem Medium Fruchtkörper aus. [166, 167]
Marasmius rotula Der Halsbandschwindling (Marasmius rotula (Scopoli) Fries
1838; Abb. 4.5) findet sich saprobiontisch auf dürren morschen Ästen, Zweigen und
kleinen Holzstücken am Boden, seltener an Wurzeln und Blättern. Die kleinen Frucht-
körper sind verbreitet im Sommer und Herbst (Juni-November), oft in kleinen Grup-
pen rasig wachsend zu finden. Laubwälder (auch Bruch- und Auwälder), Wald- und
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Abb. 4.4.: Coprinopsis verticillata
Aufnahme von jungen Fruchtkörpern des Stammes DSMZ 3397 auf
Hundekuchenagar durch C. Thielke (1984) [167] bzw. auf Kameldung-
Weizenstroh durch D.H. Anh (2008) [168].
Wegränder, Forste und Parkanlagen wurden als Standorte beschrieben. Als Substrate
dienen v. a. Laubbäume (Buche, Ahorn, Erle, Birke, Hainbuche, Hasel, Esche, Pappel,
Robinie, Eiche, Weide u. a.), seltener Nadelbäume (Weißtanne, Fichte u. a.). Dieser
Schwindling ist in Deutschland und Europa weit verbreitet. Weltweit sind Funde in
Nordindien, Westpakistan, Iran, Nordasien (Sibiren, Japan) und Nordamerika be-
schrieben. [156, 164] Verwendet wurde der im Jahr 2010 in Senftenberg von G. Grö-
be von Robinienholz isolierte Stamm M. rotula S31 (IHI 453).
Auricularia auricula-judae Der im Deutschen Judasohr oder Holunderschwamm
(Auricularia auricula-judae (Bulliard) Quélet 1886) genannte Speisepilz findet sich an
lebenden, geschädigten oder abgestorbenen Teilen von schwarzem Hollunder, Rotbu-
che, Feldahorn und anderen Laubhölzern (Abb. 4.6). Seine hauben- bis muschelförmi-
gen oder ohrförmigen Fruchtkörper stehen ganzjährig (einzeln, gesellig bis büschelig,
meistens dachziegelartig übereinander) bevorzugt an warmen und feuchten Stand-
orten. Es sind zwei Varietäten bekannt: var. lactea (fast farblos, weißlich) und var.
nidiformis (becherförmige Basidiocarpien). Das Judasohr ist sowohl ein Schwächepa-
rasit auf noch lebenden Bäumen und Sträuchern als auch ein Weißfäule-Saprobiont
auf abgestorbenem Holz und frisch gefälltem Lagerholz. Neue Fruchtkörper erschei-
nen gewöhnlich Ende September bis Anfang April, oft in mehreren Schüben und
können das ganze Jahr überdauern. Das Verbreitungsgebiet von A. auricula-judae
umfasst die nördliche Hemisphäre (Holarktis) sowie Afrika, Australien und Asien
50
Abb. 4.5.: Marasmius rotula. Aufnahme durch A. Karich (2014).
(Kleinasien, Kaukasus, Iran, Pakistan, China, Korea, Japan). In Europa kommt diese
Art verbreitet vor, in Skandinavien nur südlich des 60. Breitengrades. In Deutsch-
land ist sie ziemlich ungleichmäßig verbreitet. Das Substratspektrum verarmt hin
zu Gebieten mit niedrigen Temperaturen, es bleibt zuletzt nur Schwarzer Hollunder
übrig. [170, 165] Verwendet wurde der in China isolierte Stamm A. auricula-judae
DSMZ11326.
Exidia glandulosa Nahe mit A. auricula-judae verwandt, ist der im deutschen
Sprachraum als Schwarze Hexenbutter oder Stoppeliger Drüsling bekannte Pilz (Exi-
dia glandulosa (Bulliard) Fries 1822; Abb. 4.7). Man findet ihn ganzjährig an totem
Laubholz, auf Schnittflächen von Stümpfen sowie auf am Boden liegenden Ästen,
seltener an Wundstellen lebender Bäume. Als Substrat dienen Laubhölzer v.a. von
Eiche, gefolgt mit jeweils deutlichem Abstand von Rotbuche, Hasel und Esche. Seine
Fruchtkörper sind daher in allen heimischen Laub- und Mischwäldern häufig zu fin-
den, besonders häufig in Feuchtperioden. Neue Fruchtkörper erscheinen vorwiegend
im Frühjahr, aber auch im Herbst, während längerer Regenperioden auch das ganze
Jahr über. Funde von E. glandulosa wurden für große Teile Asiens, für Nordamerika,
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Abb. 4.6.: Auricularia auricula-judae
Fruchtkörper an Schwarzem Holunder (Zittau, Schülerbusch, 2012). Auf-
nahme durch R. Ullrich.
die Kanarischen Inseln, Europa und Neuseeland beschrieben. In Europa ist diese Art
weit verbreitet und erreicht nordwärts die Hebriden und Lappland. [170, 165] Ver-
wendet wurde der in Halle/Saale isolierte Stamm E. glandulosa DSMZ1012.
Mycena epipterygia Der in mehreren Varietäten vorkommende Dehnbare Helm-
ling (Mycena epipterygia (Scopoli:Fries) Gray 1821) bewohnt die Streuschicht (Abb.
4.8). Man findet ihn an feuchten Stellen, auf Humus und Pflanzenresten wie z. B. Blät-
tern, Nadeln, Moosen, Gräsern und morschem Laubholz. Die Fruchtkörper können
im Sommer und Herbst (Ende August bis November) beobachtet werden. Sie stehen
dann verbreitet, meist gesellig, in heimischen Wäldern und Forsten, an Waldwegen,
in Waldrand- und Heckengesellschaften, gelegentlich auf Lichtungen, in Parkanlagen
und Gärten. M. epipterygia weist für viele Umweltfaktoren einen hohen Toleranzbe-
reich auf (euryöke Art) und reagiert lediglich empfindlich auf eine Eutrophierung. Als
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Abb. 4.7.: Exidia glandulosa. Aufnahme durch Ch. Seidler (Hiddensee, 2013).
Substrate nutzt diese Art Laub- (Erlen, Birke, Buche, Heckenkirsche, Weide, Holun-
der, Linde u. a.) und Nadelbäume (Weißtanne, Lärche, Fichte, Kiefer u. a.), seltener
verholzte Stängel von Farnen, Stauden und Gräsern. Dieser Helmling ist in der nörd-
lichen Hemisphäre beheimatet (Funde im Kaukasus, in Mittelasien, Sibiren, Japan,
Nordamerika, auf den Kanaren, in Nordafrika und Europa). In Europa reicht sein
Verbreitungsgebiet nördlich bis Island und Zentrallappland in Finnland. Er gilt in
Deutschland als nicht gefährdet. [156, 164] Verwendet wurde der in Finnland von
K. Steffen isolierte Stamm M. epipterygia K72 (IHI 193).
4.2. Chemikalien
Alle Standardchemikalien und Mediumbestandteile [anorganische und organische Sal-
ze, Hefeextrakt, Malzextrakt, Casein (aus Kuhmilch), Caseinpepton (pankreatisch
verdaut), Sojapepton (papainisch verdaut), Pepton aus Fleisch (pepsinisch verdaut),
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Abb. 4.8.: Mycena epipterygia. Aufnahme durch R. Ullrich (2007).
Fleischextrakt, Nährbouillon, Gelatine, Einfachzucker, Raffinose, Agar-Agar] sowie
die eingesetzten Lösungsmittel (stets in analysenreiner Qualität) waren Produkte
der Firmen Merck (Darmstadt) oder Sigma-Aldrich (St. Louis, USA). Die als Pri-
mer verwendeten DNA-Oligonukleotide wurden von den Firmen Eurofins Genomics
(Ebersberg) und biomers.net (Ulm) bezogen; die Sequenzen der genspezifischen Pri-
mer finden sich im Anhang auf Seite 231ff. DNA-Endonukleasen wurden von den
Firmen NEB (Ipswich, Massachusetts, USA) und Fermentas (St. Leon-Rot) erwor-
ben. Bezugsquellen für weitere Chemikalien, Medienbestandteile und Enzyme gibt
Tab. 4.2.
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Tab. 4.2.: Spezielle Chemikalien
Chemikalie Bezugsquelle
Soja-Proteinisolat
(Marke „Soja! Eiweiss-Superkonzentrat 88“) Dr.Ritter (Freiburg im Breisgau)
Bio-Sojamehl (Marke „Hensel-Vollsoja“) Schoenenberger (Magstadt)
Bio-Sojamilch (Marke „Soja-Drink Natur“) Alnatura (Bickenbach)
Bio-Tomatensaft Albi (Berghülen)
Soja-Lecithin Backstars.de (Bellenberg)
β-Conglycinin- und Glycinin-Isolate Dr. Nobuhiko Tachibana, Fuji Oil(Osaka, Japan)
AaeUPO (Fraktion „AaP II“) Dr. René Ullrich (IHI Zittau)
„Oligase600“-Enzymmischung Pro Natura (Bad Vilbel)
Trypsin IX-S (T0303) Sigma-Aldrich (St. Louis, USA)
Peptidase-Mischung aus Streptomyces gri-
seus („Pronase E“, P5147) Sigma-Aldrich
Peptidase-Inhibitormischung
(„Protease Inhibitor Cocktail“; P1860) Sigma-Aldrich
PefablocSC
(4-(2-Aminoethyl)-benzensulfonylfluorid-
Hydrochlorid; 76307) Sigma-Aldrich
Pepstatin A (P4265) Sigma-Aldrich
E64
(l-trans-Epoxysuccinyl-leucylamido
(4-Guanidino)butan; E3132) Sigma-Aldrich
4.3. Methoden
4.3.1. Kultivierung
Die Pilzstämme, von denen die Gensequenzen für ihre sekretierten Hämperoxidasen
ermittelt werden sollten, wurden zunächst in Flüssigkultur unter Bedingungen kulti-
viert, die zu hohen Peroxidase-Aktivitäten im Medium führen. Im Allgemeinen zei-
gen Flüssigkulturen im Sojamedium (2% (w/v) Sojamehlsuspension in destilliertem
Wasser) die höchsten UPO-Aktivitäten zwischen den Kulturtagen 12 und 16. Die
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Kultivierung im Tomatensaftmedium (50% Tomatensaft, 50% destilliertes Wasser)
dagegen führt oft zu hohen DyP-Aktivitäten zwischen den Kulturtagen 9 und 15. Die
Biomasse aus Kulturen in diesen Medien diente der Gewinnung von RNA. Weitere
Kulturmedien wurden bzgl. ihrer Wirkung auf die UPO-Bildung getestet (siehe Kap.
4.3.15), aber nicht für die Isolation von Biomasse verwendet.
Die Pilzstämme wurden zum Zwecke der kurzfristigen Stammhaltung auf Malz-
extrakt-Agarplatten bei 24°C kultiviert. Der Inhalt einer vollständig bewachsenen
Agarplatte wurde mittels eines Dispergierwerkzeuges (Ultra Turrax, IKA Werke,
Staufen) in 100mL sterilem Leitungswasser homogenisiert. Diese Suspension diente
als Inokulum für Flüssigmedien in Glaskolben (4,5mL Suspension auf 100mL Kultur-
medium). Es wurden in den meisten Fällen mit 200mL Flüssigmedium befüllte
500mL-Rundkolben verwendet. Diese wurden nach der Inokulation in einem klimati-
sierten Warmraum bei 24°C und 60-70%iger relativer Luftfeuchte auf einem Schüttler
(„Certomat SII“, Sartorius, Göttingen; 100 Umdrehungen pro Minute) inkubiert. In
einigen Fällen der Kultivierung von A. aegerita wurden die Kolben nicht von Agar-
platten, sondern mit drei- bis fünftägigen Vorkulturen aus Schüttelkolben beimpft,
um so eine höhere Biomasseproduktion zu erreichen und eine vorherige Kontrolle
auf Kontaminationen zu ermöglichen. C. verticllatus wurde im Unterschied zu den
anderen verwendeten Stämmen in 2L-Bechergläsern, gefüllt mit je 500mL Medium,
als Standkultur im Warmraum inkubiert; die Bechergläser wurden direkt mit Stanz-
stücken aus Agarplatten beimpft. Im Intervall von 3-5 Tagen wurden mithilfe steriler
abgeschnittener Pipettenspitzen aus den Kolben Proben entnommen (1mL der Kul-
turflüssigkeit inkl. Biomasse). Nach Zentrifugation (10min, 16.100×g) wurden im
Überstand der Proben der pH-Wert, die Peroxidase-Aktivität (siehe Kap. 4.3.11)
und gegebenenfalls weitere Kulturparameter bestimmt. Die Überstände wurden bei
-20°C gelagert, die Biomasse verworfen oder bei -80°C gelagert.
4.3.2. Nukleinsäure-Isolation und cDNA-Synthese
Insbesondere die Biomasse von den Kulturtagen, die der höchsten messbaren Enzym-
aktivität vorausgingen, wurde zur Isolation von RNA verwendet. Es wurde die aus
der Kultivierung im Sojamedium gewonnene Biomasse von A. aegerita TM-A1 (am
12. Kulturtag), C. radians (am 13.), C. verticillatus (am 34.), A. parasitica (am
8.), M. rotula (am 6.) und M. epipterygia K72 (am 9. Kulturtag) verwendet. Die
Stämme A. auricula-judae DSMZ 11236 und E. glandulosa DSMZ 1012 wurden in
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Tomatensaftmedium kultiviert und deren Biomasse der Kulturtage 11 bzw. 15 für
die RNA-Isolation verwendet.
Das pilzliche Myzel in den Flüssigkulturen wurde durch Filtration oder Zentrifuga-
tion von der Kulturflüssigkeit getrennt und im Gefriertrockner „Alpha 1-4“ (Christ,
Osterode am Harz) lyophilisiert. Mithilfe des “Trizol Plus RNA Purification Kit” (Life
Technologies, Darmstadt) wurde die Gesamt-RNA nach der „single-step“-Methode
nach Chomczynski und Sacchi (1997) [171] gewonnen. Die isolierte RNA wurde
in RNAse-freiem Wasser gelöst und bei -80°C gelagert. Zur Synthese der zu die-
ser RNA komplementären DNA (complementary DNA, cDNA) wurde Gesamt-RNA
(1 μg) zunächst mit 1 μL eines Poly(T)-DNA-Oligonukleotids (100 μM), welches am
5’-Ende eine Ankersequenz besitzt, versetzt (priming). Es wurden verschiedene solche
Poly(T)-Anker-DNA-Oligonukleotide eingesetzt (Tab. 4.3). Die mRNA wurde mittels
„RevertAid H Minus First Strand cDNA Synthesis Kit“ (Fermentas) revers zu cDNA
transkribiert, dabei wurde die Ankersequenz am 3’-Ende angehängt. Ein Zusatz von
1 μL des Primers TS-Short (10 μM) in den Reaktionsmix führte zur Anfügung einer
Ankersequenz an das 5’-Ende der cDNA aufgrund des Template-Switching-Effekts
entsprechend des Protokolls von Matz et al. (1999) [176]. Aus der gewonnenen Bio-
masse in Flüssigkulturen oder auch von Agarplatten wurde genomische DNA nach
einem Protokoll von Nikolcheva und Bärlocher (2002) [175] oder mit Hilfe der Kits
„Plant DNAeasy Mini“ bzw. „Plant DNAeasy Maxi“ (Qiagen, Hilden) isoliert.
4.3.3. PCR
Für die konventionellen Polymerase-Kettenreaktionen (polymerase chain reaction,
PCR) wurden die Gradientencycler “MasterCycler EP Gradient S” der Firma Eppen-
dorf (Hamburg) und „TGradient Thermoblock“ der Firma Biometra (Göttingen) ver-
wendet. Die PCR-Gefäße enthielten eine vorgefertigte Mischung (PCR-Mix) aus der
DNA-Polymerase von Thermus aquaticus („Taq-Polymerase“), dNTPs, Reaktions-
puffer und MgCl2 sowie je 1 μL von Vorwärts- und Rückwärts-Primer aus einer 10 μM
Stammlösung (im Falle von spezifischen Primern) bzw. aus einer 100 μM Stamm-
lösung (im Falle degenerierter Primer), 1 μL Template und PCR-reines Wasser auf
25 μL Gesamtvolumen. Als PCR-Mischungen wurde 2,5-fach konzentrierter “HotMas-
ter Mix” von 5Prime (Hamburg) oder 2-fach konzentrierter „GoTaq Green Master
Mix“ von Promega (Madison, USA) verwendet. Die PCRs wurden mit einer initialen
Denaturierung bei 95°C für drei Minuten begonnen und durchliefen daraufhin 35 Zy-
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Tab. 4.3.: DNA-Oligonukleotide für cDNA-Synthesen und RACE-PCR. Se-
quenzen sind nach dem IUPAC-Code7notiert, die Bezeichnung Gr steht für
das Ribonukleotid Guanosin.
Name Sequenz (5’→3’) Referenz
Poly(T)-Anker1 TAGCTCGATG CTTGCACGCT TTTTTTTTTT TTTTTT [177]
AP1 TAGCTCGATG CTTGCACGC [177]
Poly(T)-Anker2 TGTAACCGCG TATCAGTGCT TTTTTTTTTT TTTTTTV DieseArbeit
AP2 TGTAACCGCG TATCAGTGC DieseArbeit
Poly(T)-SO-Anker AAGCAGTGGT ATCAACGCAG AGTAC(T)30MN [176]
TS-Short AAGCAGTGGT ATCAACGCAG AGTACGC GrGrGr [176]
Heel-carrier GTAATACGAC TCACTATAGG GCAAGCAGTGGTATCAACGC AGAGT [176]
Heel-specific GTAATACGAC TCACTATAGG GC [176]
klen aus einem Denaturierungsschritt (bei 95°C für 45 Sekunden), einem Hybridisie-
rungsschritt (primer annealing) für 30 Sekunden bei einem Temperaturgradienten von
40 bis 60°C (im Falle degenerierter Primer) oder bei Temperaturen berechnet nach der
“4+2 Regel” [178] (im Falle spezifischer Primer) und einem Elongationsschritt (bei
65°C oder 72°C für 1-3 Minuten). Die Reaktionen wurden mit einer finalen Elongation
bei 65°C oder 72°C für zehn Minuten und einer forcierten Abkühlung auf Raumtem-
peratur beendet. Die Ergebnisse der PCRs wurden anhand einer Standard-Agarose-
Gelelektrophorese bewertet. PCR-Produkte, welche aufgrund ihrer Größe im Agarose-
Gel als mutmaßlich spezifisch für die gewünschten Gene galten, wurden direkt aus
dem Reaktionsansatz gereinigt (“SureClean”, Bioline, Luckenwalde oder „QIAquick
PCR Purification Kit“, Qiagen) oder aus Agarose-Gelen ausgeschnitten und eluiert
(“QIAquick Gel Extraction Kit”, Quiagen). In einigen Fällen wurden zuvor Kontroll-
PCR-Reaktionen durchgeführt, um sicherzustellen, dass diese PCR-Amplifikate nur
in Anwesenheit von sowohl Vorwärts- als auch Rückwärts-Primer zustande gekommen
waren. In vielen Fällen wurden nested PCRs durchgeführt. Dies bedeutet, dass ein
meist 1:100 verdünntes PCR-Produkt als Template für eine sich anschliessende PCR
mit weiter innen oder geschachtelt (nested) liegenden Vorwärts- oder Rückwärtspri-
mern verwendet wurde. Einige PCRs wurden mit der DNA-Polymerase aus Pyrococ-
cus furiosus durchgeführt („Pfu-Polymerase“, Fermentas), welche im Unterschied zur
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Taq-Polymerase eine 3’→5’-Exonuklease-Aktivität („proof-reading“-Aktivität [172])
und damit eine deutlich geringere Fehlerrate aufweist. Zudem fügt die Pfu-Polymerase
keine einzelnen, unspezifischen Desoxyadenosin-Nukleotide an die 3’-Enden des dop-
pelsträngigen PCR-Produkts an [173].
RACE-PCR Ausgehend von einem bekannten Bereich eines Gens auf cDNA-
Ebene können in einer sogenannten RACE-PCR (rapid amplification of cDNA ends)
mithilfe eines genspezifischen Primers und eines Ankerprimers (AP), der an die in
der cDNA-Synthese durch Verwendung spezieller Primer angehängten Ankersequen-
zen bindet, unbekannte Bereiche am 3’- bzw. 5’-Ende der cDNA amplifiziert werden.
Das PCR-Programm sowie alle anderen Parameter entsprechen einer konventionellen
PCR. In 5’-RACE-PCRs [176] wurde 1 µL des SO-Mix’ (bestehend aus neun Tei-
len Heel-specific-Primer und einem Teil Heel-carrier-Primer, je 10 μM; Tab. 4.3) als
Vorwärtsprimer eingesetzt. In 3’-RACE-PCRs [177] wurde je nach in der cDNA ver-
wendetem Poly(T)-Anker-DNA-Oligonukleotid 1 µL des zugehörigen Ankerprimers
als Rückwärtsprimer verwendet (Tab. 4.3).
Inverse PCR Zur Erzeugung der als PCR-Template in einer Inversen PCR [179]
dienenden zirkulären DNA-Moleküle wurde zunächst in vier Ansätzen mit je vier ver-
schiedenen Enzymen (EcoRI, BamHI, PfuII, HindIII) je etwa 1 µg genomische DNA
in großem Volumen vollständig geschnitten. Die Ansätze (100µL) enthielten 10µL
DNA (≈ 1µg), 10 µL Restriktionspuffer (10x), 5 µL Restriktionsenzym (10U/µL)
und 75µL H2O; sie wurden für 5 h bei entsprechender Temperatur inkubiert. Da-
nach wurden die Restriktionsansätze mittels Phenol/Chlorform-Extraktion oder über
eine Silica-Säule („QIAquick PCR Purification Kit“, Quiagen) gereinigt und in 50 µL
Aqua dest. aufgenommen. Die Ansätze wurden, um die Selbstligation zu fördern, in
großem Volumen über Nacht bei 8-14°C ligiert. Im Ligationsansatz (400µL) befanden
sich 40 µL Ligationspuffer (10x), 50µL gereinigter Restriktionsansatz, 1µL T4-Ligase
(NEB, 1:10-Verdünnung, 40U) und 309µL H2O. Die Ligationsansätze wurden am fol-
genden Tag gereinigt und in 50µL Aqua dest. aufgenommen. Davon wurde 1 µL als
Template in einer konventionellen PCR mit langen Synthesezeiten (5min) und den
entsprechenden nach außen zeigenden Primern eingesetzt. Gegebenenfalls schloss sich
eine nested PCR mit weiter außen liegenden Primern an.
HiTAIL-PCR Als erfolgreiche Alternative zu 5’-RACE-PCRs und Inversen PCRs
wurden HiTAIL-PCRs (High-efficiency thermal asymmetric interlaced PCR) durch-
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Tab. 4.4.: DNA-Oligonukleotide für HiTAIL-PCR (modifiziert aus [183]).
Name Sequenz (5’→3’)
ATG-LAD-Primer-A ACGATGGACTCCAGAGCGGCCGC NNNNNNATGA
ATG-LAD-Primer-T ACGATGGACTCCAGAGCGGCCGC NNNNNNATGT
ATG-LAD-Primer-G ACGATGGACTCCAGAGCGGCCGC NNNNNNATGG
ATG-LAD-Primer-C ACGATGGACTCCAGAGCGGCCGC NNNNNNATGC
AC1 ACGATGGACTCCAGAG
geführt, um flankierende unbekannte Bereiche (in diesem Fall des 5’-Bereiches) von
Genen zu amplifizieren [183]. Diese Methode beruht auf der Nutzung eines Random-
Primers mit einer 5’-Ankersequenz und genspezifischen Primern mit hohen Schmelz-
temperaturen sowie einem ausgefeiltem PCR-Programm [183], das die lineare Ampli-
fikation mit den genspezifischen Primern fördert. Es wurden drei aufeinanderfolgende
PCR-Amplifikationen durchgeführt (Prä-Amplifikation, primäre und sekundäre Am-
plifikation) mit drei verschiedenen genspezifischen Rückwärtsprimern. Als Vorwärts-
primer wurden in der Prä-Amplifikation 4µL einer Mischung von vier (abweichend
vom Protokoll) modifizierten LAD-Primern eingesetzt (je 10 µM), in der primären
und sekundären HiTAIL-PCR diente der AC1-Primer (welcher an die durch die LAD-
Primer angehängte Sequenz bindet) als Vorwärtsprimer (Tab. 4.4).
Real-Time-PCR Um die Transkriptlevel des upo1-Genes während der Kultivie-
rung von A. aegerita im Sojamedium zu verfolgen, wurden quantitative real-time re-
verse transcription PCR-Analysen (qRT-PCR) durchgeführt. Dazu wurde A. aegerita
TM-A1 zunächst in Triplikaten für 42 Tage in Sojamedium wie üblich kultiviert und
beprobt (vgl. Kap. 4.3.1). Die frisch gewonnene Biomasse (~200mg pro Probe) wurde
umgehend bei −80°C eingefroren. Die Integrität der daraus isolierten Gesamt-RNA
wurde durch Agarose-Gelelektrophoresen überprüft. Vor der reversen Transkription
der RNA zu cDNA mit einem Random-Hexamer-Primergemisch (Fermentas) er-
folgte die Behandlung mit RNase-freier DNaseI (Fermentas). Für die qRT-PCR-
Amplifikationen wurde der „Rotor-Gene 3000“-Thermocycler (Corbett Research,
Sydney, Australien) mit einem 36-Well-Rotor verwendet. Die PCR-Ansätze (25 μL)
enthielten in 0,2mL-Reaktionsgefäßen 10 μL 2,5-fach konzentrierte PCR-Mischung
(„RealMasterMix Probe“; 5Prime, Hamburg), 0,5 μL jedes Primers (aus einer 15 μM
Stammlösung), 0,5 μL einer doppelt-markierten DNA-Hybridisierungssonde (10 μM
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Stammlösung), 2 μL cDNA oder 5 μL Plasmid-DNA, 5 μL MgSO4 (25mM) und PCR-
reines Wasser auf 25 µL. Das PCR-Programm umfasste eine initiale Denaturierung
bei 95°C für 2min, gefolgt von 40 Zyklen aus einem Denaturierungsschritt (94°C für
15 s) und einem kombiniertem Hybridisierungs-/Elongationsschritt (60°C für 30 s).
Am Ende jedes Zyklus’ wurde nach Anregung durch Licht der Wellenlänge 470 nm die
Fluorescein-Fluoreszenz bei 510 nm (Gain-Faktor 5) gemessen. Für die upo1-mRNA-
Sequenz und die 5.8 S-rDNA-Sequenz aus A. aegerita TM-A1 wurden spezifische Pri-
mer und doppelt-markierte Sonden (5´-Carboxyfluorescein als Reporter, 3´-Carboxy-
tetramethylrhodamin als Quencher) entworfen (Tab. B.2 im Anhang auf Seite 233).
Plasmid-DNA-Präparationen der upo1-mRNA-Sequenz bzw. der 5.8 S-rDNA-Sequenz
in verschiedenen Konzentrationen dienten zur Bestimmung von Standardkurven. Der
optimale Threshold wurde in der exponentiellen Phase der DNA-Amplifikation durch
die Methode der kleinsten Quadrate ausgewählt. Die Anwendung der Primer fp-aap2
und rp-aap2 in cDNA und genomischer DNA resultierte in einem upo1-spezifischen
Amplikon von 93 bp Länge, welches durch die Hydrolyse-Sonde Sonde-aap2 detek-
tiert wurde. Die Anwendung der Primer fp5.8 und rp5.8 resultierte in einem 5.8S-
spezifischen Amplikon von 96 bp Länge, welches durch die Hydrolyse-Sonde S5.8 de-
tektiert wurde. Proben der Kulturtage 7, 11, 14, 18, 23, 25, 28, 30, 35 und 42 wurden in
Quadruplikaten vermessen. No-Template-Kontrollen und die Standards (fünf Verdün-
nungen der Plasmid-DNA des gene of interest (upo1) und des Referenz-Gens (5.8S))
wurden in Duplikaten in jedem PCR-Lauf mitgeführt. Die Software „Rotor-Gene
6.1“ (Corbett Research) diente der Analyse der Daten, die Rohdaten der Fluores-
zenzen wurden durch die Methoden dynamic tube background subtraction und noise
slope correction bearbeitet. Der Threshold und die Geradengleichung der externen
Standardkurven wurden importiert; das Absolutglied der Geradengleichung wurde
an die Standards des aktuellen Laufs angeglichen. Basierend auf der Geradenglei-
chung der erhaltenen Standardkurve wurde die Kopienzahl der upo1-Transkripte als
Funktion des Threshold-Zyklus berechnet. Schließlich wurde die relative Expression
des A. aegerita TM-A1 upo1-Genes als Verhältnis der durchschnittlichen Kopienzahl
der Quadruplikatenmessung der Gene upo1 zu 5.8S berechnet und auf den Kulturtag
11 kalibriert. Der Fehler dieser relativen Expression wurde durch Gauß’sche Fehler-
fortpflanzung geschätzt (Quadratwurzel der Summen der Quadrate von zwei relativen
Fehlern (Variationskoeffizient) der berechneten mittleren Kopienzahl).
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4.3.4. Klonierung und DNA-Sequenzierung
Falls in einer PCR-Reaktion mit spezifischen Primern nur ein einziges spezifisches
Amplifikationsprodukt entstand, wurde dies in den meisten Fällen erfolgreich direkt
sequenziert. In allen anderen Fällen wurden die PCR-Produkte zunächst in Escheri-
chia coli kloniert und danach selektiert. Dazu wurden die gereinigten PCR-Fragmente
als Inserts entweder mittels dU/dA-Methode („TA cloning“) in den Vektor “pST-
Blue-1“ („pSTBlue-1 AccepTor Vector Kit”, Merck) ligiert oder mittels Topoiso-
merase-TA-Reaktion in den Vektor „pCR4.0-TOPO“ („TOPO TA Cloning Kit for
Sequencing“, Life Technologies) eingebracht und in die den Kits zugehörigen kompe-
tenten E. coli-Zellen (NovaBlue-Singles- bzw. TOP10-Zellen) laut Herstellerangaben
per Hitzeschock transformiert und auf selektive Agarplatten ausplattiert. Die mit der
Pfu-Polymerase generierten PCR-Produkte wurden zunächst gereinigt (um die Pfu-
Polymerase zu entfernen), danach 1:1 mit dem „GoTaq Green Master Mix“ (enthält
Taq-Polymerase) gemischt und für 20min bei 72°C inkubiert. Die Taq-Polymerase
fügt je ein einzelnes, überhängendes Nukleotid (vorzugsweise Desoxyadenosin) un-
spezifisch an die 3’-Enden doppelsträngiger DNA-Moleküle an [174].
Erhaltene Klone wurden durch Kolonie-PCR [180] und Restriktionsverdau auf kor-
rekte Insertgrößen geprüft, mehrere unabhängige Klone je Insert wurden sequen-
ziert. Dazu wurden die Reaktionsprodukte der Kolonie-PCR direkt verwendet oder
es wurde zuvor eine Plasmid-DNA-Präparation im kleinen Maßstab („peqGOLD Plas-
mid Miniprep Kit I“, PEQLAB, Erlangen; „GeneJET Plasmid Miniprep Kit“, Fer-
mentas) durchgeführt. Die DNA-Sequenzierung nach Sanger wurde anfänglich auf
einem „ALFexpressII“-Sequenziergerät in Kombination mit dem „AutoRead Sequen-
cing Kit“ (beides GE Healthcare, München) durchgeführt. Die überwiegende Zahl
an Proben wurde jedoch von den Firmen Eurofins Genomics (Ebersberg) bzw. LGC
Genomics (Berlin) im Auftrage sequenziert. Die erhaltenen Sequenzdaten wurden
mithilfe des Sequenzeditors BioEdit (Version 7.2) [182] bearbeitet.
4.3.5. Protein-Sequenzierung
Aus den Kulturüberständen wurden reine Protein-Präparationen der untersuchten
Peroxidasen durch Flüssigchromatographie (Ionen-Austausch, Größenausschluss und
Chromatofokussierung), präparative Isoelektrische Fokussierung sowie Gelextraktion
aus nativer PAGE gewonnen (durch R. Ullrich, C. Liers, D.H. Anh; [122, 123, 138,
139, 181]). Diese Präparationen wurden mit Trypsin verdaut; von den entstande-
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nen Peptid-Fragmenten wurden durch massenspektrometrische Methoden Fragment-
massen ermittelt und durch MS/MS-Messungen De-novo-Peptidsequenzen abgeleitet.
Diese Analysen sowie die Sequenzierung des N -Terminus der gereinigten Proteine
(durch Edman-Abbau) führten die Firmen Protagen (Dortmund) und SeqLab (Göt-
tingen) im Auftrage aus. Falls die durch Edman-Abbau gewonnenen N -terminalen
Sequenzen an mehreren Positionen zwei oder mehr Aminosäuren ergaben, wurde
anhand eines selbst erstellten Excel-Skriptes alle theoretisch möglichen N -Termini
errechnet. Von diesen wurden nur die N -Termini, die in einer BLASTp-Suche hohe
Übereinstimmungen zu verwandten, pilzlichen Peroxidasen im N -terminalen Bereich
aufwiesen zur Bildung eines Consenus-N -Terminus’ verwendet.
4.3.6. Sequenzierungsstrategien
4.3.6.1. Peroxygenase-Gene
A. aegerita TM-A1 Auf Basis der Sequenzen von internen Peptidfragmenten und
des N -Terminus der gereinigten Peroxygenase aus A. aegerita TM-A1 wurden de-
generierte Primer entwickelt (Tab. B.3). Durch eine PCR auf der cDNA-Ebene mit
den degenerierten Primern AaP2-For und AaP4-Rev wurde ein etwa 450 bp großes
Fragment amplifiziert, aus dem Gel gereinigt und kloniert. Drei Klone wurden sequen-
ziert, zwei verschiedene, sich ähnelnde Sequenzen wurden identifiziert, upo1 (2 Klone)
und upo2 (1 Klon). Beide Sequenzen wurden durch eine BLAST-Suche (Basic Lo-
cal Alignment Search Tool, [186]) als Homologe zur CPO-Sequenz von C. fumago
identifiziert. Ein Teilstück des upo2-Gens (~900 bp) wurde auch durch eine PCR mit
den degenerierten Primern AaP1-For und AaP6-Rev erhalten und vollständig se-
quenziert (2 Klone). Eine 5’-RACE-PCR [176] wurde mit dem spezifischen Primer
SO-Mix (Tab. 4.3) und dem degenerierten Primer AaP4-Rev durchgeführt. Das 1:100
verdünnte PCR-Produkt wurde danach in einer nested PCR als Template eingesetzt
mit dem Primer SO-Mix und dem degenerierten Primer AaP2-Rev. Die resultierende
Bande im Agarose-Gel von etwa 350 bp Größe wurde aus dem Gel eluiert und kloniert.
Es ergaben sich wieder zwei verschiedene Sequenzen, die sich als weitere Teilstücke
der Sequenzen von upo1 (vier Klone) und upo2 (drei Klone) herausstellten. Basierend
auf den erfolgreichen Sequenzierungsergebnissen dieser Fragmente wurden spezifische
Primer für beide Gene entworfen (Tab. B.4 und B.5).
upo1 Durch 3’-RACE-PCRs [177] wurden die Sequenzen am 3’-Ende vervoll-
ständigt. Dazu wurden die Primer 2AaP-Start-For1 und der 3’-Ankerprimer AP1 in
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einer PCR (für upo1) kombiniert. Diese resultierte in einem etwa 1.300 bp langem
Fragment, welches kloniert wurde. Zwei identische Klone wurden vollständig, zwei
identische Klone wurden partiell sequenziert; sie enthielten die gesamte kodierende
upo1-Sequenz vom Startcodon bis zum Beginn des Poly-A-Endes. Schließlich wurden
die spezifischen Primer 2AaP-Start-For1 und 2AaP-Stop-Rev3 verwendet, um den
kompletten Leserahmen des upo1-Gens von genomischer DNA (~1.500 bp) zu ampli-
fizieren. Das Amplifikationsprodukt wurde kloniert und zwei Klone wurden vollstän-
dig sequenziert. Die Sequenzen des Gens (FM872457) und der mRNA (FM872458)
wurden in der EMBL-Nukleotiddatenbank hinterlegt (European Molecular Biology
Laboratory) [228].
upo2 Für die Vervollständigung des 3’-Endes des upo2-Gens wurden der degene-
rierte Primer Aap4-For und der 3’-Ankerprimer AP1 in einer PCR kombiniert. Diese
resultierte in einem etwa 600 bp langem Fragment, welches kloniert wurde. Dabei ent-
standen fünf identische Klone, die vollständig sequenziert wurden. Eine PCR mit den
spezifischen Primern 1AaP-Start2-For und 1AaP-Rev3 ergab ein etwa 600 bp großes
Fragment, von dem drei Klone sequenziert wurden. Die Zusammenfassung der Se-
quenzen aus 5’-, 3’-RACE sowie der anderen PCR-Produkte offenbarte die gesamte
cDNA-Sequenz des Peroxygenase-Gens upo2 als Contig-Sequenz. Schließlich wurden
die spezifischen Primer 1AaP-Start1-For und 1AaP-Rev4 verwendet, um den kom-
pletten Leserahmen des upo1-Gens von cDNA vom Startcodon bis zum Beginn des
Poly-A-Endes (~1.250 bp) zu amplifizieren, ein Klon wurde vollständig sequenziert
und bestätigte die Contig-Sequenz. Eine PCR mit den spezifischen Primern 1AaP-
Start2-For und 1AaP-Rev4 bestätigte nahezu die gesamte Sequenz auf genomischer
Ebene (~1.400 bp), zwei Klone wurden vollständig sequenziert. Die komplette genomi-
sche Sequenz des upo2-Gens wurde durch die spätere Genomsequenzierung erhalten.
Die Sequenz der mRNA (FN669509) wurde hinterlegt [57].
upo3 Durch eine Inverse PCR mit den Primern 2AaP-For6 und 2AaP-Rev5,
gefolgt von einer nested PCR mit den Primern 2AaP-For6 und 2AaP-Rev6, soll-
te die Promotorsequenz des upo1-Genes erhalten werden. Dies gelang in der durch
EcoRI geschnittenen genomischen DNA, es wurde ein etwa 2 kb großes Fragment
amplifiziert. Dieses enthielt 717 Nukleotide stromaufwärts des Startcodons von upo1,
820 Nukleotide stromabwärts von upo1 und danach überraschenderweise noch et-
wa 500 Nukleotide eines weiteren Peroxygenase-Gens (als upo3 bezeichnet) in um-
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gekehrter Orientierung zu upo1. Der korrekte Zusammenbau der durch die Inverse
PCR erhaltenen Sequenzen (Start des upo1-Gens bis zum Ende des bekannten Teil-
stückes des upo3-Gens) wurde durch eine PCR mit den Primern AaeAPO1-For8 und
AaeAPO3-For2 verifiziert (Amplifikat ~3,3 kb). Das 5’-Ende des upo3-Gens wurde
durch eine HiTAIL-PCR auf Ebene der cDNA erhalten. Dazu wurden die Primer
AaeAPO3-Rev7, AaeAPO3-Rev3 bzw. AaeAPO3-Rev2 in der Prä-Amplifikation, der
primären bzw. der sekundären Amplifikation verwendet. Ein resultierendes PCR-
Produkt (~850 bp) der sekundären HiTAIL-PCR wurde vom Agarose-Gel eluiert,
gereinigt, kloniert und sequenziert (2 Klone). Die erhaltenen Sequenzen aus Inver-
ser PCR und HiTAIL-PCR wurden zu einer Contig-Sequenz vereinigt. Die Grö-
ße der Contig-Sequenz wurde die Amplifikation des kompletten upo3-Gens (Primer
AaeAPO3-5UTR-For8 und AaeAPO3-Stop-Rev10) auf cDNA-Ebene (~1,2 kb) mit
der Pfu-Polymerase bestätigt (keine Sequenzierung). Durch die folgende Genom-
sequenzierung wurde die komplette genomische Sequenz des upo3-Gens ermittelt und
die tandemartige Anordnung der Gene upo1 und upo3 bestätigt.
Weitere UPO-Gene In der späteren Transkriptom- und Genomsequenzierung
des Stammes A. aegerita TM-A1 wurden weitere Peroxygenase-Gene von A. aegerita
TM-A1 erhalten. Der korrekte Zusammenbau der Contigs wurde für zwei Gene durch
direkte Sequenzierung der PCR-Produkte auf genomischer Ebene verifiziert. In einer
PCR mit AaeAPO4-For1 und AaeAPO4-Rev3 wurde das upo4-Gen amplifiziert; mit-
tels der Primerkombination AaeAPO17-Sonde3 und AaeAPO17-Rev1 das Gen upo17
vervielfältigt. Die Sequenzen der für die Gene upo3, upo4 und upo17 verwendeten
Primer sind in Tab. B.6 angegeben.
Weitere Stämme von A. aegerita Mit Hilfe der PCR-Methode und den spezi-
fischen Primern für die drei zuerst aufgeklärten UPO-Gene (upo1, upo2, upo3) des
Stammes TM-A1 wurden fünf weitere Stämme (Aae6, Acy16, Acy20, Ach13, Aae392)
des A. aegerita Multispezieskomplexes auf das Vorhandensein dieser UPO-Gene in
genomischer DNA getestet. Verwendet wurde die Primerkombination 2AaP-Start1-
For1 und 2Aap-Stop-rev3, gefolgt von einer nested PCR mit den Primern 2AaP-
Start2-For3 und 2AaP-Rev5. Für die Amplifikation des upo2-Gens wurden die Pri-
mer 1AaP-Start2-For und 1AaP-Stop-Rev2 verwendet. Schließlich wurden die Primer
AaeAPO3-Start-For9 und AaeAPO3-Stop-Rev10 in einer PCR zur Amplifikation des
upo3-Gens verwendet. Zur Amplifikation von „kurzen“ UPO-Genen (vgl. Kap. 6.2)
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wurden die von Kellner und Kollegen entwickelten degenerierten Primer APO65F
und APO130R eingesetzt [255]. In allen PCRs wurde als Positivkontrolle DNA von
A. aegerita TM-A1 mitgeführt.
C. radians DSMZ888 Die Aufklärung des aktiven Peroxygenase-Gens aus C. ra-
dians erfolgte in zu A. aegerita vergleichbarer Weise. Die Kenntnis der Sequenz
des N -Terminus’ [123] und zweier interner Peptidfragmente des UPO-Proteins er-
möglichte die Entwicklung degenerierter Primer (Tab. B.7). Die Primer Cop1-For
und Cop6-Rev wurden auf der Ebene der cDNA genutzt, um ein kleines Fragment
eines Peroxygenase-Gens von C. radians zu amplifizieren (upo1, ~700 bp). Die nach
Klonierung und Sequenzierung erhaltene Sequenz wurde als ein Homolog zur CPO-
Sequenz von C. fumago bzw. zu UPO-Sequenzen von A. aegerita identifiziert und
diente dem Design spezifischer Primer (Tab. B.8). Eine 3’-RACE-PCR mit dem
degenerierten Primer Cop5-For und dem Ankerprimer AP2 generierte ein 500 bp
großes Fragment. Drei Klone dieses Fragmentes ergaben eine identische Sequenz, wel-
che 105 Aminosäuren am C -Terminus umfasste (rund 33% des gesamten Proteins)
und etwa 150 Nukleotide 3’UTR8. Eine Wiederholung des 3’-RACE mit den spezi-
fischen Primern CraAPO1-For1 und AP2 ergab ein etwa 1200 bp großes Fragment.
In der sich anschließenden nested PCR mit CraAPO1-For2 und AP2 wurde ein etwa
1000 bp großes Fragment amplifiziert. Die Sequenz des klonierten Fragments verein-
te die beiden vorher bekannten PCR-Fragmente. Das 5’-Ende des upo1-Gens wurde
durch eine HiTAIL-PCR auf Ebene genomischer DNA erhalten. Dazu wurden die
Primer 1Cop-Rev2, CraAPO1-Rev4 bzw. CraAPO1-Rev7 in der Prä-Amplifikation,
der primären bzw. der sekundären Amplifikation verwendet. Ein resultierendes PCR-
Produkt (~650 bp) der sekundären HiTAIL-PCR wurde vom Agarose-Gel eluiert, ge-
reinigt, kloniert und sequenziert (vier Klone). Die erhaltenen Sequenzen aus RACE-
PCR und HiTAIL-PCR wurden zu einer Contig-Sequenz des upo1-Genes von C. ra-
dians DMSZ888 vereinigt, welche durch eine Pfu-PCR-Amplifikation durch die Pri-
merkombination CraAPO1-5UTR-For8 und 1Cop-Rev2 (~1,5 kb) auf genomischer
Ebene verifiziert wurde. Mit Hilfe der degenerierten Primer APO65F und APO130R
[255] für „kurze“ UPOs wurden Fragmente zweier weiterer Peroxygenase-Gene upo2
und upo3 amplifiziert und direkt mit dem Primer APO65F sequenziert (221 nt bzw.
169 nt).
8Diese Teilsequenz wurde veröffentlicht (FM872459) [228].
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C. verticillata DSMZ3397 Basierend auf zwei De-novo-Peptiden der gereinigten
Peroxygenase von C. verticillata wurden degenerierte Primer entworfen. Mit keiner
Kombination dieser Primer auf Ebene der cDNA wurden in PCRs spezifische Frag-
mente erhalten. Daher wurde ein anderer Ansatz gewählt. An hoch-konservierten
Abschnitten eines Multiplen Proteinsequenzalignments von charakterisierten und hy-
pothetischen UPO-Enzymen wurden degenerierte Primer entworfen für „lange“ UPOs
(Tab. B.1). Im neuen Ansatz wurde mit einer PCR auf cDNA-Ebene mit den degene-
rierten Primern 85-ForA und 372-RevA begonnen, welche kein sichtbares Amplifikat
erbrachte. Eine nested PCR mit den degenerierten Primern 96-ForB und 344-Rev
generierte ein spezifisches, etwa 750 bp großes Fragment. Dieses Fragment offenbarte,
nach Klonierung und Sequenzierung, eine zu den UPO-Genen aus A. aegerita ho-
mologe Sequenz und ermöglichte den Entwurf spezifischer Primer (Tab. B.9). Durch
eine 3’-RACE-PCR mit den Primern CveAPO1-For1 und AP, gefolgt von einer nes-
ted PCR mit den Primern CveAPO1-For2 und AP, konnte ein spezifisches Fragment
von rund 600 bp Länge amplifiziert werden, welches direkt sequenziert wurde. Das
5’-Ende des upo1-Gens von C. verticillata DSMZ3397 wurde durch eine HiTAIL-
PCR auf cDNA-Ebene erhalten. Dazu wurden die Primer CveAPO1-Rev5, CveAPO1-
Stop-Rev4 bzw. CveAPO1-Rev3 in der Prä-Amplifikation, der primären bzw. der se-
kundären Amplifikation verwendet. In der primären HiTAIL-Amplifikation entstand
ein etwa 1,1 kb großes Fragment. In der sekundären HiTAIL-PCR wurde ein rund
260 bp kleineres PCR-Produkt generiert, das den vorherberechneten Unterschied in
der Größe zum Produkt der primären HiTAIL-PCR aufwies (Abstand der Primer
CveAPO1-Stop-Rev4 und CveAPO1-Rev3). Daher wurde das 1,1kb-Fragment der
primären HiTAIL-PCR aus dem Gel eluiert und kloniert. Drei Klone wurden vollstän-
dig sequenziert, welche unterschiedliche Spleiß-Varianten der upo1-mRNA darstellten;
der Klon Cve1-11 offenbarte die gesamte cDNA-Sequenz vom Start- bis einschließ-
lich Stopcodon. Das komplette Gen wurde auf genomischer Ebene mit den Primern
CveAPO1-Start-For6 und CveAPO1-Stop-Rev4 amplifiziert (~1.350 bp Amplikon).
A. parasitica ICMP11668 und ICMP16333 Zu Beginn der Suche nach Sequen-
zen aktiver Peroxygenase-Gene in beiden Stämmen von A. parasitica lagen keine
Peptidsequenzen vor. Daher wurden die in dieser Arbeit entworfenen „universellen“
degenerierten Primer für „lange“ UPOs verwendet (Kap. 5.1.1). Für beide Stäm-
me ICMP11668 und ICMP16333 wurde mit einer PCR auf cDNA-Ebene mit den
degenerierten Primern 85-ForA und 372-RevA begonnen, welche kein sichtbares Am-
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plifikat erbrachte. Eine nested PCR mit den Primern 96-ForB (nicht jedoch 96-ForA)
und 344-Rev generierte ein spezifisches, wie erwartet etwa 750 bp großes Fragment.
Die direkte Sequenzierung dieses Amplifikats von beiden Stämmen mit dem Primer
96-ForB lieferte je 360 nt auswertbare, zwischen beiden Stämmen zu über 98% iden-
tische Sequenz (upo1, Unterschiede zwischen den Stämmen in 7 nt bzw. zwei von
120 Aminosäuren). An den übereinstimmenden Stellen dieser beiden upo1-Sequenzen
wurden spezifische Primer (Tab. B.10) entworfen und die Komplettierung des Genes
nur im Stamm ICMP16333 fortgesetzt.
Ein 3’-RACE-Versuch (1. PCR mit der Kombination der Primer ApaAPO1-For1
und AP1, gefolgt von einer nested PCR mit ApaAPO1-For2 und AP1) ergab ein etwa
1200 bp und ein rund 900 bp großes Fragment; beide wurden aus dem Agarose-Gel
eluiert, gereinigt und kloniert. Die Sequenzierungen von drei Klonen des 1200bp-
Fragmentes ergaben eine spezifische Sequenz und führten zur Vervollständigung
des upo1-Gens von A. parasitica am 3’-Ende. Die Sequenzen von zwei Klonen
des 900bp-Fragmentes entsprachen einer (vermutlich durch eine Fehlpaarung des
Poly(T)-Primers während der cDNA-Synthese bewirkten) am 3’-Ende verkürzten
upo1-cDNA-Sequenz. Eine 5’-RACE-PCR mit den Primern ApaAPO1-Rev4 und
SO-Mix erzeugte zunächst kein sichtbares Produkt, eine nested PCR mit dem gen-
spezifischen Primer ApaAPO1-Rev3 und dem Ankerprimer Heel-specific erzeugte drei
spezifische Produkte (etwa 600, 400 und 300 bp). Das 600bp-Fragment wurde aus
dem Gel eluiert, kloniert und sequenziert (sechs Klone). Drei Klone offenbarten die
vollständige 5’-Sequenz inklusive 5’UTR, die anderen drei Klone stellten (vermutlich
aufgrund einer Fehlpaarung des TS-Short-Primers während der cDNA-Synthese)
am 5’-Ende verkürzte Versionen dieser Sequenz dar. Die erhaltenen Sequenzen
aus den RACE-PCRs und den PCRs mit degenerierten Primern wurden zu einer
Contig-Sequenz des upo1-Genes von A. parasitica ICMP16333 vereinigt. Mit Hilfe
der degenerierten Primer APO65F und APO130R [255] für „kurze“ UPOs wurde
ein Fragment eines weiteren Peroxygenase-Gens upo2 auf Ebene der cDNA von
ICMP16333 amplifiziert und direkt mit dem Primer APO65F sequenziert (170 nt).
M. rotula S31 Begonnen wurde mit einer PCR auf cDNA-Ebene mit den degene-
rierten Primern 85-ForA und 372-RevA. Es entstand ein Amplifikat in der aufgrund
der verwendeten Primer zu erwartenden Größe von circa 850 bp (dies auch in den
B-Varianten der Primer 85-For und 372-Rev). Dieses Fragment wurde nach einer er-
folgreich durchgeführten Kontroll-PCR direkt mit dem Primer 85-ForA sequenziert
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und ergab ca. 400 nt auswertbare Sequenz (upo1 von M. rotula), die zum Design
spezifischer Primer genutzt wurde (Tab. B.11). In einer 3’-RACE-PCR mit dem de-
generierten Primer 85-ForA und dem Ankerprimer AP1, gefolgt von einer nested
PCR mit dem rund 30-40 nt weiter stromabwärts liegenden, degenerierten Primer
96-For (in beiden Varianten A und B) sowie AP1 entstand ein spezifisches, etwa
800 bp großes Fragment. Dieses Fragment wurde kloniert, sequenziert (ein Klon) und
vervollständigte die upo1-Sequenz am 3’-Ende. Um das 5’-Ende aufzuklären, wurde
eine HiTAIL-PCR auf genomischer Ebene durchgeführt. Dazu wurden die Primer
MroAPO1-Stop-Rev5 bzw. MroAPO1-Rev1 in der Prä-Amplifikation bzw. in der
primären Amplifikation verwendet. In der primären HiTAIL-Amplifikation entstan-
den mehrere Fragmente, am prominentesten war eine Bande um 600 bp Größe im
Agarose-Gel. Diese Bande wurde eluiert und kloniert. Drei Klone wurden sequen-
ziert, ein Klon vervollständigte das 5’-Ende des upo1-Gens einschließlich 132 nt Pro-
motorsequenz. Die beiden anderen Klone enthielten Sequenzen von zwei anderen, je-
doch auffallend ähnlichen UPO-Genen (upo2, upo3). Die komplette upo1-Sequenz vom
Start- bis einschließlich Stopcodon wurde sowohl auf genomischer Ebene als auch auf
cDNA-Ebene mit der Pfu-Polymerase mit der Primerkombination MroAPO1-5UTR-
For6/MroAPO1-3UTR-Rev6, gefolgt durch eine nested PCR mit der Primerkombina-
tion MroAPO1-Start-For5/MroAPO1-Stop-Rev5 amplifiziert. Die entstandenen ein-
zelnen Fragmente (cDNA ~800 bp, genomische DNA ~1.000 bp) wurden gereinigt und
kloniert. Je drei Klone wurden vollständig sequenziert und bestätigten die Contig-
Sequenz.
4.3.6.2. DyP-type-Peroxidase-Gene
Da die degenerierten Primer, welche von den bekannten Peptidsequenzen der gereinig-
ten DyP-Enzyme abgeleitet wurden, in keiner Kombination spezifische Produkte in
PCRs erzeugten, wurden neue „universelle“ degenerierte DyP-Primer an konservier-
ten Aminosäurenpositionen in einem Multiplen Alignment bekannter und hypotheti-
scher pilzlicher DyP-type-Peroxidasen (Tab. B.12) entworfen und erfolgreich für die
Sequenzaufklärung angewendet. Die mit den Primern Poly(T)-Anker1 und Poly(T)-
Anker2 generierte cDNA führte zu unspezifischen Amplifikaten in 3’-RACE-PCRs.
Erst die mit dem Poly(T)-SO-Anker generierte cDNA ermöglichte schließlich eine
erfolgreiche 3’-RACE-PCR. Der SO-Anker ermöglicht eine genspezifische Amplifika-
tion, da bei unspezifischer Bindung des Ankerprimers als Vor- und Rückwärtsprimer
ein PCR-Suppressionseffekt eintritt [176]. Um auch das 5’-Ende zu erhalten (die stan-
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dardmäßige 5’-RACE-PCR ergab nur unspezifische Produkte bzw. ist mit der durch
den Primer Poly(T)-SO-Anker generierten cDNA unmöglich), wurden HiTAIL-PCRs
durchgeführt.
A. auricula-judae DSMZ11326 Auf cDNA-Ebene wurden degenerierte Primer an-
gewendet, um Fragmente eines DyP-Gens (dyp1) von A. auricula-judae DSMZ11326
zu amplifizieren. Zunächst wurde eine 3’-RACE-PCR durchgeführt mit dem spezifi-
schen Ankerprimer Heel-carrier und dem degenerierten Primer DyP-66-For. Das 1:100
verdünnte PCR-Produkt wurde in einer nested PCR mit dem spezifischen Ankerpri-
mer Heel-specific und dem von Peptidsequenzen abgeleiteten degenerierten Primer
DyP-AjP-F2 verwendet. Die resultierenden Banden im Agarose-Gel mit einer un-
gefähren Größe von 1200 bp und 850 bp wurden aus dem Gel gereinigt und direkt
sequenziert. Die erhaltenen Sequenzen ermöglichten die Entwicklung spezifischer Pri-
mer (Tab. auf Seite 237). Der spezifische Primer AauDyP1-Rev3 und der degene-
rierte Primer DyP-66-For wurden auf cDNA-Ebene in einer PCR verwendet, um ein
anderes etwa 1200bp-Fragment des DyP-Gens zu amplifizieren. Das PCR-Produkt
wurde gereinigt und ebenfalls direkt sequenziert. Um das 5’-Ende der Nukleotid-
sequenz zu erhalten, wurde eine HiTAIL-PCR auf genomischer DNA durchgeführt.
Dazu wurden die Primer AauDyP1-Rev9b, AauDyP1-Rev7 bzw. AauDyP1-Rev9a
in der Prä-Amplifikation, der primären bzw. der sekundären Amplifikation verwen-
det. Ein resultierendes PCR-Produkt (750 bp) der sekundären HiTAIL-PCR wurde
vom Agarose-Gel eluiert, gereinigt und kloniert. Drei Klone wurden vollständig se-
quenziert. Die erhaltenen Sequenzen aus den PCRs mit degenerierten Primern, 3’-
RACE- und HiTAIL-PCR wurden zu einer Contig-Sequenz vereinigt. Diese wurde
durch die Amplifizierung der gesamten kodierenden Sequenz auf cDNA-Ebene mit
den Primerkombinationen AauDyP1-5UTR-For11 & AauDyP1-3UTR-Rev12 bzw.
AauDyP1-Start-For12 & AauDyP1-Stop-Rev10 mit der Pfu-Polymerase verifiziert.
Je zwei Klone wurden vollständig sequenziert. Diese Sequenz wurde unter der Zu-
griffsnummer JQ650250 in der EMBL-Datenbank hinterlegt [139].
E. glandulosa DSMZ1012 Durch die Anwendung der degenerierten Primer DyP-
359-For und DyP-Exidia425-Rev (abgeleitet vom De-novo-Peptid 8 des gereinigten
EglDyP1-Proteins, Tab. A.3) auf cDNA-Ebene konnte ein 323 bp großes Frag-
ment eines DyP-Gens (dyp1) von E. glandulosa amplifiziert werden. Die Sequenz
des Fragments diente der Entwicklung spezifischer Primer (Tab. B.14). Daraufhin
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wurde ein 3’-RACE-Ansatz mit dem Ankerprimer Heel-carrier und dem genspezifi-
schen Primer EglDyP1-For1 begonnen. Das 1:100 verdünnte PCR-Produkt wurde in
einer nested PCR mit den Primern Heel-specific und EglDyP1-For2 eingesetzt. Das
resultierende Fragment mit einer Größe von etwa 400 bp wurde aus dem Agarose-
Gel gereinigt, kloniert und sequenziert. Das 5’-Ende der Nukleotidsequenz wurde
durch eine HiTAIL-PCR auf genomischer DNA erhalten. Dazu wurden die Primer
EglDyP1-Rev6, EglDyP1-Rev3 bzw. EglDyP1-Rev5 in der Prä-Amplifikation, der
primären bzw. der sekundären Amplifikation verwendet. Ein resultierendes PCR-
Produkt (~1.300 bp) der sekundären HiTAIL-PCR wurde aus dem Agarose-Gel
eluiert, gereinigt und kloniert in E. coli. Die erhaltenen Sequenzen aus den PCRs
mit degenerierten Primern (drei Klone), 3’-RACE- (ein Klon) und HiTAIL-PCR
(vier Klone) wurden zu einer Contig-Sequenz vereinigt. Diese wurde durch die Am-
plifizierung der gesamten kodierenden Sequenz auf cDNA-Ebene mit den Primern
EglDyP1-5UTR-For7 und EglDyP1-3UTR-Rev9, gefolgt von einer nested PCR mit
EglDyP1-Start-For8 & EglDyP1-Stop-Rev6 mit der Pfu-Polymerase verifiziert. Ein
Klon wurde vollständig sequenziert. Diese Sequenz wurde unter der Zugriffsnummer
JQ650251 in der EMBL-Datenbank hinterlegt [139].
M. epipterygia K72 Eine PCR mit den degenerierten Primern DyP-219-For und
DyP-480-Rev auf cDNA-Ebene ergab ein 873bp-Fragment eines DyP-Gens (dyp1)
von M. epipterygia. Basierend auf dessen Sequenz wurden spezifische Primer entwi-
ckelt (Tab. B.15). Eine PCR mit dem spezifischen Primer MepDyP1-Rev3 und dem
degenerierten Primer DyP-66-For auf cDNA-Ebene wurde ausgeführt. Das 1:100 ver-
dünnte PCR-Produkt wurde in einer nested PCR mit dem Primer MepDyP1-Rev2
und abermals DyP-66-For genutzt, um ein anderes, etwa 800 bp großes Fragment des
DyP-Gens zu amplifizieren. Eine 3’-RACE-PCR wurde mit dem spezifischen Anker-
primer Heel-carrier und MepDyP1-For1 durchgeführt. Das 1:100 verdünnte PCR-
Produkt wurde danach in einer nested PCR eingesetzt mit den spezifischen Pri-
mern Heel-specific und MepDyP1-For2. Das resultierende Fragment mit einer Größe
von rund 1000 bp wurde aus dem Agarose-Gel gereinigt, kloniert und sequenziert
(2 Klone). Schließlich wurde das 5’-Ende der Sequenz durch eine HiTAIL-PCR auf
genomischer DNA erhalten. Dazu wurden die Primer MepDyP1-Rev6, MepDyP1-
Rev4 bzw. MepDyP1-Rev5 in der Prä-Amplifikation, der primären bzw. der se-
kundären Amplifikation verwendet. Ein resultierendes PCR-Produkt (~1000 bp) der
sekundären HiTAIL-PCR wurde aus dem Agarose-Gel eluiert, gereinigt und klo-
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niert. Die erhaltenen Sequenzen aus den PCRs mit degenerierten Primern, 3’-RACE-
und HiTAIL-PCR (4 Klone) wurden zu einer Contig-Sequenz vereinigt. Diese wurde
durch die Amplifizierung der gesamten kodierenden Sequenz auf Ebene der cDNA
mit den Primerkombinationen MepDyP1-5UTR-For8 & MepDyP1-3UTR-Rev7 bzw.
MepDyP1-Start-For9 & MepDyP1-Stop-Rev6 mit der Pfu-Polymerase verifiziert. Je
zwei Klone wurden vollständig sequenziert. Diese Sequenz wurde unter der Zugriffs-
nummer JQ650252 in der EMBL-Datenbank hinterlegt [139].
A. aegerita TM-A1 Im Transkriptom dieses Stammes (Kap. 5.3) wurden zwei tran-
skribierte DyP-Gene (dyp1, dyp2) gefunden. Der manuelle Zusammenbau dieser Se-
quenzen aus den Rohdaten wurde durch PCRs mit spezifischen Primern verifiziert
(Tab. B.16). Mithilfe der Primerkombination AaeDyP1-Start-For1 und AaeDyP1-
Stop-Rev4 wurde die komplette kodierende Sequenz des dyp1-Gens auf Ebene der
cDNA mit der Pfu-Polymerase amplifiziert, zwei Klone wurden vollständig sequen-
ziert. Die Contig-Sequenz des zweiten DyP-Gens wurde im 3’-Bereich nur durch we-
nige Einzelsequenzen in der Transkriptomsequenzierung repräsentiert. Daher wurde
durch eine 3’-RACE-PCR mit den Primern AaeDyP2-Start-For1 und AP1, gefolgt
von einer nested PCR mit AaeDyP2-For2 und AP2, das 3’-Ende des Gens durch ein
etwa 1.900 bp großes Fragment verifiziert und komplettiert. Dieses durch die Pfu-
Polymerase generierte Fragment wurde aus dem Gel eluiert und kloniert. Zwei voll-
ständig sequenzierte Klone bestätigten die Contig-Sequenz des dyp2-Gens. Die geno-
mische Sequenz beider Gene wurde später durch die Genomsequenzierung erhalten.
A. pediades CBS 101.39 Eine PCR mit den degenerierten Primern DyP-66-For
und DyP-480-Rev auf cDNA-Ebene ergab ein 1300bp-Fragment eines DyP-Gens
(dyp1) von A. pediades. Basierend auf dessen Sequenz wurden spezifische Primer ent-
wickelt (Tab. B.17). Eine 3’-RACE-PCR mit der Primerkombination ApeDyP1-For1
und Ankerprimer Heel-carrier, gefolgt von einer nested PCR mit ApeDyP1-For2 und
Heel-specific ergab ein rund 450 bp großes Fragment. Durch eine HiTAIL-PCR mit
den Primern ApeDyP1-Rev6 und ApeDyP1-Rev5 in der Prä-Amplifikation bzw. der
primären Amplifikation wurde ein etwa 400 bp großes Fragment erhalten. Nach Gel-
Elution, Klonierung und Sequenzierung beider Fragmente wurde die Contig-Sequenz
des dyp1-Gens am 5’-Ende (5 Klone) und 3’-Ende (2 Klone) vervollständigt.
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4.3.7. Genomsequenzierungen
Die Genom-Sequenzierung der A. aegerita Stämme TM-A1 und AaN erfolgte durch
das Ion-Torrent-System „Personal Genome Machine“ (PGM) der Fa. Life Techno-
logies strikt nach Herstellerangaben. Die mit Hilfe des „Plant DNAeasy Maxi“-Kits
(Qiagen) isolierte, RNA-freie, genomische DNA wurde mit Ethanol präzipitiert und
in Wasser rückgelöst, um EDTA im Elutionspuffer zu entfernen und eine definierte
DNA-Konzentration (1µg/10µL) einzustellen. Zur genauen Quantifizierung der DNA
in den Proben wurde das „Qubit 2.0“-Fluorometer von Life Technologies verwendet.
Die Hauptschritte der Sequenzierung sind im Folgenden kurz dargestellt.
4.3.7.1. DNA-Fragment-Bibliothek
Fragmentation Durch Enzyme der „Ion Shear Plus Reagents“ des „Ion Xpress Plus
Fragment Library Kit“ (Life Technologies) wurde die DNA unspezifisch zu Frag-
menten unterschiedlicher Größe geschnitten. Um die gewünschte Größenverteilung
(200 bp im Mittel) der DNA-Fragmente zu erreichen, wurden zunächst verschiede-
ne DNA-Mengen (1 und 2 µg) für zehn bzw. zwölf Minuten enzymatisch behandelt.
In diesen Vorversuchen stellte sich eine Fragmentierungsdauer von zehn Minuten
mit 1 μg DNA für beide Stämme von A. aegerita als optimal heraus. Die Reinigung
der fragmentierten DNA wurde nach der vom Hersteller empfohlenen magnetischen
Reinigungsmethode („Agencourt AMPure XP Kit“, Beckmann Coulter, Brea, USA;
„DynaMag2“-Magnet, Life Technologies) durchgeführt. Zur Bestimmung der Grö-
ßenverteilung der gereinigten DNA-Fragmente wurde der „Agilent 2100 Bioanalyzer“
(Agilent Technologies; Santa Clara, USA) mit dem „Agilent High Sensitivity DNA
Kit“ (DNA-Konzentrationsbestimmung zwischen 100-700 bp) eingesetzt.
Adapter-Ligation und Größenselektion An die DNA-Fragmente wurden die Adap-
ter „Ion A Adapter“ und „Ion P1 Adapter“ (aus dem „Ion Xpress Plus Fragment
Library Kit“) durch Ligation angehängt und diese nachfolgend magnetisch gereinigt.
Mit Hilfe des Gelelektrophorese-Systems „E-Gel“ (E-Gel iBase unit und E-Gel Safe
Imager Transilluminator Combo Kit; beides Life Technologies), welches vorgefertigte
Agarose-Gele („SizeSelect 2%“) verwendet und die Beobachtung der Auftrennung
von DNA-Molekülen nach Größe in Echtzeit ermöglicht, wurden aus der Mischung
dieser durch die enzymatische DNA-Hydrolyse entstandenen, adapter-ligierten Mo-
leküle diejenigen isoliert, welche die gewünschte Größe aufwiesen (~330 bp). Die aus
dem Gel entnommene DNA-Fragment-Lösung (DNA-Bibliothek) wurde magnetisch
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gereinigt und nochmals mittels Bioanalyzer auf die angestrebte Größenverteilung ge-
prüft.
Quantifizierung Die sich anschließende Real-Time-PCR mit dem „Ion Library
Quantitation Kit“ (Life Technologies) diente der Quantifizierung dieser Bibliothek
relativ zu einer mitgelieferten Kontroll-DNA-Fragment-Bibliothek; und dadurch der
Berechnung des sogenannten „Template Dilution Factor“. Es wurde der „Rotor-
GeneQ“-Thermocycler (Qiagen) mit einem 36-Well-Rotor verwendet. Jeder PCR-
Reaktionsansatz (20 μL) enthielt 10µL des „Ion Library TaqMan qPCR Mix 2x“, 1 μL
des „Ion Library TaqMan Quantitation Assay 20x“ (Primer und TaqMan-Sonde),
5 µL der DNA-Bibliothek als Template in 2.000-facher bzw. 20.000-facher Verdün-
nung sowie 4 µL Wasser. Als Kontroll-Bibliothek diente die „E. coli DH10B Control
Library“, die in logarithmischen Verdünnungen von 1:10 bis 1:100.000 eingesetzt
wurde. Als negative Kontrolle diente Wasser. Die Reaktionen wurden in Triplikaten
ausgeführt. Das PCR-Programm begann mit einer 2-minütigen Inkubation bei 50°C
(Uracil-DNA-Glycosylase-Schritt), gefolgt von einer initialen Denaturierung bei 95°C
für 20 s und 40 Zyklen aus einem Denaturierungsschritt (95°C für 3 s) und einem
kombinierten Hybridisierungs-/Elongationsschritt (60°C für 30 s). Am Ende jedes
Zyklus’ wurde nach Anregung durch Licht der Wellenlänge 470 nm die Fluorescein-
Fluoreszenz bei 510 nm (Gain-Faktor 5) gemessen. Die Auswertung erfolgte mit dem
Programm „Rotor-GeneQ Series Software 2.1.0“ (Quiagen).
4.3.7.2. Partikel-Beladung
Die verwendeten Sequenzierungspartikel („Ion Sphere Particles“) sind Plastikkügel-
chen, deren Oberflächen mit identischen, einzelsträngigen DNA-Molekülen bedeckt
sind (Abb. 4.9). Die Beladung dieser Partikel mit Molekülen der DNA-Fragment-
Bibliothek erfolgte mithilfe des zweiteiligen „Ion OneTouch“-Systems und zugehö-
riger Chemikalien (Life Technologies). Zuerst wurde die DNA-Fragment-Bibliothek
anhand des berechneten Template Dilution Factors verdünnt. Durch die Verdün-
nung fällt die Konzentration der DNA-Fragmente in den optimalen Bereich für die
Beladung der Partikel und die sich unmittelbar anschließende klonale Amplifika-
tion. Somit bindet im Idealfall jedes Partikel nur ein DNA-Molekül, welches in einer
Emulsions-PCR auf dem Partikel vermehrt wird. Um diese beladenen (template-
positiven) Partikel zu erzeugen, wurden 25µL der entsprechend verdünnten DNA-
Fragment-Bibliothek und die Reagenzien des „Ion PGM Template OT2 200 Kit“ im
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„Ion OneTouch 2“-Instrument eingesetzt. Danach erfolgte die selektive Anreicherung
der beladenen von den nicht beladenen Partikeln im „Ion OneTouch ES“-Instrument.
Abb. 4.9.: Sequenzierungspartikel (Ion Sphere Particles, ISP) sind mit kurzen
DNA-Molekülen (B) bedeckt. Durch Hybridisierung von B mit dem P1-
Adapter bindet ein DNA-Molekül aus der DNA-Fragment-Bibliothek an
das Partikel. Schema verändert aus der Anleitung des „Ion PGM Template
OT2 200 Kit“.
4.3.7.3. Ion-Torrent-Sequenzierung
Zunächst wurde der Sequenzierungslauf am Ion-Torrent-Server (Ubuntu-Linux 10.04
LTS mit der Software „Torrent Suite v3.6“; Life Technologies) geplant; wichtige Pa-
rameter wie Chip-Typ, Größe des Inserts, Zahl der Sequenzierungszyklen, verwen-
dete Kits zur Generierung der Fragment-Bibliothek und Partikel-Beladung, Nukle-
insäuretyp u. a. wurden vorgegeben. Nach der Übertragung dieser Parameter vom
Server an den Ion-Torrent-Sequenzierautomat („Ion PGM System“) wurde das Ge-
rät initialisiert. Diese und alle folgenden Schritte wurden nach Anleitung und mit
Reagenzien des „Ion PGM Sequencing 200 Kit v2“ (Life Technologies) ausgeführt.
Die angereicherten, beladenen Sequenzierungspartikel (~230 µL) wurden mit 5 µL
Kontroll-Partikeln gemischt und zentrifugiert. Das entstandene Pellet (~15µL) wurde
mit 12µL der Sequenzierungsprimer versetzt, gründlich gemischt und im Thermo-
cycler inkubiert (95°C 2min, 37°C 2min). Nach der Zugabe von 3 µL Polymerase und
5-minütiger Inkubation bei Raumtemperatur war der Ansatz bereit zur Beladung in
den Sequenzierungs-Chip „Ion 316“. Der Torrent-Server wandelte die Rohdaten des
„Ion PGM System“ zu Nukleotid-Informationen im BAM-, FASTQ- und SFF-Format
um (base calling). Die so gewonnenen reads (d. h. Sequenzschnipsel) wurden nach-
folgend automatisch bearbeitet. Zuerst wurden reads herausgefiltert, die eine geringe
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Qualität oder Länge hatten (filtering), danach wurden von den verbliebenen reads
die Adaptersequenzen entfernt (trimming). Das Clustering9 und der Zusammenbau
(Assemblierung, assembly) der reads zu Contigs10 erfolgten mit demMIRA-Assembler
[187] Version 3.4 (als Plug-in der „Torrent Suite v3.6“ ausgeführt mit Standardpa-
rametern). Eine weitere Assemblierung der so gewonnenen Contigs erfolgte mit der
Bioinformatik-Software „Geneious 6.1.4“ [189].
4.3.8. Transkriptomsequenzierung
RNA-Isolation Die Transkriptomsequenzierung des Stammes A. aegerita TM-A1
erfolgte im Pyrosequenzierungssystem „GS FLX Titanium“ (Roche; Basel, Schweiz).
Aus Biomasseproben von Flüssigkulturen und Agarplatten in verschiedenen Medien
wurde Gesamt-RNA gewonnen (Kap. 4.3.2) und zu einer Mischprobe vereinigt (Tab.
J.1 im Anhang). Der überwiegende Anteil der RNA (86%) stammte aus Soja-Flüssig-
kulturen vom 7. bis 20. Kulturtag. Etwa 10% der RNA stammten vom Myzel einer
Malz-Mais- und einer Malz-Soja-Agarplatte (Kulturtag 42). Die RNA-Mischprobe
wurde im Agarose-Gel charakterisiert (Abb. J.1a). Verschickt wurden rund 240 µg
Gesamt-RNA (~322 ng/µL) im Trockeneis an die Fa. GATC Biotech (Konstanz),
welche alle nachfolgenden Schritte im Auftrage durchführte.
cDNA-Bibliothek Aus der Gesamt-RNA wurde zunächst die poly(A)-positive RNA
isoliert. Die Erststrang-Synthese der cDNA erfolgte danach mit einem Random-
Hexamer-Primer. Die sich anschliessende Ligation der Adapter „454-A“ und „454-B“
an das 5’- bzw. 3’-Ende der cDNA ermöglichte die PCR-Amplifikation der cDNA in
13 Zyklen mit einer Proof-Reading-Polymerase (N0-cDNA, Abb. J.1b). Durch einen
Zyklus von Denaturierung und Reassoziierung wurde die cDNA normalisiert. Die
reassoziierte, doppelsträngige cDNA wurde von der noch verbliebenen, einzelsträn-
gigen cDNA (der normalisierten cDNA) durch Bindung an Hydroxyapatit-Säulen
abgetrennt. Die normalisierte cDNA wurde in zehn PCR-Zyklen amplifiziert (N1-
cDNA, Abb. J.1b). Von einem präparativen Agarose-Gel wurden die cDNA-Moleküle
im Größenbereich von 500-700 bp eluiert. Ein Aliquot der so erzeugten, normalisier-
ten und größenfraktionierten cDNA-Bank wurde auf einem 1,5%-igem Agarose-Gel
analysiert (Abb. J.1c).
9Zusammenfassung identischer bzw. sehr ähnlicher reads zu einer Sequenz
10Von contiguous sequences, d. h. aneinander angrenzende Sequenzen
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Sequenzierung Für die Beladung der Sequenzierungspartikel wurden 20 µL der
cDNA-Bank (14 ng/µL) verwendet, die Sequenzierung erfolgte auf einer komplet-
ten 454-Picotiterplatte im Pyrosequenzierer „GS FLX Titanium“. Nach Erhalt der
Sequenzdaten im FASTQ- und SFF-Format wurden die reads nach filtering und trim-
ming zusammengefasst (clustering, CAP3) und mit Hilfe der zum „GS FLX Titani-
um“ gehörenden Newbler-Software de-novo assembliert.
4.3.9. Phylogenetische Analysen
Die Proteinsequenzen der biochemisch charakterisierten Wildtyp-Enzyme wurden
für BLAST-Suchen [186] in den öffentlich zugänglichen Sequenz-Datenbanken Gen-
Bank11, JGI12 und BROAD13 verwendet. Es wurden i. A. nur Ergebnisse berücksich-
tigt, die einen Erwartungswert („Expect threshold“14) von ≤ 1 hatten. Die resultie-
renden homologen Sequenzen wurden in einer Datei vereinigt. Identische Sequen-
zen und solche, welche vollständig in einer anderen Sequenz desselben Organismus
enthalten waren, partielle (< 200 Aminosäuren) und fehlerhaft annotierte, deutlich
zu große Sequenzen (>1.000 Aminosäuren) wurden entfernt. Einige dieser Arbeiten
wurden in der Programmiersprache Python 3.42, teilweise mit dem Modul Biopy-
thon 1.65 [192], ausgeführt. Die Multiplen Alignments wurden mit ClustalX 2.0 [194]
bzw. mit ClustalΩ 1.2 [295] (Nutzung von Standard-Parametern) erstellt. Die Align-
ments wurden inspiziert und mit BioEdit [182] manuell angepasst. Die N - und C -
terminalen Teile der Sequenzen wurden entfernt, um Signalpeptide, Propeptide und
nicht zuzuordnende (non alignable) Regionen auszuschliessen; verbleibende Spalten
mit Lücken wurden paarweise aus dem Alignment gelöscht (pairwise deletion). Darauf
aufbauend wurden phylogenetische Bäume mit Hilfe der Programme Phylip 3.69 [193]
und MEGA6.0 [188] in Neighbor-Joining-, Maximum-Likelihood- (JTT-Modell) und
Maximum-Parsimony-Analysen mit je 1.000 Bootstrap-Replikaten (randomized input
order) berechnet. Zur Visualisierung und Annotierung der Consenus-Stammbäume
wurde TreeGraph 2.0 genutzt [195]. Die Alignments finden sich in elektronischer Form
auf beigefügter DVD.
Häm-Thiolat-Peroxidasen Das Multiple Alignment, welches genutzt wurde, um
die Phylogenie der Häm-Thiolat-Peroxidasen und degenerierte Primer abzuleiten,
11http://blast.ncbi.nlm.nih.gov/
12http://genome.jgi.doe.gov/
13http://www.broadinstitute.org/
14www.ncbi.nlm.nih.gov/BLAST/blastcgihelp.shtml#expect
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basierte zum einen auf Sequenzen charakterisierter Enzyme der Unspezifischen Per-
oxygenasen (AaeUPO (upo1-Gen), CraUPO, CveUPO, MroUPO) aus dieser Arbeit
und der Chlorperoxidase (CfuCPO, accession number AJ300448). Zum anderen
wurden in das Alignment hypothetische homologe Proteinsequenzen aufgenom-
men, die von cDNA- und genomischen DNA-Sequenzen aus dieser Arbeit und aus
Sequenz-Datenbanken abgeleitet wurden. Jede Proteinsequenz gereinigter Häm--
Thiolat-Peroxidasen diente dafür als BLAST-Suchanfrage. Die vorgefilterten (s. o.)
hypothetischen Proteinsequenzen, welche kein erkennbares „PCP“-Motiv15 in ihrem
N -terminalen Bereich oder zuzuordnendes „EXD“-Motiv16 in ihrem mittleren Teil
aufwiesen, wurden ausgeschlossen. Ermittelt wurde dies durch eine Suche in einer
lokalen BLAST-Datenbank17 aus diesen hypothetischen Sequenzen.
DyP-type-Peroxidasen In analoger Weise wurde ein Multiples Alignment für DyP-
type-Peroxidasen aus Sequenzen der acht charakterisierten, pilzlichen DyP-Enzyme
und der mit diesen Sequenzen als BLAST-Suchanfragen erhaltenen hypothetischen
Proteinsequenzen erstellt. Dieses Multiple Alignment aus Sequenzen, die homolog zur
DyP aus Bjerkandera adusta sind (Sequenzfamilie 1 [57]), diente dem Entwurf dege-
nerierter Primer. Die vorgefilterten (s. o.) hypothetischen Proteinsequenzen, die kein
erkennbares „GXXD“-Motiv18 (konservierte Aminosäuren auf der distalen Hämseite)
aufwiesen, wurden ausgeschlossen.
ClassII-Peroxidasen Die Proteinsequenzen aller ClassII-Peroxidasen mit bekannter
Tertiärstruktur wurden als BLASTp-Suchanfragen verwendet (Erwartungswert≤ 1,
Einschränkung auf pilzliche Sequenzen). Die erhaltenen Sequenzen wurden wie oben
beschrieben gefiltert. Sequenzen mit weniger als 250 oder mehr als 650 Aminosäuren
wurden entfernt. Zudem wurden Sequenzen, die als partiell, als Cytochrom-c- oder
Ascorbat-Peroxidasen annotiert worden, entfernt.
15RGPCP(G/A)LNTLA: Dieses repräsentiert den Kern der Hämbindungsstelle in den charakterisierten
Enzymen und beinhaltet das essentielle Cystein, welches die Thiol-Gruppe für die Häm-Thiolat-
Bindung zur Verfügung stellt.
16Ein essentieller Bestandteil der Häm-Propanoat-Umgebung, der ein strukturelles Mg-Ion bindet.
17http://www.ncbi.nlm.nih.gov/books/NBK52637/
18(E/D)XXG(F/W/X)XDGXX(N/Q)P: Dieses enthält das distale als Protonenakzeptor dienende Aspar-
tat [57].
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4.3.10. Vorhersage von Gen- und Protein-Eigenschaften
Gen-Eigenschaften Die Vorhersage von proteinkodierenden Transkripten in den
Contigsequenzen aus den Genomsequenzierungen der Stämme A. aegerita TM-A1
und AaN wurde mit Hilfe des Augustus-Webservers [199] durchgeführt mit den folgen-
den Parametern: Coprinopsis cinerea als Trainingsvorlage, Gene auf beiden Strängen,
wenige alternative Spleiß-Varianten. Für alle ermittelten Transkripte wurden BLAST-
Suchen mit einer vollständigen, lokalen BLAST-Datenbank und dem Programm
BLAST+2.2.30 [200] durchgeführt. Mit Hilfe des Programmes Blast2GO2.8 [201]
wurden anhand dieser Ergebnisse die proteinkodierenden Transkripte annotiert. Die
ermittelten, hypothetischen Transkripte des Stammes TM-A1 wurden mit den Da-
ten des assemblierten Transkriptoms abgeglichen. Die Fasta- und Genbank-Dateien
mit den annotierten Proteinmodellen wurden einerseits mithilfe des Programmes
Notepad++ v6.7.8.2 (https://notepad-plus-plus.org/) per Textsuche auf bestimmte
Suchbegriffe untersucht. Andererseits wurden aus den annotierten Proteinmodellen
eine lokale BLAST-Datenbank19 erstellt, um homologe Peroxidase-Sequenzen zu er-
mitteln. Intron-Positionen wurden zweiteilig nach der Aminosäureposition und Phase
innerhalb des kodierenden Codons benannt. Zuerst folgt die Position der Aminosäure
vor oder in dessen Codon ein Intron liegt. Die Intronphase ist 0, wenn das Intron
zwei aufeinanderfolgende Codons trennt. Sie ist 1 (2), wenn ein Intron zwischen dem
ersten (zweiten) und zweiten (dritten) Nukleotid eines Codons beginnt.
Bei der Suche nach Promotor-Motiven wurden MEME [190] und SCOPE 2.1.0 [191]
eingesetzt. Dazu wurden die von Yang et al. (2007) identifizierten Kernpromotor-
Motive INR (Initiator-Element, YYRYY), TATA-Box (TATAWAHR, HWHWWWWR), BREu
(SSRCGCC) und BREd (RTDKKK) verwendet [283]. Als proximale Promotoren-Motive
wurden die CCAAT-Box (CCAAT, ATTGG) und die GC-Box (GGGCGG, CCGCCC) betrach-
tet. Die Analyse des genomischen Kontextes von DyP-Genen innerhalb von sequen-
zierten Bakterien erfolgte mit Hilfe von GCView [207].
Peptidmassen-Fingerprinting Die in Aminosäuren übersetzte cDNA-Sequenz der
aufgeklärten Peroxidase-Gene wurde verwendet, um mit dem Programm PeptideMass
[210] die theoretisch entstehenden Massen in einem tryptischen Verdau zu berechnen.
Diese Massen wurden mit den experimentell bestimmten Massen von tryptischen
Peptiden der gereinigten Enzyme verglichen und ermöglichten somit zu entscheiden,
ob ein bestimmtes De-novo-Peptid zur gefundenen Gensequenz gehört oder nicht.
19http://www.ncbi.nlm.nih.gov/books/NBK52637/
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Eigenschaften der (hypothetischen) Proteine Mittels SignalP 4.1 [208] oder
im Sequenzvergleich von hypothetischen mit charakterisierten Enzymen, deren N -
Terminus bekannt ist, wurden hypothetische Signalpeptide vorhergesagt. Mögliche
N -Glykosilierungsstellen wurden mit Hilfe des Programmes NetNGlyc 1.0 [209] er-
kannt. Weitere Parameter der abgeleiteten Proteinsequenzen wie Molekulargewicht
und isoelektrischer Punkt (pI ) wurden mit Hilfe des Programms ProtParam [210]
bestimmt.
Raumstruktur-Vorhersage Zur Strukturvorhersage von hypothetischen Proteinen
mittels homology modelling wurden die Webserver Phyre [196] und I-TASSER verwen-
det [197]. Die Abbildungen von Kristallstrukturen wurden mit Hilfe von PyMOL1.3
[198] erstellt. Für die charakterisierten Vertreter der Tyrosin-Hydroxylasen und der
Caleosin-Peroxygenasen liegen bislang keine Raumstrukturdaten vor, daher wurden
ab-initio-Raumstrukturvorhersagen mittels I-TASSER durchgeführt, nachträglich
wurde mittels PyMOL das Hämmolekül in das Modell eingefügt und die Aminosäu-
ren der Hämumgebung wurden manuell angepasst.
4.3.11. Photometrische Enzymaktivitätsmessung
Die Enzymaktivität ist definiert als die Stoffmenge, die ein Enzym pro Zeiteinheit
umsetzen kann. Betrachtet wird dazu entweder die Substratabnahme oder die Pro-
duktzunahme. Im Allgemeinen werden Enzymaktivitäten in der Einheit Units (U,
enzyme units) angegeben, 1U entspricht dem Umsatz von 1 µmol Substrat bzw. der
Bildung von 1 µmol Produkt pro Minute.20 Aus der photometrisch bestimmten Ex-
tinktion E, dem Extinktionskoeffizienten ε [mM−1cm−1] für Substrat bzw. Produkt
und der Schichtdicke der Küvette d [cm] lässt sich mit Hilfe des Lambert-Beer’schen
Gesetzes, E = ε ·c ·d, die Konzentration c [mM bzw. µmol · mL−1] des Subtrates bzw.
Produktes berechnen. Zur Ermittlung von Enzymaktivitäten wird die Änderung der
Extinktion pro Zeiteinheit (ΔE/Δt) bestimmt und die entsprechende zeitliche Kon-
zentrationsänderung (des Substrates oder Produktes) berechnet:
Enzymaktivität
∆c
∆t
=
∆E
∆t
ε · d
20Enzyme units (U) können in die offizielle SI-Einheit der Enzymaktivität Katal (1 kat = Umsetzung
von 1mol Substrat pro Sekunde) umgerechnet werden: 1 kat = 6 · 107 U.
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Da die Küvette nicht nur mit der Probelösung befüllt ist, wird das Volumen der Pro-
belösung VProbe und das gesamte Volumen der Messlösung in der Küvette (VKüvette)
in die Rechnung einbezogen. Die in dieser Arbeit in Flüssigkulturen bestimmten en-
zymatischen Aktivitäten werden als Volumenaktivität angegeben. Es ergibt sich fol-
gende Gleichung für die Enzymaktivität in Units pro Liter:
V olumenaktivität [U/L] =
∆E
min
∗ VKüvette
ε ∗ d ∗ VProbe
· 1000
Die Messung der Extinktion erfolgte mit dem UV/VIS-Spektrophotometer „Cary 50
Bio“ (Varian, Palo Alto, USA) in Quarzküvetten (Schichtdicke 1 cm, Volumen 1mL)
bei Raumtemperatur. Es wurde die Absorptionszunahme des Produktes in der Zeit
verfolgt.
Unspezifische Peroxygenase (UPO, EC 1.11.2.1) Die Oxidation von Veratryl-
alkohol (3,4-Dimethoxybenzylalkohol) zu Veratrylaldehyd (3,4-Dimethoxybenzylal-
dehyd) nach Zugabe von Wasserstoffperoxid wurde bei einer Wellenlänge von 310 nm
(Absorptionsmaximum von Veratrylaldehyd, ε310 = 9,3mM−1cm−1 [122]) bei pH 7
verfolgt. Im 1mL-Reaktionsansatz befanden sich 50mM Kalium-Phosphat-Puffer
(pH7), 5mM Veratrylalkohol, 10-100 µL Probe und Aqua dest. ad 990 µL. Die Re-
aktion wurde durch Zugabe von 10µL Wasserstoffperoxid (100mM) gestartet; die
Absorptionsänderung wurde für eine Minute verfolgt.
Laccase- (EC 1.10.3.2) und Peroxidase-Aktivität Die Oxidation von 2,2’-Azino-
di-(3-ethylbenzthiazolin-6-sulfonsäure) (ABTS) zum semistabilen, dunkelgrün ge-
färbten Kation-Radikal (ABTS·+) bei pH 4,5 wurde genutzt [184], um die Laccase-
und allgemeine Peroxidase-Aktivität in Kulturüberständen zu bestimmen. Im 1mL-
Reaktionsansatz befanden sich 25mM Natrium-Citrat-Puffer (pH 4,5), 10-100 µL
Probe und Aqua dest. ad 950µL. Die Reaktion wurde durch die Zugabe von 50µL
ABTS (aus einer 0,3mM Stammlösung) gestartet; für eine Minute wurde die Ab-
sorptionsänderung bei 420 nm (ε420 = 36mM−1cm−1) verfolgt.
Falls von der gleichen Probe die allgemeine Peroxidase-Aktivität (ABTS kann von
den meisten bekannten Peroxidasen oxidiert werden) bestimmt werden sollte, wurde
eine Minute nach der ABTS-Zugabe Wasserstoffperoxid (10µL einer 100mM Stamm-
lösung) direkt in die Küvette gegeben und der Absorptionsanstieg unmittelbar im
Photometer weiterverfolgt. Der Anstieg (ΔE/min) vor der Wasserstoffperoxidzuga-
be wurde zur Berechnung der Laccase-Aktivität, die Differenz der Anstiege vor und
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nach der Wasserstoffperoxidzugabe wurde zur Berechnung der Peroxidase-Aktivität
verwendet.
Mangan-Peroxidase (MnP, EC 1.11.1.13) Die manganabhängige Peroxidase-
Aktivität wurde anhand der Bildung von Mn3+-Malonat-Komplexen aus Mn2+-Ionen
im Na-Malonat-Puffer bei pH 4,5 bestimmt (modifiziertes Protokoll von Wariishi et
al. [185]). Im 1mL-Reaktionsansatz befanden sich 50mM Na-Malonat-Puffer (pH
4,5), 0,5mM MnCl2, 50µL Probe und Aqua dest. ad 990 µL. Die Reaktion wurde
durch die Zugabe von 0,1mM Wasserstoffperoxid (10 µL einer 10mM Stammlösung)
gestartet; die Absorptionsänderung wurde bei 270 nm (ε270 = 11,59mM−1cm−1)
verfolgt.
Peptidasen Um die gesamte proteolytische Aktivität einer Probe zu bestimmen,
wurde der Abbau von Azocasein (caseinolytische Aktivität) spektrophotometrisch
verfolgt. Bei diesem Substrat handelt es sich um modifiziertes Casein, in welchem
durch Azokupplung mit diazotiertem Sulfanilamid insbesondere die Reste der Ami-
nosäuren Histidin, Tyrosin und Lysin chromophor markiert wurden. Durchgeführt
wurde die Messung nach einer modifizierten Methode nach Gifford et al. (2002) [202]
und Reichard et al. (1990) [203]. „Je 1mL Substratpuffer (Azocasein 5mg/mL in
50mM Tris21-HCl-Puffer pH 7,5 mit 0,2M NaCl und 5mM CaCl2) wurden mit 200µL
Kulturüberstand bzw. Probe gemischt und eine Stunde bei 37°C inkubiert. Danach
wurde die Reaktion durch Zugabe von 300µL 25%-iger Trichloressigsäure gestoppt
und für 30 Minuten bei Raumtemperatur inkubiert und danach zentrifugiert (4min
bei 9000×g). Je Probe wurden in Doppelbestimmung 500µL des klaren Überstan-
des mit 500µL 1M NaOH gemischt und am Spektrophotometer die Absorption bei
436 nm gemessen. Als Leerwertkontrolle diente jeweils ein Ansatz mit Aqua dest. an-
stelle der Probe, um den Pufferhintergrund zu erfassen, sowie ein Ansatz mit Aqua
dest. anstelle des Substratpuffers, um Eigenabsorptionen der Probe auszuschließen.
Beide Kontrollen wurden weiterhin wie gewöhnliche Proben behandelt. Jeder Mess-
wert wurde als Doppelbestimmung erfasst. Eine Unit proteolytischer Aktivität wird
hierbei als die Aktivität definiert, die nötig ist, um lösliche Peptide mit ΔE436=0,1
im Überstand freizusetzen.“ (leicht geändert aus [204])
21Tris(hydroxymethyl)-aminomethan
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4.3.12. Proteinkonzentrationsbestimmung
Die quantitative Proteinbestimmung nach Bradford [205] erfolgte mithilfe von „Roti-
Nanoquant“ nach der Vorschrift des Herstellers (Roth, Deutschland). Definierte
Konzentrationen von Rinderserumalbumin (Roth, Deutschland) wurden als wässrige
Standardlösungen für eine Eichgerade hergestellt (0, 5, 10, 20, 30, 40, 50, 60, 80 und
100 µg/mL). Alle Standardlösungen und Proben wurden in Triplikaten nach Zugabe
der 1:5 verdünnten Roti-Nanoquant-Reagenz zehn Minuten bei Raumtemperatur
inkubiert. Anschließend wurde die Absorption bei 450 nm (freier Farbstoff) und bei
595 nm (Protein-Farbstoff-Komplex) am Plattenphotometer (Infinite M200 mit Soft-
ware Magellan V 6.2; Tecan Deutschland, Crailsheim) in 96-Well-Mikrotiterplatten
(Typ F; Greiner Bio-One, Frickenhausen) gemessen. Aus dem Quotient der gemes-
senen Absorptionen von 595 nm und 450 nm wurde mittels der Eichgeraden die
Proteinmenge in den Proben bestimmt.
4.3.13. SDS-PAGE
Eine besondere Form der Gelelektrophorese ist die SDS-PAGE (sodium dodecyl sul-
fate polyacrylamide gel electrophoresis) nach Lämmli [206]. Jeweils ein bis fünf μg
Proteinprobe wurden nach Herstellerangaben („Novex NuPAGE SDS-PAGE“, In-
vitrogen) präpariert und in die Taschen des Gels geladen. Zusätzlich zu den Pro-
ben wurde ein Proteingrößenstandard aufgetragen („Unstained Protein Molecular
Weight Marker“, Fermentas). Die Trennung der Proteinproben erfolgte in vorgefer-
tigten 10%-igen „NuPAGE Bis-Tris“-Polyacrylamidminigelen in einer „XCellSure-
Lock Mini-Cell“-Elektrophoresekammer (beides Invitrogen). Die elektrophoretische
Trennung erfolgte über 50 bis 70 Minuten bei 150V und 50mA an einem „Novex Po-
werEase500“-Spannungsversorgungsgerät. Die Färbung der Proteine im Gel erfolgte
mit Coomassie-Blue („Colloidal Blue Staining Kit“, Invitrogen).
4.3.14. Hämperoxidasen in der Streuschicht von Laubwäldern
Harald Kellner, Patricia Luis, der Autor und weitere Kollegen untersuchten Laubstreu-
proben auf die Anwesenheit von transkribierten Genen für sekretorische, pilzliche
Hämperoxidasen [256]. In Wäldern und Forsten in den USA, in Belgien, Frank-
reich und Deutschland wurden Proben aus neun Untersuchungsgebieten bearbeitet.
Vier dieser Waldgebiete lagen im Exploratorium „Hainich-Dün“ (Thüringen) des
durch die Deutsche Forschungsgemeinschaft im Rahmen des Schwerpunktprogramms
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SPP1374 geförderten Verbundprojektes „Exploratorien zur funktionellen Biodiversi-
tätsforschung“ [211], das die Beziehung von Biodiversität und menschlicher Nutzung
untersucht. Die Streuschicht dieser vier durch den Menschen unterschiedlich stark
genutzten Waldplots (Nationalpark, Altersklassenwald, Plenterwald, Alterklassen-
Fichtenforst mit Laubbaumanteil) wurde im März 2011 durch den Autor beprobt
und bearbeitet (Trockenmasse, Enzymaktivitäten, RNA-Isolation). Es folgen kurze
Beschreibungen der Arbeiten. Alle Details finden sich in der Publikation im Anhang L
auf Seite 359 [256].
Probennahme Die Streuschicht (aufliegende Streu, Of-Horizont) wurde mit drei
biologischen Replikaten (je ~50 g Feuchtmasse) beprobt und tiefgekühlt (auf Trocken-
eis) ins Labor transportiert. In einer Haushaltsmühle wurden die tiefgefrorenen Pro-
ben gemeinsam mit Trockeneis grob zerkleinert. Zur Bestimmung der Trockenmasse
wurden danach für jede Probe dreimal 10 g der Frischmasse abgewogen und bei 105°C
bis zur Gewichtskonstanz getrocknet (≥24 h).
Enzymaktivitäten Zehn Gramm der Frischmasse jeder Laubprobe wurden mit
1 L vorgekühltem, destilliertem Wasser versetzt und in 2L-Schraubgefäßen für 2 h
bei 8°C auf einem Schüttler mit 150Umdrehungen/min inkubiert. Der wässrige
Extrakt wurde zunächst durch ein Nudelsieb, dann durch einen Dauerkaffeefilter
abgeseiht und schliesslich in einer Büchnerflasche durch einen Glasfaserfilter (0,7 µm,
„Whatman GF/F“, GE Healthcare, Buckinghamshire, UK) filtriert. Während der Fil-
tration wurden die Büchnerflaschen gekühlt. Von diesem gefilterten Extrakt wurde
der pH-Wert bestimmt. Nach 10-facher Konzentrierung der Extrakte mittels der
Zentrifugal-Ultrafiltrationseinheit „Vivaspin 6“ (10 kDa Ausschlussgröße, 10min,
4.000×g; Sartorius, Göttingen) wurden photometrisch die Laccase-Aktivität, die all-
gemeine Peroxidase-Aktivität und die Mangan-Peroxidase-Aktivität bestimmt (Kap.
4.3.11). Jedes biologische Replikat wurde einmal wässrig extrahiert; die Enzym-
aktivitäten wurden für jeden Extrakt dreimal bestimmt. Die Durchschnitte der
Enzymaktivitäten der drei biologischen Replikate wurden berechnet und als mU/g
Trockenmasse angegeben.
RNA-Isolation und cDNA-Synthese Insgesamt 1 g jeder Laubprobe wurde zur Iso-
lation von Gesamt-RNA nach einem Protokoll von Luis und Kollegen (2005) [212] ver-
wendet. Vier Aliquots mit je 0,25 g Probe wurden in Schraubdeckel-Reaktionsgefäßen
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(2mL) mit je 250 μL DEPC-behandeltem,22 deionisiertem Wasser (Sigma) versetzt
und für 1 h bei -80°C inkubiert. Die Gefäße mit den gefrorenen Proben wurden danach
mit 0,5 g Glasperlen (Ø 106 µm, Sigma), 167µL 3%-ige Kieselgur-Lösung (Sigma),
33 µL 20% Natrium-Dodecylsulfat und 583µL Tris-gepufferter Phenollösung23 befüllt
und fest verschlossen. In der Labor-Schwingmühle „Mikro-Dismembrator S“ (Sarto-
rius) wurden die Proben für 3min mit 2.000 Schwingungen/min aufgeschlossen. Die
erhaltenen groben Suspensionen wurden zentrifugiert (15min bei 14.000×g, 4°C).
Die Nukleinsäuren wurden aus dem Überstand über Nacht mit Ethanol und Na-
Acetat (0,3M) präzipitiert (-20°C) und in Wasser rückgelöst. Der Kit „Nucleobond
RNA/DNA 400“ (Machery-Nagel, Düren) diente nachfolgend der Isolation von RNA.
Ein zusätzlicher DNase-Schritt (Qiagen) der gewonnenen RNA wurde durchgeführt,
bevor diese ein weiteres Mal mit Hilfe des Kits „RNeasy Plant Mini“ (Qiagen) ge-
reinigt wurde. Der „SMART PCR cDNA Synthesis Kit“ (Clontech, Mountain View,
USA) und ~500 ng Gesamt-RNA wurden genutzt, um cDNA-Moleküle mit Anker-
sequenzen am 5’- und 3’-Ende zu synthetisieren24. Mit Hilfe der Ankersequenzen
und Reagenzien des Kits wurde die gesamte cDNA-Population anschließend in 17-19
Zyklen einer long-distance PCR amplifiziert.
PCR Mit dieser aus den Laubproben erzeugten cDNA amplifizierte Harald Kellner
in PCRs mit degenerierten Primern (Tab. B.18 auf Seite 239) Fragmente von ClassII-
Peroxidasen- (v. a. MnP), DyP- und „kurzen“ UPO-Transkripten. PCR-Produkte
erwarteter Größe (MnP ~400 bp, UPO ~210 bp, DyP ~400 bp) wurden aus dem Gel
gereinigt und kloniert. Zehn positive Klone je PCR-Produkt wurden sequenziert.
4.3.15. UPO-Induktionsversuche
Die Medien, die eine starke UPO-Aktivität im Kulturüberstand im Stamm A. aege-
rita TM-A1 auslösen (Positivmedien), sind Sojamedium (2% w/v Sojamehl in de-
stilliertem Wasser) und Sojamilchmedium (33% v/v Sojamilch in dest. Wasser). Ne-
gativmedien sind solche Medien, bei denen die maximal gemessene UPO-Aktivität
150U/L in der Kultur von A. aegerita TM-A1 nicht übersteigt. Alle Versuche wurden
22Diethylpyrocarbonat = Diethyldicarbonat
23250 g Phenol gelöst in 75mL 0,5 molarer Tris-HCl-Lösung (pH 8), 0,1% (w/v) 8-Hydroxychinolin,
0,2% (v/v) 2-Mercaptoethanol
24Die Anfügung der 5’-Ankersequenz beruht auf den Primersequenzen und dem Protokoll von Matz
et al. (1999) [176], vgl. Kap. 4.3.2.
85
in Triplikaten durchgeführt. Die zu vergleichenden Kolben wurden stets vom selben
Inokulum ausgehend beimpft.
4.3.15.1. Veränderungen der Positivmedien
Extraktionen Sojamehl wurde im ASE-System25 „ASE200“ (Dionex; Sunnyvale,
USA) mit Aceton, Cyclohexan bzw. Ethylacetat extrahiert. Die Extraktionszelle
(5mL) wurde mit Sojamehl befüllt. Durch die auf 100°C vorgeheizte Zelle wurde
in 3×5min insgesamt etwa 20mL Extraktionsmittel mit 100 bar (10MPa) hindurch-
gepresst. Die Extraktionszelle wurde anschliessend für 5min mit N2 gespült. Die ver-
bleibenden Feststoffe in der Extraktionszelle wurden bei 100°C über Nacht getrock-
net, um eventuell verbleibendes Extraktionsmittel zu entfernen. Das so behandelte
Sojamehl wurde wie gehabt zur Kultivierung eingesetzt.
In einem anderen Versuch wurde Sojamedium dreimal in Folge autoklaviert. Der
entstandene Heißwasserextrakt aus dem Sojamehl wurde dekantiert und mittels Kaf-
feefilter gefiltert. Für die Kultivierung wurden je 200mL dieses Extraktes angeimpft.
Der Feststoffanteil bzw. der Filterkuchen wurde bei 100°C getrocknet, dann gemahlen
und in 2%-iger Lösung in dest. Wasser für die Kultivierung verwendet.
Abbau von Oligosacchariden Das Enzymgemisch „Oligase600“ (Pro Natura; Bad
Vilbel) bestehend aus α-Galactosidase, Saccharase, Cellulase und Hemicellulase
wurde v. a. eingesetzt, um die im Sojamilchmedium vorhandenen Raffinosezucker zu
spalten. Je drei Kolben Sojamilchmedium wurden entweder keine, 0,85U/mL oder
8,5U/mL Oligase600 zugesetzt (bezogen auf die α-Galactosidase-Aktivität). Alle
Medien wurden nach der Zugabe 24 h bei 24°C inkubiert und anschließend autokla-
viert. Nach dem Autoklavieren gab man in jeweils einen der drei Kolben zusätzlich
steril Galaktose hinzu. Die Endkonzentration an Galaktose im Kulturmedium lag in
diesen Kolben bei 0,5%26. Für den Versuch mit hitzebehandelter Oligase600 wurde
das Enzymgemisch vor Zugabe für 15min auf 95°C erhitzt; die verwendete Menge
entsprach einer Endkonzentration im Medium von 8,5U/mL.
Abbau von Proteinen Je drei sterile Kolben Sojamilchmedium wurden mit ver-
schiedenen Konzentrationen von Trypsin („Trypsin IX-S“; Sigma-Aldrich) versetzt
(kein, 20mg/200mL und 60mg/200mL). Die Zugabe erfolgte unter Verwendung von
25Accelerated Solvent Extraction, beschleunigte Lösemittelextraktion
26Alle folgenden Mengenangaben sind Massenkonzentrationen (% (w/v))
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Sterilfiltern. Nach 24 h Inkubation bei 24°C wurden die Kolben autoklaviert. Ana-
log wurde in einem zweiten Versuch mit Trypsin (200mg/200mL) vorbehandeltes
Sojamilchmedium solchem Sojamilchmedium gegenübergestellt, welches mit hitzein-
aktiviertem Trypsin (15min, 95°C) versetzt (200mg/200mL) und autoklaviert wurde.
Die Enzymmischung „Pronase E“ (P5147; Sigma-Aldrich) enthält laut Hersteller-
angaben zehn verschiedene Peptidasen (u. a. ProteaseA, ProteaseB, Trypsin) aus
Streptomyces griseus. Pronase ist in der Lage, bei genügender Einwirkzeit, Prote-
ine bis zu ihren einzelnen Aminosäuren abzubauen. Autoklavierten Sojamilchmedien
wurden steril verschiedene Mengen an Pronase (0; 0,1; 0,5 und 1%) zugegeben.
Nach 24 h Inkubation bei 37°C in einer Wärmebox mit einem integrierten Schüttler
(130Umdrehungen/min) wurden die Ansätze erneut autoklaviert, um das Pronase-
Enzymgemisch vor der Inokulation zu inaktivieren. Analog verlief ein zweiter Ver-
such, bei dem Sojamilchmedium mit hitzeinaktivierter Pronase (0,5%) versetzt als
Positivmedium mit vorbehandeltem Sojamilchmedium (Pronase 0,5%, 20 h Inkuba-
tion) verglichen wurde.
Zusatz von Stickstoff Die Auswirkung des Zusatzes von Glutamin (1%) auf die
Enzymproduktion wurde im Sojamilchmedium studiert.
4.3.15.2. Negativmedien mit Zusätzen
Als synthetisches Negativmedium wurde Czapek-Dox-Medium (CD-Medium27) mit
Zusatz von 1% Glucose als Kohlenstoffquelle verwendet. Diesem Medium wurden
organische Stickstoffquellen und gegebenenfalls weitere Substanzen hinzugefügt.
Sojabestandteile Zur Testung auf einen Einfluss von Zuckern der Raffinosezucker-
Familie wurden Kolben mit Raffinose- (0,05%) und Caseinpeptonzusatz (4%) ver-
glichen mit solchen, welche nur Caseinpepton enthielten. Dem Sojamilchmedium
wurden CD-Medien gegenübergestellt, welchen 0,25% Soja-Lecithin mit 2% Fleisch-
extrakt, 2,7% Sojaproteinisolat, 2,4% β-Conglycinin bzw. 2,4% Glycinin zugesetzt
wurde. Die UPO-Aktivität wurde ebenso verglichen in CD-Medien mit dem Zusatz
von Tofu (0%, 0,5%, 1%, 2%, 4%, 6%). Der Tofu wurde durch eine Präzipitation
der Sojaproteine (pI 4,6) im Sauren aus Sojamilch hergestellt, gefriergetrocknet und
zermahlen (Details in [265]). Das nach der Ausfällung des Großteils der Sojaproteine
27Zusammensetzung: NaNO3 3,0 g, K2HPO4 1,0 g, MgSO4x7H2O 0,5 g, KCl 0,5 g, FeSO4x7H2O
0,01 g, Hefeextrakt 0,05 g, Aqua dest. auf 1,0 L; pH 7-8
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übrig bleibende „Sojawasser“ wurde nach der Neutralisierung des pH-Wertes mit
einer Stickstoffquelle angereichert (1% Casein, Hefeextrakt, Gelatine bzw. Ammo-
niumnitrat; 2% Natriumglutamat, Tofu bzw. mit 20mg/200mL Trypsin behandelter
Tofu) und ebenfalls zur Kultivierung eingesetzt.
Nicht-Sojaproteine Proteinreiche, sojafreie Medien wurden durch den Zusatz
von 1-4% Casein, Caseinpepton, Fleischextrakt, Fleischpepton, Nährbouillon bzw.
„Pro80“-Eiweißkonzentrat28 (INKO Handelskontor, Roth) zum CD-Medium erzeugt.
Pappelbestandteile Von einer Hybrid-Schwarzpappel am Ufer der Neiße in Zittau
wurden im Frühjahr 2013 frische grüne Blätter, frisches Holz (beides direkt vom Baum
abgebrochen), Pappelwolle (Pappelsamen mit Samenhaaren), Totholz und gefallenes
Laub gesammelt, mit Trockeneis in einer Haushaltsmühle zerkleinert und gefrierge-
trocknet. Dem Negativmedium wurden 2% Fleischextrakt (als N-Quelle) und 2%
eines Pappelbestandteils zugesetzt. Nach dem Autoklavieren wurden die Kolben mit
A. aegerita TM-A1 bzw. A. aegerita AaN beimpft.
In einem anderen Versuch wurden 3 g vorgekeimte Samen (Feuchtgewicht) zu je
200mL Negativmedium (mit bzw. ohne 2% Fleischextrakt) zugesetzt und eben-
falls nach dem Autoklavieren mit beiden A.-aegerita-Stämmen inokuliert. Die
Pappelsamen wurden freundlicherweise von Roland Schubert (Hochschule Zit-
tau/Görltiz) zur Verfügung gestellt und stammen vom Zentrum für forstliches
Vermehrungsgut (Staatsbetrieb Sachsenforst; Pirna OT Graupa). Je 2 g dieser
frischen Samen der Zitterpappel-Hybriden Graupa1(69)xGraupa18(85) und Grau-
pa1(69)xSpechthausen8(53) des Jahres 2013 wurden nach 5-minütiger oberflächlicher
Behandlung mit 5% NaOCl und Spülung in dest. Wasser in Petrischalen mit ange-
feuchtetem Zellstoffpapier zum Keimen gebracht. Die Keimungsdauer betrug 6 Tage.
Die Keimlinge beider Samensorten wurden vom Papier gepult und in einer Schale
vereinigt (27,8 g Gewicht beinhaltete feuchte Keimlinge und eventuelle Papierreste).
4.3.15.3. Medienwechsel während der Kultivierung
Unter sterilen Bedingungen wurde die Biomasse aus den Kulturkolben durch ein ab-
geflammtes, metallenes Teesieb von der Kulturflüssigkeit getrennt. Die Pellets wurden
direkt in einen frischen Kolben mit sterilem Medium überführt und weiter kultiviert.
Verwendet wurde Malzmedium (2% Malzextrakt in Aqua dest.) und Sojamedium.
28Proteinanteil 80%, enthält Casein, Molkeneiweiß und Eiklarpulver.
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Abb. 4.10.: Gekeimte Pappelsamen
4.3.16. Partielle Charakterisierung sekretierter Peptidasen im
Sojamedium
Die anfallenden Fraktionen während der chromatographischen Reinigung der in Soja-
medium gebildeten UPO aus A. aegerita TM-A1 (durch R. Ullrich und S. Leonhardt
[181, 232]) wurden auf die Peptidase-Aktivität (Kap. 4.3.11), den Proteingehalt (Kap.
4.3.12) und die Größenverteilung mittels SDS-PAGE (Kap. 4.3.13) untersucht. Aus-
gewählte Proben wurden zymographisch untersucht.
Die Reinigung der UPO verlief in mehreren Schritten (Abb. 4.11, Details in
[232]). Nach Konzentrierung der gesammelten Kulturüberstände durch Tangential-
Ultrafiltration (10 kDa) wurde das Retentat zunächst durch Bindung und nachfol-
gende Elution von einem starken Kationen-Austauscher (SP-Sepharose) bei pH 4,5
gereinigt. Die vereinigten UPO-freien Fraktionen (<2100mL Elutionsvolumen, „SP-
Fraktion“) dieser chromatographischen Reinigung wurden analysiert. Die UPO-
haltigen Fraktionen wurden in einem zweiten Schritt durch Bindung und Elution an
einem starken Anionen-Austauscher (MonoQ) bei pH 6,5 weiter gereinigt. Hiervon
wurden der Durchlauf („MonoQ-DL“), die gesammelten Fraktionen vor („MonoQ-
Fraktion 1“) bzw. nach („MonoQ-Fraktion 2“) dem Peak der UPO-Aktivität und die
Mischung der UPO-haltigen Fraktionen auf Peptidase-Aktivität untersucht.
Zymographie Je Probe wurden zwischen ein bis drei μg Protein eingesetzt und
nach Herstellerangaben im SDS-Puffer unter nicht-reduzierenden Bedingungen oh-
ne Erhitzung präpariert und in die Taschen des Gels („Novex Zymogram casein gel,
12% Tris-Glycine“, Invitrogen) geladen. Eine Geltasche wurde mit einem vorgefärb-
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Abb. 4.11.: Elutionsprofil der UPO aus A. aegerita TM-A1
Die Abbildungen stammen von S. Leonhardt, Masterarbeit 2014 [232]
A) Elutionsprofil des ersten Reinigungsschritts mittels SP-Sepharose.
B) Elutionsprofil des zweiten Reinigungsschritts mittels MonoQ.
ten Proteingrößenstandard („Novex MultiMark Multi-Colored Standard“, Invitrogen)
befüllt. Die elektrophoretische Trennung der Proteinproben erfolgte im Tris-Glycin-
Laufpuffer (Kap. 4.3.13). Nach der Elektrophorese wurde die Spur des Proteinmarkers
aus dem Gel herausgeschnitten. Der Rest des Gels wurde renaturiert („Zymogram Re-
naturing Buffer“), für 5-20 h bei 37°C im „Zymogram Developing Buffer“ inkubiert
und anschließend mit Coomassie-Blue („Colloidal Blue Staining Kit“, Invitrogen)
gefärbt.
Inhibitorstudien Um die Klassen der ins Sojamilchmedium sekretierten Peptida-
sen zu bestimmen, wurden 1:30 verdünnte Kulturüberstände von drei Kulturtagen
(d8, d11, d25) mit verschiedenen Peptidase-Inhibitoren (Endkonzentration 1mM Pe-
fabloc SC, 1mM EDTA, 14,5µM PepstatinA, 100 µM E64, 10% v/v Inhibitormix
„Protease Inhibitor Cocktail“) oder Wasser für 30min bei Raumtemperatur inkubiert
und danach deren Peptidase-Aktivität bestimmt. Der „Protease Inhibitor Cocktail“
enthält laut Hersteller die in Dimethylsulfoxid (DMSO) gelösten Inhibitoren Apro-
tinin, Bestatin, E-64, Leupeptin und Pepstatin A in nicht angegebener Menge. Die
in Pulverform vorliegenden Inhibitoren wurden bis auf PepstatinA (gelöst in 10%
Essigsäure/ 90% Methanol) in Wasser gelöst und im Verhältnis ein Teil Inhibitor zu
neun Teilen Kulturüberstand eingesetzt.
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5. Ergebnisse
5.1. Häm-Thiolat-Peroxidasen
5.1.1. Sequenzen
Ausgangslage Für eine eindeutige phylogenetische Klassifikation von Peroxi-
dasen (Kap. 2.1.3) sind Nukleotid- bzw. die davon abgeleiteten kompletten Protein-
sequenzen notwendig. Zu Beginn der Arbeit waren das Molekulargewicht, die kataly-
sierten Reaktionen, zwei N -terminale Sequenzen, einige tryptische De-novo-Peptide
und das auf ein Häm-Thiolat-Enzym hinweisende UV-Vis-Spektrum der gereinigten
Unspezifischen Peroxygenasen (UPOs) aus den Basidiomyceten A. aegerita TM-A1,
C. radians und C. verticillata bekannt. Einzig der N -Terminus und ein De-novo-
Peptid des gereinigten Proteins aus A. aegerita TM-A1 konnte einem bekannten
Enzym, der Chlorperoxidase (CPO) des Ascomyceten C. fumago, zugeordnet wer-
den. Das De-novo-Peptid zeigte deutliche Ähnlichkeiten (71% Identität) zur CPO-
Proteinsequenz im Bereich des aktiven Zentrums (inklusive des für die Häm-Thiolat-
Bindung essentiellen Cys29). Mit der CPO teilen sich die Peroxygenasen neben spek-
tralen auch katalytische Ähnlichkeiten. [122, 123]
Multiples Alignment und Primerdesign Unter der Annahme, dass diese Ähnlich-
keit sich auch in der gesamten Aminosäuresequenz der Peroxygenasen widerspie-
geln könnte, wurde eine umfassende BLAST-Suche mit der Proteinsequenz der CPO
durchgeführt. Es ergaben sich zu diesem Zeitpunkt etwa 150 homologe, hypotheti-
sche Sequenzen vorwiegend aus Ascomyceten und einigen wenigen Basidiomyceten.
Diese wurden in einem manuell bearbeiteten Multiplen Alignment näher betrachtet.
Es stellte sich heraus, dass anhand der Ähnlichkeiten sich mehrere Sequenzfamilien
gruppieren ließen. Eine Familie mit hypothetischen, längeren Sequenzen aus Basidio-
myceten fiel auf, da die meisten der bekannten De-novo-Peptide (Tab. A.1, A.2 im
Anhang auf Seite 225), die sich bisher nicht zuordnen ließen, sich hier in ähnlicher
bis fast identischer Sequenz wiederfanden. Die Bereiche der Übereinstimmung fan-
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den sich nur in dieser Sequenzfamilie, alle anderen Sequenzfamilien, welche auch die
Sequenz der CPO enthielten, zeigten bis auf den Bereich des aktiven Zentrums mit
dem essentiellen Cys29 deutlich abweichende Sequenzen. Anhand dieser Beobachtung
wurden die bekannten De-novo-Peptidsequenzen der Peroxygenasen in eine anzuneh-
mende Abfolge gebracht; von diesen geordneten Peptidsequenzen wurden degenerier-
te Primer für A. aegerita TM-A1 und C. radians abgeleitet (Tab. B.3, Tab. B.7 im
Anhang B).
Amplifikation Eine im Kulturmedium gemessene hohe Enzymaktivität lässt auf
eine hohe Zahl an Transkripten für die entsprechenden Enzyme in der mRNA bzw.
cDNA schließen. Daher war es vorteilhaft, bei der Suche nach unbekannten, aber
aktiven Genen cDNA zu verwenden. Um Biomasse zu gewinnen, die aktive Gene
(d. h. Transkripte) für die gesuchten Peroxidasen enthielt, wurden daher Kulturbe-
dingungen gewählt, die zu einer hohen Enzymproduktion führten (sojahaltige Medien,
Kap. 5.1.4).
Mit den von Peptidsequenzen abgeleiteten degenerierten Primern konnten so auf
der Ebene der cDNA die ersten beiden UPO-Gene (bzw. HTP-Gene1) aus A. ae-
gerita TM-A1 und C. radians aufgeklärt werden. Nach erfolgreicher Amplifikation
beider Gene wurden an konservierten Abschnitten des erwähnten Multiplen Align-
ments „allgemeine“ degenerierte Primer entworfen, welche auf die eingangs erwähnte
Sequenzfamilie von „langen“ UPOs zielen (Abb. 5.1). Die so entwickelten 36 degene-
rierten Primer2 ermöglichten ohne Kenntnis von Peptidsequenzen die Amplifikation
von Fragmenten von aktiven UPO-Genen von C. verticillata, A. parasitica und M.
rotula (sowie von C. radians als Positivkontrolle). Am erfolgreichsten wurden die Pri-
merkombinationen 85-ForA und 372-RevA (erwartetes Amplifikat ~850 bp), gefolgt
von einer nested PCR mit 96-ForB & 344-Rev (erwartetes Amplifikat ~750 bp) oder
172-ForB & 228-Rev (erwartetes Amplifikat ~200 bp) eingesetzt. Im Kap. 4.3.6 finden
sich die Details zur Sequenzierungstrategie jedes UPO-Gens.
5.1.1.1. A. aegerita TM-A1
Durch konventionelle molekularbiologische Methoden wurden die Sequenzen dreier
UPO-Gene aufgeklärt. Durch eine Transkriptomsequenzierung wurden 13 weitere
1Im Folgenden werden die Begriffe UPO und HTP in Bezug auf Nukleotid- und Proteinsequenzen
synonym verwendet.
2Sequenzen sind in Tab. B.1 im Anhang auf Seite 231 zu finden
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Abb. 5.1.: Degenerierte UPO-Primer
Schematische Karte der mRNA des upo1-Gens von Agrocybe aegerita
TM-A1 mit Namen, Positionen und Orientierungen der in dieser Arbeit
entwickelten degenerierten Primer. Gelb markiert sind die in der
Hämumgebung liegenden, am höchsten konservierten Bereiche von UPO-
Sequenzen (PCP- und EGD-Motiv).
Peroxygenase-Sequenzen identifiziert. Davon wurden neun Sequenzen nur unvoll-
ständig sequenziert. Schließlich konnten durch die Genomsequenzierung des Stam-
mes A. aegerita TM-A1 diese Sequenzen bestätigt und in Summe 25 Peroxygenase-
Sequenzen bestimmt werden. Eine Übersicht der Eigenschaften der Nukleotid- und
davon abgeleiteten Proteinsequenzen gibt Tab. 5.1 auf Seite 99.
Lange UPO-Gene Von den ermittelten UPO-Sequenzen beinhalten 22 große of-
fene Leserahmen3 (1.372-1.390 nt) und kodieren für (hypothetische) Proteine mit
371-375 Aminosäuren Länge („lange“ UPOs). Für die langen UPO-Gene upo1,
3, 4, 8, 11 und 12 wurden sich sehr ähnelnde Sequenzen (>88% Nukleinsäureidenti-
tät) auf verschiedenen Contigs der Genomsequenzierung gefunden, die im Folgenden
als Sequenzvarianten4 eines Gens bezeichnet werden. Es ist erwähnenswert, dass auf
Contig5 25 insgesamt vier lange UPO-Gene im Abstand von 3-5 kb zu finden sind
3open reading frame, ORF
4Da alle Arbeiten mit einem dikaryontischen Myzel durchgeführt wurden, lassen sich diese Sequen-
zen nicht eindeutig Genen bzw. Allelen zuordnen.
5Als Contigs werden im Folgenden nur die gebündelten und assemblierten contigs der Genom-
sequenzierung bezeichnet.
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(upo3-Variante 2, upo1-Variante 2, upo12-Variante 1, upo11-Variante 1). Auf Contig
763 befinden sich upo3-Variante 1 und upo1-Variante 1. Es ergeben sich somit 13 lan-
ge UPO-Gene.
Die offenen Leserahmen der Sequenzen der langen UPO-Gene weisen ausschließ-
lich in der N -terminalen Hälfte der abgeleiteten Proteinsequenz fünf Introns (mit
49 bis 60 nt Länge) an identischen Positionen (89-0, 109-1, 166-1, 173-1, 190-06)
auf. Alle Intron-Sequenzen folgen der GT-AG-Regel [282]. Das erste Intron (89-0)
liegt in dem am höchsten konservierten Genabschnitt der langen UPO-Sequenzen.
Dieser kodiert die in den langen UPO-Genen absolut konservierte Hämbindungsstel-
le DIRGPCPGLNTLASHGYLPRNG mit dem essentiellen proximalen Cystein als fünftem
Hämliganden. Interessanterweise liegt ebenso ein Intron in dem zweithöchsten kon-
servierten Bereich der Proteinsequenzen. Das Intron 166-1 befindet sich innerhalb des
Genabschnittes, der für das essentielle Aminosäurenmotiv EGD im aktiven Zentrum
auf der distalen Hämseite kodiert.
Die kodierenden Bereiche der Sequenzen (d. h. die Exons; coding sequence, CDS)
enthalten die Information für Proteine mit 371-375 Aminosäuren Länge. Das Pro-
gramm SignalP sagte für alle langen UPO-Proteinsequenzen (bis auf upo4-Variante 2)
eine mögliche Signalsequenz von 18 Aminosäuren Länge vorher; gespalten würde
demnach im Consensus-Motiv VVA-FP. Der Autor nimmt jedoch an, dass die in ih-
rer Sequenz ähnlichen Vorläuferproteine stattdessen wie das upo1-Genprodukt (siehe
Kap. 5.1.1.2) prozessiert werden und die hoch konservierten ersten 43 Aminosäuren
nach einem Arginin abgespalten werden und der N -Terminus aller reifen Proteine
somit mit der Sequenz EP beginnt. Die hypothetischen UPO-Enzyme umfassen in
ihrer reifen Form folglich zwischen 328 und 332 Aminosäuren. Das Programm NetN-
Glyc ermittelte für alle langen UPO-Proteinsequenzen 3-6 N -Glykosilierungsstellen,
die sich an sechs konservierten Positionen befinden. Ausgewählte lange UPO-Gene
werden im Folgenden näher beschrieben.
upo1 Das erste Gen (upo1) für eine Unspezifische Peroxygenase wurde von A.
aegerita TM-A1, dem UPO-Modellorganismus, erhalten. Dieses Gen wurde komplett
sequenziert auf den Ebenen von cDNA (1.279 nt) und genomischer DNA (1.489 nt).
Der abgeleitete offene Leserahmen von 1.377 nt kodiert für das 371 Aminosäuren
lange Genprodukt AaeUPO1 und enthält fünf Introns im Größenbereich von 49 bis
6Die Intron-Positionen sind zweiteilig nach der Aminosäureposition (bezogen auf das upo1-Gen)
und Phase innerhalb des Codons benannt.
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59 nt. 15 Reads7 der Transkriptomsequenzierung bestätigen die komplette cDNA-
Sequenz mit einer summierten coverage rate zwischen 36 bis 56. Die zwei vollständig
sequenzierten cDNA-Klone stimmen miteinander und der Consensussequenz vollstän-
dig überein. Ein genomischer Klon des upo1-Gens bestätigt ebenfalls die Consensus-
sequenz. Die Sequenz eines anderen genomischen Klons weicht (vermutlich durch
Sequenzierfehler) in vier Nukleotiden von der cDNA-Sequenz ab.
Das auf dem Contig 763 der Genomsequenzierung vorhandene UPO-Gen (upo1-
Variante 1, ORF 1.377 nt) unterscheidet sich an sieben Nukleotidpositionen von den
manuell ermittelten cDNA- und genomischen Sequenzen (99,5% Identität); dies re-
sultiert in vier verschiedenen Aminosäuren in der Signalpeptidsequenz. Diese Ab-
weichung lässt sich durch die im Vergleich zur Sanger-Methode höhere Sequenzier-
fehlerrate der Ion-Torrent-Technik erklären. Das auf dem Contig 25 gelegene UPO-
Gen (upo1-Variante 2, ORF 1.369 nt) weicht jedoch deutlich von der bekannten upo1-
Sequenz ab. 29 Aminosäuren werden durch 71 Nukleotidaustausche (94,8% Identität
zu upo1) im kodierenden Bereich verändert. Die Intronbereiche haben eine leicht ab-
weichende Sequenz und Länge.
upo2 Das Gen upo2 wurde als zweites Peroxygenase-Gen vollständig sequenziert.
Der abgeleitete offene Leserahmen auf genomischer Ebene von 1.393 nt kodiert für
ein 373 Aminosäuren langes hypothetisches Genprodukt (AaeUPO2) und enthält fünf
Introns (49 bis 60 nt). 14 Reads der Transkriptomsequenzierung bestätigen nahezu
vollständig die per PCR ermittelte cDNA-Sequenz mit einer summierten coverage
rate zwischen 38 bis 60. Die manuell und die per Genomsequenzierung ermittelten
genomischen upo2-Sequenzen variieren leicht voneinander, dies kann durch Sequen-
zierfehler begründet werden. Die genomische Sequenz unterscheidet sich im kodieren-
den Bereich an vier (manuell ermittelt) bis fünf (auf Contig c2288) Positionen von
der cDNA-Sequenz, dies führt zu zwei abweichenden Aminosäuren.
upo3 Überraschenderweise konnte in einem Produkt einer Inversen PCR strom-
abwärts des upo1-Gens ein weiteres Peroxygenase-Gen (als upo3 bezeichnet) in um-
gekehrter Orientierung zu upo1 identifiziert werden (Abb. 5.2). Durch die Genom-
sequenzierung wurde die komplette genomische Sequenz des upo3-Gens ermittelt und
die tandemartige Anordnung der Gene upo1 und upo3 bestätigt. Der abgeleitete offene
Leserahmen von upo3 auf genomischer Ebene (upo3-Variante 1, 1.385 nt, auf Contig
7Unter Reads werden im Folgenden nur die clustered (gebündelten) raw reads der Transkriptom-
sequenzierung verstanden.
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763) kodiert für ein 375 Aminosäuren langes hypothetisches Genprodukt (AaeUPO3)
und enthält fünf Introns (49 bis 58 nt).
Ebenso wie upo1 sowohl auf Contig 763 als auch auf Contig 25 zu finden ist, gibt
es auch eine zweite upo3-Sequenz (upo3-Variante 2, ORF 1.385 nt, 96% Identität auf
Nukleotid-Ebene zu Variante 1) auf Contig 25. Diese Sequenz ist ebenso umgekehrt
zu upo1 orientiert, jedoch weiter von diesem entfernt und weicht leicht in der Se-
quenz ab. Es gibt noch zwei weitere upo3-Sequenzvarianten auf den Contigs c1874
(upo3-Variante 3, 1.385 nt, 93% Identität) und 435 (upo3-Variante 4, 1.398 nt, 88%
Identität).
Vom Gen upo3 wurden nur wenige Transkripte mit einer geringen coverage rate
(1- bis 18-fach) gefunden. Interessanterweise umfassen zwei Reads die Sequenz des
Endes des upo3-Genes und etwa 450 weitere Nukleotide stromabwärts. Diese zusätz-
liche Sequenz enthält 60 nt stromabwärts des Stopp-Codons von upo3 (und damit im
Zwischenraum von upo1 und upo3 gelegen) ein Intron (67 nt) und darauffolgend einen
offenen Leserahmen ohne Introns, der eine hypothetische Proteinkinase-Domäne (pk1,
342 nt, 113AS, Abb. 5.2) kodiert. Somit stellen diese beiden Reads überlappende oder
polycistronische Transkripte dar. Für das pk1-Gen gibt es keine weiteren perfekt pas-
senden Reads. Das pk1-Gen findet sich sowohl im Contig 763 als auch im Contig 25
direkt stromabwärts des upo3-Gens, jedoch nicht in den Contigs c1874 und 435.
upo4 Das auf den Contigs c22 (Variante 1) und c1443 (Variante 2, 90% Nukleotid-
Identität zu Variante 1, unvollständig am 3’-Ende) kodierte Gen upo4 wird schwach
exprimiert (cov. rate zwischen 1 und 10). Der abgeleitete offene Leserahmen auf
genomischer Ebene (1379 nt, Contig c22) kodiert für ein 373 Aminosäuren langes
hypothetisches Genprodukt (AaeUPO4) und enthält fünf Introns (49 bis 56 nt).
upo8 Für das Gen upo8 wurden vier Varianten im Genom auf den Contigs c2898,
c3415, 459 und 435 ermittelt, die sich in ihren Exon- und Intronsequenzen ähneln
(88-93% Nukleotid-Identität). Die Abweichungen in der Länge des ORF von upo8
werden durch verschieden lange Intronsequenzen verursacht. Alle Varianten kodieren
für 374 Aminosäuren, die zu 93% bis 97% ähnlich sind. Das Intron 166-1 der Variante
3 enthält eine leicht abweichende 5’-Spleißstelle (AG-GC statt AG-GT), zwei Reads
belegen die Nutzung dieser Spleißstelle. Die wenigen Transkripte für upo8 spiegeln
in ihren leicht voneinander abweichenden Sequenzen die gefundenen genomischen
Varianten wider.
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Abb. 5.2.: Genomischer Kontext der Gene upo1 und upo3
in A. aegerita TM-A1.
Inverses PCR-Produkt (EcoRI) bzw. Ausschnitt des Contig 763
Kurze UPO-Gene Drei Sequenzen (upo14, ORF 1.060 nt; upo15, ORF 845 nt;
upo16, ORF 996 nt) zeigen im Vergleich zu den langen UPOs einen kürzeren ORF
mit deutlich abweichender Sequenz („kurze“ UPOs). Diese kurzen UPO-Gene ko-
dieren daher kleinere Proteine (287, 265 bzw. 310 Aminosäuren). Auch die Position
der regelkonformen Introns unterscheidet sich. Ein Intron befindet sich in allen drei
kurzen Genen ebenfalls direkt im konservierten Hämbindungsmotiv (mit zu den
langen UPOs leicht abweichender Sequenz) an Position 89-1 (upo14, 70 nt) bzw.
91-2 (upo15, 47 nt; upo16, 63 nt). Ein zweites Intron von upo14 liegt an einer dem
Intron 173-1 der langen UPO-Gene benachbarten Position (172-1, 66 nt), ein drittes
Intron an Position 213-2 (bezogen auf upo14, 60 nt) an einer nicht mit den langen
UPO-Sequenzen alignbaren Stelle.
Das Programm SignalP sagt für upo14 eine mögliche Signalsequenz von 25 Amino-
säuren Länge vorher, dies resultiert in einem reifen Protein von 262 Aminosäuren. Für
upo15 und upo16 konnten keine Signalpeptide erkannt werden, vom Startcodon je-
doch ist das konservierte Cystein der Hämbindungsstelle nur 38 bzw. 31 Aminosäuren
entfernt. Die Entfernung vom reifen N -Terminus zum Cystein beträgt in den langen
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UPO-Sequenzen 36 Aminosäuren. Für alle Genprodukte wurde je eine mögliche N -
Glykosylierungsstelle an einer nicht mit den langen UPO-Sequenzen vergleichbaren
Position vorhergesagt. Es finden sich Transkripte für alle Genprodukte.
Die drei kurzen UPO-Gene unterscheiden sich deutlich voneinander in ihrer Se-
quenz. Die höchste Gemeinsamkeit weisen sie in der Hämbindungsstelle und in einem
etwa 40-50 Aminosäuren vor dem C -Terminus gelegenen Bereich auf. Diese Stelle
mit der Consensussequenz (E/Q)ERLP(D/E)GW lässt sich im Alignment mit der Con-
sensussequenz FSRMPDDFF der langen UPO-Sequenzen (~100 Aminosäuren vor dem
C -Terminus) in Übereinstimmung bringen.
Das dritte kurze Gen (upo16) unterscheidet sich am deutlichsten von den ande-
ren Genen. Auffallend sind die hohe Zahl an Cysteinen (sechs) und zwei Stellen
mit 28 bzw. zwölf Aminosäuren, zu denen es keine zuordenbare Sequenz (Lücken im
Alignment) in den anderen Genen gibt. Dies könnte auf nicht detektierte Introns zu-
rückzuführen sein. Für dieses im Transkriptom äußerst schwach repräsentierte Gen
wurden nur zwei Reads (mit zwei- bzw. dreifacher cov. rate) am mutmaßlichen Beginn
bzw. Ende des hypothetischen ORF gefunden, daher lässt sich die korrekte Annota-
tion der Exon-Intron-Grenzen nicht verifizieren. In der abgeleiteten mutmaßlichen
Proteinsequenz ist das konservierte Häm-Bindungsmotiv leicht zu erkennen, jedoch
erschien die Zuordnung des für die kurzen UPOs essentiellen EHD-Motivs (siehe Dis-
kussion) zunächst nicht eindeutig. Sowohl im manuell bearbeiteten Alignment als
auch im durch I-Tasser durchgeführten strukturellen Alignment findet sich ein AHD-
Motiv an der mutmaßlich homologen Position. Durch eine BLAST-Suche wurden et-
wa ein Dutzend homologe, hypothetische Proteine aus Basidiomyceten mit AHD- bzw.
AHN-Motiven identifiziert, welche über die gesamte Sequenz (ohne Lücken) ähnlich
sind.
Phylogenetische Analyse Die Proteinsequenzen der langen UPO-Sequenzen sind
einander sehr ähnlich (Abb. 5.3), sie weisen untereinander zwischen 68 - 88% identi-
sche bzw. zwischen 79 - 92% ähnliche Aminosäuren auf. Alle langen UPO-Sequenzen
enthalten die für die Funktion und Struktur essentiellen Aminosäuren (siehe Diskus-
sion). Wie das Phylogramm (Abb. 5.4) offenbart, separieren sich die langen UPO-
Proteinsequenzen deutlich von denen der kurzen UPOs und der Chlorperoxidase
(CPO) von C. fumago. Die kurzen UPOs sind der CPO8, abgesehen von ihrer Größe
(„kurze“ Häm-Thiolat-Peroxidasen), auch nicht ähnlicher. Zudem enthalten die ge-
8Das reife CPO-Protein umfasst 298 Aminosäuren.
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Tab. 5.1.: Eigenschaften der UPO-Gene und ihrer abgeleiteten Protein-
sequenzen von A. aegerita TM-A1.
Die berechneten Eigenschaften der hypothetischen Proteine (Länge, MW, pI ,
N -Glykosilierung) sind bezogen auf reife Proteine ohne Signalpeptid. Var. =
Sequenzvarianten; AS = Aminosäuren; MW = experimentell ermitteltes Mole-
kulargewicht, MW in Klammern berechnet ohne Glykosilierung und Häm. Die
Anzahl der Transkripte wird durch die Symbole 0, +, ++, +++ repräsentiert.
Referenzen für upo1-Genprodukt: a [122, 181] b [258]
Gen Var. ORF Introns CDS Trans- Länge MW pI N -Glykosilierungs-
[nt] [AS] kripte [AS] [kDa] stellen
upo1 2
1.377,
1.369
5 371 +++ 328a
46a
(35,9)
4,9-6,1a
5-6 (N -Acetyl-
glucosamin,
α- & β-Mannose)b
upo2 1 1.393 5 373 +++ 330 (35,2) 5,6 4
upo3 4
1.385-
1.398
5 374 + 331 (36,0) 5,3-6,3 3-4
upo4 2 1.382 5 373 + 330 (35,7) 6,3 4
upo5 1 1.381 5 372 + 329 (36,1) 7,3 3
upo6 1 1.384 5 375 + 332 (36,5) 5,3 4
upo7 1 1.384 5 374 + 331 (35,9) 5,2 3
upo8 3
1.384-
1.398
5 372 + 329 (36,1) 4,6 4
upo9 1 1.377 5 371 ++ 328 (36,0) 7,3 3
upo10 1 1.390 5 373 + 330 (35,7) 5,2 3
upo11 2 1.387 5 372 0 329 (35,7) 5,5 4
upo12 2
1.378,
1.382
5 373 + 330 (36,2) 5,8 4
upo13 1 1.387 5 374 0 331 (36,7) 5,8 3
upo14 1 1.060 3 287 + 262 (28,9) 9,3 1
upo15 1 845 1 265 ++ 265 (29,3) 6,3 1
upo16 1 996 1 310 + 310 (34,4) 9,8 1
nomischen Sequenzen für diese kurzen UPOs Introns, die genomische Sequenz der
CPO (AJ300448) von C. fumago jedoch nicht.
Die Sequenzen der Gene upo5, 6, 8, 9 und 13 und die davon abgeleiteten Proteinse-
quenzen weisen hohe Identitäten auf und gruppieren sich zusammen im Phylogramm
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Abb. 5.3.: Identitäts-Ähnlichkeits-Matrix hypothetischer UPO-Protein-
sequenzen von A. aegerita TM-A1. Die manuell ermittelten Sequen-
zen sind grün, die kurzen UPOs grau hinterlegt.
(99% Bootstrap-Wert). Die DNA-Sequenzen upo5 und upo9 sind sich so ähnlich (86%
Identität), dass sie ebenfalls als Varianten eines Gens aufgefasst werden könnten. Mit
den hohen Bootstrap-Werten bilden die Gene upo4 und upo7 ebenfalls eine Gruppe.
Eine dritte Gruppe (mit geringeren Bootstrap-Werten) bilden die Gene upo1, 3, 10
und 11. Die höchsten Ähnlichkeiten auf Proteinebene zum upo1-Genprodukt haben
upo3 und upo11.
5.1.1.2. Das gereinigte UPO-Enzym von A. aegerita TM-A1 wird durch upo1
kodiert
Zuordnung von Peptidsequenzen zum upo1-Genprodukt Während der chromato-
graphischen Reinigung der UPO von A. aegerita TM-A1 aus dem Kulturüberstand
von Sojamedien lassen sich wiederkehrend zwei Fraktionen (Nebenfraktion „AaP I“,
Hauptfraktion „AaP II“) identifizieren. Beide Fraktionen können in je drei Isoformen
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Abb. 5.4.: Phylogenetischer Baum der UPO-Gene in A. aegerita TM-A1.
26 Proteinsequenzen, Signalpeptide und C -terminales Propeptid der CPO
entfernt, Lücken paarweise entfernt, 256 finale Positionen, JTT-Modell,
1000-fach Bootstrap; Maximum-Likelihood-Werte oberhalb, Neighbour-
Joining-Werte unterhalb der Äste angegeben, Werte < 70 nicht gezeigt. Die
Chlorperoxidase (CPO, AJ300448) von C. fumago dient als Außengruppe.
Die Astlängen repräsentieren die Zahl der Substitutionen pro Position.
durch isoelektrische Fokussierung aufgetrennt werden. Das apparente Molekularge-
wicht beider Fraktionen ist dasselbe (46 kDa). Die pI -Werte der Isoformen einer
Fraktion sind nahezu identisch zu denen der anderen Fraktion, variieren in verschie-
denen Reinigungen jedoch leicht im Wert. [122, 181]
Zwei Isoformen der AaPII-Fraktion der ursprünglichen Protein-Präparation, von
der erstmalig die UPO isoliert und beschrieben wurde („AaP II a“, „AaP II b“),
wurden zur Bestimmung der N -terminalen Aminosäuresequenz durch Edman-Abbau
verwendet [122]. Die ermittelten N -Termini unterscheiden sich an drei bis vier Stellen
von der vorhergesagten Sequenz. Eine andere AaPII-Fraktion diente der Gewinnung
von De-novo-Peptiden [123]. Es wurde ein N -terminales De-novo-Peptid erhalten,
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Tab. 5.2.: N -terminale Peptidsequenzen der UPO aus A. aegerita TM-A1
Sequenz Bemerkungen
Genprodukt AaeUPO1 EPGLPPGPLENSSAK Die ersten 15 Aminosäuren des reifen Proteins
N -Termini EPGKPPGPPESSA Isoform AaP II b [122]
aus Edman-Abbau EPGKPGPPEES Isoform AaP II a [122]
LPPGPLExSS Wiederholung isoformenrein
De-novo-Peptid EPGLPPGPLENSSAK N -terminales, glykosiliertes, tryptisches Peptid
1.694,86Da
dessen Sequenz die ersten neun Aminosäuren des reifen Proteins bestätigt. Drei
weitere De-novo-Peptidsequenzen können eindeutig der vom upo1-Gen abgeleite-
ten Proteinsequenz (AaeUPO1) zugeordnet werden, darunter das erwähnte Peptid,
dessen Sequenz der CPO im aktiven Zentrum ähnelt (GPCPGLNTLASHGYLPR).
Mit der über die Jahre fortwährenden Verbesserung seiner Trenntechnik gelang
es R. Ullrich, hochkonzentrierte, isoformenreine UPO-Präparationen von A. aegerita
TM-A1 zu gewinnen [181], welche für eine erneute Proteinsequenzierung und später
für die Bestimmung der Kristallstruktur des Enzyms verwendet wurden. Sieben ver-
schiedene Peptide dieser isoformenreinen Protein-Präparationen können zweifelsfrei
dem upo1-Genprodukt (AaeUPO1) zugewiesen werden. Die in den drei untersuchten
Isoformen der AaPII-Fraktion nachgewiesenen De-novo-Peptide sind identisch zuein-
ander. Auch der neu ermittelte N -Terminus passt fehlerfrei (mit einer unbestimmten
Stelle) zur vorhergesagten Sequenz. Jedoch ist dieser um drei Aminosäuren kürzer
als die anderen N -Termini.
Nach der erfolgreichen Bestimmung der Raumstruktur der UPO aus A. aegeri-
ta TM-A1 [258] konnten weitere Peptide zugeordnet werden. Eine posttranslatio-
nale Modifikation des ersten Asparagins am N -Terminus wurde durch die glykosidi-
sche Bindung von N -Acetylglucosamin offenbart. Diese Glykosilierung erklärt, warum
die Edman-Degradationen stets fehlerhafte bzw. unvollständige N -terminale Sequen-
zen lieferten. Für das erwähnte N -terminale De-novo-Peptid mit der Masse von
1.694,86Da wurden drei sich ähnelnde Varianten von Sequenzen aus 16 Aminosäuren
vorgeschlagen, die alle mit EPGLPPGPL beginnen. Diese Teilsequenz passt fehlerfrei
zum Start des upo1-Genprodukts. Durch die N -Glykosilierung konnte der zweite Teil
des De-novo-Peptids nicht korrekt ermittelt werden. Berechnet man jedoch die Masse
des ersten möglichen tryptischen Peptids von upo1 (EPGLPPGPLENSSAK; 1.491,76Da),
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AaeUPO1
MKYFPLFPTLVFAARVVAFPAYASLAGLSQQELDAIIPTLEAR
1 EPGLPPGPLENSSAKLVNDEAHPWKPLRPGDIRGPCPGLNTLASHGYLPRNGVATPVQII 60
61 NAVQEGLNFDNQAAVFATYAAHLVDGNLITDLLSIGRKTRLTGPDPPPPASVGGLNEHGT 120
121 FEGDASMTRGDAFFGNNHDFNETLFEQLVDYSNRFGGGKYNLTVAGELRFKRIQDSIATN 180
181 PNFSFVDFRFFTAYGETTFPANLFVDGRRDDGQLDMDAARSFFQFSRMPDDFFRAPSPRS 240
241 GTGVEVVIQAHPMQPGRNVGKINSYTVDPTSSDFSTPCLMYEKFVNITVKSLYPNPTVQL 300
301 RKALNTNLDFFFQGVAAGCTQVFPYGRD 328
Abb. 5.5.: Peptidmapping des Genprodukts AaeUPO1
Signalpeptidsequenz kursiv gesetzt. De-novo-Peptidsequenzen aus
tryptischem Abbau in roter und blauer Farbe. Nachgewiesene
N -Glykosilierungsstellen [258] unterstrichen. Nummerierung beginnt
mit der ersten Aminosäure des reifen Proteins.
addiert die Masse eines Moleküls N -Acetylglucosamin (221,21Da) und subtrahiert
die Masse eines Wassermoleküls (18,01Da), welches während der Knüpfung der gly-
kosidischen Bindung freigesetzt wird, ergibt sich eine Masse von knapp 1.695Da.
Damit bestätigt dieses De-novo-Peptid die vollständige Sequenz des N -Terminus’
des gereinigten, reifen UPO-Proteins (Tab. 5.2). Ein weiteres De-novo-Peptid konnte
als eine glykosylierte Form eines bekannten Peptids (PeptidD) zugeordnet werden;
beide Peptide wurden von der gleichen Isoform erhalten.
Zusammenfassend wurde der Anfang des reifen Proteins eindeutig erfasst
(Tab. 5.2) und es wurden insgesamt neun verschiedene, perfekt passende und gleich-
mäßig über die gesamte Sequenz des upo1-Genprodukts (in der Variante 1) verteilte
De-novo-Peptide9 (Abb. 5.5) identifiziert. Die Glykosilierungsmuster des AaeUPO1-
Genproduktes unterscheiden sich selbst innerhalb einer hochreinen Isoform, die
zur Kristallisierung verwendet wurde [258]. Mittels Proteinsequenzierung wurden
in Summe 129 von 328 Aminosäuren des reifen Proteins verifiziert; dies bedeutet
eine 39%-ige Sequenzabdeckung. Damit ist upo1 als das kodierende Gen für
die Hauptfraktion „AaP II“ bestätigt, die während der Proteinreinigung aus dem
Sojamedium gewonnen wird.
Ausschluss anderer UPO-Genprodukte Stammen die Peptidsequenzen tatsächlich
nur vom upo1-Genprodukt? Um dies zu beantworten, wurden alle Peptide mit den
9Alle Peptidsequenzen sind in Tab. A.1 im Anhang auf Seite 225 aufgeführt.
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anderen (hypothetischen) UPO-Sequenzen abgeglichen. Die beiden zuerst ermittelten
N -Termini lassen in ihrer Sequenz sich keinem der (hypothetischen) UPO-Proteine
eindeutig zuordnen und enthalten daher fehlerhafte Positionen. Der korrekt ermittelte
N -Terminus als auch das N -terminale, glykosilierte, De-novo-Peptid passen perfekt
nur zum upo1-Genprodukt in der Variante 1. Tatsächlich lassen sich fünf von neun
Peptidsequenzen aufgrund leicht abweichender Sequenz nicht der zweiten Variante
des upo1-Genprodukts zuordnen.
Das Peptid „0“ (GPCPGLNTLASHGYLPR), welches den konserviertesten Bereich der
Sequenzen umfasst, passt fehlerfrei zu allen langen UPO-Sequenzen. Zwei Peptide
passen perfekt zum hypothetischen Genprodukt von upo11 (PeptidG) bzw. von upo3
und upo12 (Peptid 3). Jedoch wurden diese Gene nicht oder nur schwach im Tran-
skriptom exprimiert und keine anderen Peptide konnten diesen Genprodukten zuge-
ordnet werden. Die Peptide 1b und 4 weichen je an einer Stelle vom upo1-Genprodukt
ab und können keinem anderen Gen zugeordnet werden. Von der ermittelten Masse
her könnten sie zwar durch upo2 bzw. upo4 kodiert sein, jedoch stimmt die vorge-
schlagene Peptidsequenz nicht überein. Vier Peptide aus der isoformenreinen Präpa-
ration konnten auch unter Einbeziehung möglicher Glykosilierungsvarianten keinem
upo-Gen zugeordnet werden. Abschließend ist festzustellen, dass die zugewiesenen
Peptidsequenzen nur vom upo1-Genprodukt stammen können.
Quantifizierung der upo1-Genexpression Neben den Peptiddaten bestätigen auch
Real-Time-PCR-Versuche, dass upo1 das maßgebliche Gen für die gemessene Enzym-
aktivität im Medium und für das gereinigte UPO-Enzym ist. Die Enzymaktivität im
Medium verlief parallel zum upo1-mRNA-Signal in einem Abstand von 3-5 Tagen
(Abb. G.2 auf Seite 274). Innerhalb der ersten 14 Kulturtage wurde das upo1-Gen
(relativ zur 5.8S-rDNA-Transkription) gering exprimiert; dies korrespondierte mit
geringen Enzymaktivitäten im Medium nahe der Nachweisgrenze (5-20U/L). Zwi-
schen Tag 14 und 18 fand eine Induktion statt, die eine starken Zunahme der upo1-
Expression zwischen den Tagen 18 und 23 bewirkte. Diese Zunahme wurde durch
einen entsprechenden Anstieg der im Medium messbaren Enzymaktivität begleitet.
Ab Kulturtag 28 sank die Genexpression deutlich und kehrte am Tag 42 zum Basal-
level zurück. Auch nach der vollständigen Abnahme des mRNA-Signals war aufgrund
der hohen Stabilität des UPO-Proteins noch Enzymaktivität im Medium vorhanden.
Eine weitere Real-Time-PCR-Analyse derselben Proben ergab eine um über eine Grö-
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ßenordnung geringere Expression des Gens upo2 im Vergleich zu upo1 [B.Bittner,
unveröffentlichte Daten, 2009].
5.1.1.3. A. aegerita AaN
Durch eine Genomsequenzierung wurden 18 Peroxygenase-Sequenzen im Stamm A.
aegerita AaN identifiziert, die sich 15 langen und drei kurzen UPO-Genen zuordnen
lassen10 und eine hohe Ähnlichkeit zu den Sequenzen des Stammes TM-A1 aufwei-
sen. Tab. 5.3 gibt eine Übersicht der Eigenschaften der Gene und ihrer abgeleiteten
Proteinsequenzen.
Lange UPO-Gene Von den ermittelten UPO-Sequenzen beinhalten 15 große offene
Leserahmen (1.374-1.398 nt) und kodieren für (hypothetische) Proteine mit 371-375
Aminosäuren Länge. Es wurden drei Contigs gefunden, welche mehrere lange UPO-
Gene enthalten (upo1, 2, 3, 4 auf Contig 8; upo6, 7, 8 auf Contig 435; upo9 und 10
auf Contig 170). Die langen UPO-Sequenzen upo2, 5 und 9 sind sich auf Nukleotid-
und Proteinebene sehr ähnlich und könnten auch als Varianten eines Gens aufgefasst
werden. Da die Contigs, auf denen diese Sequenzen liegen, keinen gemeinsamen Kon-
text aufweisen, werden sie als eigene Gene betrachtet. Es ergeben sich somit 15 lange
UPO-Gene.
Die regelkonformen Introns stimmen in Anzahl (fünf) und Position (89-0, 109-1,
166-1, 173-1, 190-0) mit denen der langen UPO-Gene des Stammes TM-A1 völlig
überein; auch die Intronsequenzen sind auffallend ähnlich. Genauso verhält es sich
mit möglichen Signalsequenzen. Es wird davon ausgegangen, dass die Vorläuferpro-
teine wie das upo1-Genprodukt des Stammes TM-A1 prozessiert werden und der
N -Terminus aller reifen Proteine somit mit der Sequenz EP beginnt. Die hypotheti-
schen UPO-Enzyme umfassen in ihrer reifen Form folglich zwischen 328 und 332 Ami-
nosäuren. Das Programm NetNGlyc ermittelte für alle langen UPO-Proteinsequenzen
2-5 N -Glykosilierungsstellen, die sich an acht konservierten Positionen befinden.
Kurze UPO-Gene Die drei kurzen UPO-Gene (upo16, ORF 845 nt; upo17, ORF
1.060 nt; upo18, ORF 996 nt) sind in ihrer Sequenz überaus ähnlich zu den kurzen
UPO-Genen upo14, upo15 und upo16 des Stammes TM-A1. Daher treffen die Aussa-
gen zur Exon-Intron-Struktur zum Stamm TM-A1 auch hier zu. Ein Intron befindet
10Die Genomsequenz stammt von einem dikaryontischen Myzel. Daher ist die Zuordnung von Se-
quenzen zu Genen bzw. Allelen nicht eindeutig
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Tab. 5.3.: Eigenschaften der UPO-Gene und ihrer abgeleiteten Protein-
sequenzen von A. aegerita AaN.
Die theoretisch berechneten Eigenschaften der hypothetischen Proteine
(Länge, MW, pI, N -Glykosilierung) sind bezogen auf reife Proteine ohne
Signalpeptid. AS = Aminosäuren; MW = Molekulargewicht berechnet oh-
ne Glykosilierung und Häm.
Gen ORF Introns CDS Länge MW pI N -Glykosilierungs-
[nt] [AS] [AS] [kDa] stellen
upo1 1396 5 373 330 36,1 5,2 4
upo2 1386 5 374 331 36,3 5,6 3
upo3 1379 5 373 330 35,7 5,4 3
upo4 1388 5 374 331 35,8 5,4 2
upo5 1398 5 374 331 36,4 5,7 3
upo6 1388 5 372 329 35,7 5,9 2
upo7 1397 5 373 330 35,7 6,8 5
upo8 1390 5 373 330 35,8 5,2 4
upo9 1391 5 374 331 36,3 5,5 4
upo10 1384 5 372 329 35,9 5,4 5
upo11 1374 5 371 328 36,0 6,4 2
upo12 1388 5 372 329 36,2 5,7 5
upo13 1376 5 372 329 36,1 4,9 4
upo14 1377 5 372 329 36,5 5,0 4
upo15 1382 5 375 332 29,3 6,3 4
upo16 1065 3 288 262 28,9 8,4 1
upo17 846 1 264 264 29,3 6,0 1
upo18 996 1 310 310 34,3 9,9 2
sich im konservierten Hämbindungsmotiv an Position 89-1 (upo16, 76 nt) bzw. 91-2
(upo17, 51 nt; upo18, 63 nt). Ein zweites Intron von upo16 liegt an Position 172-1
(59 nt), ein drittes Intron an Position 214-2 (bezogen auf upo16, 63 nt). Für alle
kurzen UPO-Genprodukte wurden eine bis zwei mögliche N -Glykosilierungsstellen
vorhergesagt. Es konnten keine Signalpeptide erkannt werden; für upo16 wird jedoch
dieselbe Signalpeptidlänge wie für upo14 des Stammes TM-A1 angenommen.
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Abb. 5.6.: Identitäts-Ähnlichkeits-Matrix hypothetischer UPO-Protein-
sequenzen von A. aegerita AaN. Kurze UPOs grau hinterlegt.
Phylogenetische Analyse Die Proteinsequenzen der langen UPO-Sequenzen sind
einander sehr ähnlich, sie weisen untereinander zwischen 69 - 88% identische bzw.
zwischen 79 - 93% ähnliche Aminosäuren auf (Abb. 5.6). Alle langen UPO-Sequenzen
enthalten die für die Funktion und Struktur essentiellen Aminosäuren (siehe Diskus-
sion). In gleicher Weise wie im Stamm TM-A1 segregieren sich die langen UPO-
Proteinsequenzen deutlich von denen der kurzen UPOs und der Chlorperoxidase.
Ebenso divergieren die kurzen UPO-Sequenzen von der CPO-Sequenz (Abb. 5.7).
Die größte Gruppe im Phylogramm bilden die Genprodukte der vier Gene upo11 bis
upo15. Wie erwartet gruppieren sich die Genprodukte von upo2, 5 und 9. Weiterhin
gruppiert UPO4 mit UPO7 und UPO3 mit UPO10.
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Abb. 5.7.: Phylogenetischer Baum der UPO-Gene in A. aegerita AaN.
19 Proteinsequenzen, Signalpeptidsequenzen entfernt, Lücken paarwei-
se entfernt, 212 finale Positionen, JTT-Modell, 1000-fach Bootstrap;
Maximum-Likelihood-Werte oberhalb, Neighbour-Joining-Werte unterhalb
der Äste angegeben, Werte < 75 nicht gezeigt. Die Chlorperoxidase (CPO)
von C. fumago dient als Außengruppe. Die Astlängen repräsentieren die
Anzahl der Substitutionen pro Position.
5.1.1.4. C. radians
Die erhaltene cDNA-Sequenz des upo1-Gens von C. radians (1.299 nt) umfasst die
vollständige für 381 Aminosäuren kodierende Sequenz („lange“ UPO) und die voll-
ständige 3’-UTR (156 nt, einschließlich des Poly(A)-Endes). Das durch die HiTAIL-
PCR erhaltene genomische Fragment des upo1-Gens enthält 260 nt Promotorsequenz
und 294 nt (26%) der kodierenden Sequenz. Die Promotorsequenz stromaufwärts des
Startcodons enthält an Position -14 bis -10 eine INR-Region, an Position -46 bis
-39 eine TATA-Box sowie eine CCAAT-Box an Position -252 bis -248. Der von der
CraUPO1-Proteinsequenz abgeleitete N -Terminus weicht an vier Stellen von der ex-
perimentell ermittelten N -Terminus-Sequenz VPGGLxPPPEYVgGKK [123] ab. Vier De-
novo-Peptide mit insgesamt 32 Aminosäuren (Tab. A.2) lassen sich durch überein-
stimmende Massen jedoch eindeutig der abgeleiteten Proteinsequenz zuordnen und
bestätigen somit knapp 10% des reifen Proteins. Zusätzlich konnten mit Hilfe dege-
nerierter Primer Fragmente zweier kurzer UPO-Gene auf cDNA-Ebene sequenziert
werden (upo2, upo3).
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5.1.1.5. C. verticillata
Die aus C. verticillata (1.266 nt) gewonnene cDNA-Sequenz des upo1-Gens kodiert
für 372 Aminosäuren („lange“ UPO) und enthält die vollständige 3’-UTR (150 nt,
einschließlich des Poly(A)-Endes). Zwei vom gereinigten Protein erhaltene De-novo-
Peptide (Tab. A.2) sind zwar eindeutig als UPO-homolog erkennbar, jedoch nur ent-
fernt zum ermittelten, hypothetischen, upo1-Genprodukt ähnlich und bestätigen dies
damit nicht.
5.1.1.6. A. parasitica
Es gelang, die vollständige cDNA-Sequenz eines langen UPO-Gens (upo1, 1266 nt) von
A. parasitica zu entschlüsseln inkl. 5’-UTR (18 nt) und 3’-UTR (129 nt mit Poly(A)-
Ende). Dem abgeleiteten, hypothetischen, reifen Protein von 330 Aminosäuren Länge
konnten jedoch keine vom gereinigten Enzym stammende De-novo-Peptide zugeord-
net werden. Von 13 erhaltenen Peptiden (Tab. A.2) zeigen zehn zweifelsfrei eine den
langen UPO-Enzymen ähnliche Sequenz, jedoch lässt sich keines davon eindeutig dem
ermittelten upo1-Genprodukt aus A. parasitica zuweisen. Durch degenerierte Primer
konnte zusätzlich ein Fragment eines kurzen UPO-Gens (upo2) auf cDNA-Ebene se-
quenziert werden.
5.1.1.7. M. rotula
Sowohl die Eigenschaften der aus M. rotula gereinigten Peroxygenase [124] als auch
ihrer Nukleotid-/Proteinsequenz unterscheiden sich deutlich von den bisher beschrie-
benen langen UPO-Proteinen bzw. UPO-Genen. Das zugehörige Gen (upo1) wurde
komplett sequenziert auf den Ebenen von cDNA (925 nt, davon 25 nt 5’-UTR und
108 nt 3’-UTR einschließlich des Poly(A)-Endes) und genomischer DNA (1.156 nt).
Die cDNA- und die genomische Sequenz des upo1-Genes differieren leicht voneinan-
der (7 nt); dies führt zu fünf verschiedenen Aminosäuren im C -terminalen Bereich.
Der abgeleitete offene Leserahmen von 795 nt kodiert für das 264 Aminosäuren lange
Genprodukt MroUPO1 und enthält vier regelkonforme Introns (52-64 nt) an den Po-
sitionen 50-2, 75-1, 108-2 und 206-2. Die Sequenzlänge legt eine Zuordnung von upo1
zu den kurzen UPOs nahe, doch die Sequenz und Exon-Intron-Struktur unterscheiden
sich deutlich von den für A. aegerita beschriebenen kurzen UPO-Genen.
Das erste Intron im ORF befindet sich ebenfalls wie die Introns der (kurzen und
langen) UPO-Gene aus A. aegerita im konservierten Häm-Bindungsbereich, jedoch
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an einer leicht versetzten Position. Das zweite Intron beginnt an einer zu den langen
UPO-Genen zuordenbaren Position (109-1 in upo1 von A. aegerita TM-A1). Einige
Aminosäuren vor dem konservierten EHD-Motiv findet sich das dritte Intron. Das
vierte Intron findet sich an einer dem Intron eines kurzen UPO-Gens vergleichbaren
Position kurz vor einem konservierten Bereich im C -Terminus.
Durch eine HiTAIL-PCR wurden 132 nt des Promotorbereiches des upo1-Gens auf-
geklärt sowie zwei genomische Fragmente von zwei weiteren, auffallend ähnlichen
UPO-Genen erhalten (upo2, upo3). Diese Fragmente enthalten einen Teil des Promo-
tors und die ersten 87 Aminosäuren. Das Fragment von upo2 (547 nt) enthält 188 nt
des Promotorbereichs, upo3 (600 nt) enthält 229 nt. Die Promotorbereiche aller drei
Gene beinhalten eine INR-ähnliche Region11 und eine TATA-Box12. Die genomischen
Sequenzen upo1, upo2, upo3 unterscheiden sich deutlich auf Nukleotid-Ebene (86-92%
Identität), sind aber sehr ähnlich auf Aminosäuren-Ebene (89-97%).
Weitere zum upo1-Gen auffallend ähnliche, ausschließlich kurze, UPO-Sequenzen
wurden von M. rotula durch eine Genomsequenzierung erhalten (H.Kellner, persönli-
che Mitteilung, 2014). Unter den so ermittelten 28 vollständigen UPO-Genen finden
sich auch die Sequenzen von upo2 und upo3. Die Sequenz des experimentell ermittel-
ten N -Terminus stimmt mit allen drei ermittelten Genprodukten (upo1, 2, 3) überein.
Die Peptide 1 (Aminosäuren 206-216) und 3 (226-241) bestätigen eindeutig das upo1-
Genprodukt, das Peptid 3 (226-241) passt dagegen fehlerfrei zum upo3-Genprodukt
(Tab. A.2).
5.1.2. Phylogenetische Analyse
Die im vorherigen Kapitel ermittelten Sequenzen der charakterisierten UPOs aus
verschiedenen Basidiomyceten sowie die Sequenz der Chlorperoxidase des Ascomyce-
ten C. fumago (CfuCPO) wurden genutzt, um neue, hypothetische HTP-Sequenzen
in öffentlich zugänglichen Sequenzdatenbanken zu identifizieren (Tab. 5.4). Inklusive
der Sequenzen aus der Transkriptom- und Genomsequenzierung von A. aegerita TM-
A1 und AaN (Kap. 5.3) wurden 2.96913 hypothetische und charakterisierte HTP-
Sequenzen aus 441 verschiedenen pilzlichen (2.843 Sequenzen) und 21 verschiede-
nen heterokonten Stämmen (126 Sequenzen) mit unterschiedlichem taxonomischem
und ökophysiologischem Hintergrund ermittelt (Stand: August 2015). Im Anhang C
11INR: upo1: -15 bis -11; upo2: -12 bis -8; upo3: -24 bis -20
12TATA-Box: upo1: -58 bis -51; upo2: -57 bis -50; upo3: -36 bis -29
13Es wurden tatsächlich über 3.100 homologe Sequenzen ermittelt und nach bestimmten Merkmalen
gefiltert (Kap. 4.3.9).
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sind alle Arten aufgelistet. Der weitaus größte Anteil an HTP-Sequenzen findet sich
in „höheren“ Pilzen (Dikarya) mit 1.626 ascomycetalen und 1.184 basidiomyceta-
len Sequenzen. Jedoch wurden auch in „niederen“ Pilzen homologe putative Prote-
insequenzen identifiziert: eine Sequenz aus der Abteilung/Stamm der arbuskulären
Mycorrhizapilze (Glomeromycota, Rhizophagus irregularis), 17 Sequenzen von Muco-
romycotina (ehemals Zygomycota; Gattungen Rhizopus und Mucor), fünf Sequenzen
von Chytridomycota, sieben Sequenzen eines Vertreters der Monoblepharidomyco-
ta (Gonapodya prolifera) sowie eine Sequenz von Rozella allomyces (Cryptomycota,
incerta sedes).
Außerhalb des Pilzreichs wurden HTP-Sequenzen ausschließlich in Genomen von
zwei Gruppen der Stramenopilen (heterokonte Organismen innerhalb der Supergrup-
pe SAR) ermittelt. Im Taxon der Oomyceten (Peronosporales, dt. Ei- oder Scheinpilze
genannt) wurden 120 hypothetische Sequenzen aus 18 Arten identifiziert; im Taxon
der Bacillariophyta (Kieselalgen oder Diatomeen) sechs Sequenzen aus drei Arten.
In jedem sequenzierten pilzlichen Genom finden sich zwischen einer und 36
HTP-Sequenzen14, im Durchschnitt vier Sequenzen. Ausnahmen zu dieser Regel sind
alle echten (ascomycetalen) Hefen (z. B. Saccharomyces spp.) und viele Spalthefen
(z. B. Schizosaccharomyces spp.) sowie einige basidiomycetale hefeähnliche Organis-
men (z. B. Cryptococcus spp., Tremella spp.). Genome dieser Hefen oder hefeähnliche
Organismen kodieren keine HTP-Sequenzen.
Die etwa 3.000 ermittelten - eindeutig zur AaeUPO oder CfuCPO homologen -
Sequenzen stammen nahezu vollständig aus Genomsequenzierungen mit automati-
scher Annotierung der Sequenzen und wurden daher zum Zwecke eines Multiplen
Alignment nochmals gefiltert, um offensichtlich falsch gespleißte Einträge und solche
mit unvollständigen PCP- bzw. EXD-Motiven zu entfernen. Die verbliebenen 2.481
Einträge lassen sich anhand der Sequenzähnlichkeiten in zwei Gruppen gliedern
(Abb. 5.8), die sich zudem im Vorhandensein bestimmter Aminosäuren an konser-
vierten Stellen sowie strukturellen Eigenschaften unterscheiden (basierend auf den
bekannten Tertiärstrukturen der Enzyme CfuCPO, MroUPO und AaeUPO; siehe
Diskussion). Gruppe I („kurze“ HTPs) enthält kleinere Proteine aller pilzlichen Phy-
la und von Oomyceten und Kieselagen (22-35 kDa, 1.386 vollständige Sequenzen, zwei
biochemisch und kristallographisch charakterisierte Vertreter: CfuCPO, MroUPO).
Dagegen enthält Gruppe II („lange“ HTPs) größere Proteine ausschließlich von Asco-
14Im Genom von Sphaerobolus stellatus fanden sich über 100 hypothetische HTP-Sequenzen, die
sich jedoch größenteils als fehlerhaft annotierte Einträge herausstellten und wahrscheinlich auf
eine falsche Vorhersage von Proteinmodellen zurückzuführen sind.
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Tab. 5.4.: Verbreitung Häm-Thiolat-Peroxidase-Sequenzen im Reich der Pilze und
darüber hinaus (Stand: August 2015).
Abteilung Unterabteilung Arten Sequenzen
Ascomycota
(Schlauchpilze)
Pezizomycotina 268 1.624
Saccharomycotina 0 0
Taphrinomycotina 2 2
Basidiomycota Pucciniomycotina 16 58
(Ständerpilze) Ustilaginomycotina 16 51
Agaricomycotina 122 1.075
Glomeromycota 1 1
Chytridiomycota
(Töpfchenpilze)
2 5
Monoblepharidomycota 1 7
Neocallimastigomycota 0 0
Blastocladiomycota 0 0
Incertae sedis Mucoromycotina 8 17
Entomophthoromycotina 0 0
Zoopagomycotina 0 0
Kickxellomycotina 0 0
Microsporidia 0 0
Cryptomycota 1 1
Nuclearia und
Fonticula
0 0
Stramenopiles
(Heterokonta)
Bacillariophyta
(Kieselalgen)
3 6
Oomycota (Eipilze) 18 120
und Basidiomyceten (36-50 kDa, 1.095 vollständige Sequenzen, vier charakterisierte
Vertreter: AaeUPO (inkl. Tertiärstruktur), CraUPO, CveUPO, ApaUPO). Mitglieder
beider HTP-Gruppen unterscheiden sich insbesondere in bestimmten Aminosäuren
in der distalen Hämumgebung (Substrat/Kosubstrat-Bindungsstelle), und daher ver-
mutlich auch in ihren katalytischen Eigenschaften. Jedoch teilen beide Gruppen zwei
hoch-konservierte Motive auf der proximalen bzw. distalen Hämseite (PCP- bzw. EXD-
Motiv).
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Die beiden Gruppen lassen sich in Untergruppen aufteilen. So zeigt die Abb. 5.8
zwei definierte Äste von langen HTPs. Eine Untergruppe (582 Seq.) enthält überwie-
gend basidiogene Sequenzen (mit einem Ast ausschließlich ascomycetaler Sequenzen).
Ein Ast dieser Untergruppe beherbergt alle langen Sequenzen aus A. aegerita sowie
alle anderen Sequenzen bekannter, charakterisierter „langer“ UPOs aus Basidiomyce-
ten (AaeUPO, CraUPO, CveUPO, ApaUPO) gemeinsam mit weiteren - ausschließlich
basidiomycetalen - hypothetischen Sequenzen. Die andere Untergruppe (513 Seq.)
enthält nahezu ausschließlich ascomycetale Sequenzen.
Auch die kurzen HTP-Sequenzen sind in zwei Untergruppen gliederbar, die jedoch
nicht taxonomischen Großgruppen entsprechen. Bislang sind nur aus einer Unter-
gruppe (598 Seq.) Enzyme charakterisiert worden (MroUPO, CfuCPO). Die Sequenz
der am längsten bekannten Häm-Thiolat-Peroxidase, der Chlorperoxidase des Asco-
myceten C. fumago, sitzt auf einem Ast mit einer hypothetischen Sequenz eines As-
comyceten mit unsicherer taxonomischer Stellung, Symbiotaphrina kochii15. In dem
diese Sequenzen umfassenden Ast finden sich nur ascomycetale Sequenzen insbesonde-
re von Trichoderma spp. Dieser Ast befindet sich in einem größeren Clade gemeinsam
mit der Sequenz der charakterisierten UPO des BasidiomycetenM. rotula. In der zwei-
ten Untergruppe der kurzen HTPs (788 Seq.) finden sich neben pilzlichen Sequenzen
auch die Sequenzen der Oomyceten und Kieselalgen (3 Seq.) - auf unterschiedlichen
Ästen. Hypothetische oomycetale Sequenzen von Phytophthora spp. (66 Seq.) sitzen
alle auf einem eigenen Ast, in Nachbarschaft zu Sequenzen aus Glomeromycota als
auch aus Dikarya. Oomycetale Sequenzen der Gattungen Saprolegnia (7 Seq.) und
Aphanomyces (1 Seq.) finden sich dagegen gemeinsam benachbart zu Sequenzen aus
Mucormycotina.
5.1.3. UPO-Geninventar und UPO-Aktivität im
Agrocybe-aegerita-Multispezieskomplex
UPO-Aktivität Der Modellstamm für die Produktion der Unspezifische Peroxy-
genase A. aegerita TM-A1 gehört zum sogenannten Agrocybe-aegerita-Multispezies-
komplex aus sehr nahe verwandten Arten bzw. Unterarten (siehe S. 43). Die Fähigkeit
zur UPO-Produktion ist stammspezifisch und unterscheidet sich deutlich zwischen
den untersuchten Stämmen des Multispezieskomplexes (Abb. 5.9). Die mit Abstand
höchsten Enzymaktivitäten wurden, unabhängig vom Stamm, in sojahaltigen Medien
15Identität/Ähnlichkeit auf Proteinebene 35% / 50%, die Sequenz von S. kochii ist jedoch deutlich
kürzer
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Abb. 5.8.: Phylogramm von Häm-Thiolat-Peroxidasen (HTP)
2.481 (nach Qualität gefilterten) HTP-Sequenzen stammen von Nukleotid-
Datenbanken und Ergebnissen dieser Arbeit. Aus den Proteinsequen-
zen wurde mit Clustal-Ω 1.2 ein Multiples Alignment erstellt und dar-
auf aufbauend mittels einem Neighbor-joining-Algorithmus (Distanzmo-
dell Jukes-Cantor) in Geneious R8.1 der Baum erstellt. Rot markiert sind
die Sequenzen beider genom-sequenzierter A.-aegerita-Stämme, die Se-
quenzen von Kieselalgen in grün, von Oomyceten in violett. Aufgrund von
Platzmangel wurden nicht alle Äste beschriftet. Charakterisierte Vertreter
sind gekennzeichnet. In grauer Schrift die „kurzen“ HTP-Sequenzen der
A.-aegerita-Stämme TM-A1 und AaN. Die blaue Linie trennt die beiden
Gruppen von Häm-Thiolat-Peroxidasen, gestrichelte blaue Linien trennen
deren Untergruppen.
beobachtet. Etwa zwei bis drei Wochen nach der Inokulation des Mediums kann
die höchste Enzymaktivität im Medium gemessen werden, welche in UPO-positiven
Stämmen im Bereich zwischen 250 bis 1.500 U/L liegt. Die Stämme A. aegerita TM-
A1 und A. parasitica 16333 wiesen die höchsten UPO-Aktivitäten auf. UPO-negative
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Stämme zeigten unter gleichen Bedingungen (und auch in allen anderen getesteten
Medien) nie mehr als 50U/L Aktivität.
Phylogenetik der A.-aegerita-Stämme Die phylogenetische Verwandtschaft von
24 Stämmen des Agrocybe-aegerita-Multispezieskomplexes (vgl. Kap. 4.1)
wurde anhand ihrer ITS-DNA-Sequenzen (internal transcribed spacer) betrachtet.
Der phylogenetische Baum zeigt zwei große Äste (Abb. 5.9), die zueinander nur etwa
88% und zur Außengruppe A. pediades etwa 74% Identität aufweisen. Ein Ast bein-
haltet 16 nahezu identische ITS-Sequenzen16 von A. aegerita-Stämmen (Synonym
A. cylindracea) aus Europa. Sie sind demnach äußerst nahe miteinander verwandt
bzw. stellen einen einzigen Stamm/Unterart dar. Diese europäischen Stämme bein-
halten den aus einem kommerziell produziertem Fruchtkörper (Pioppino) isolierten
Stamm 536 und den in dieser Arbeit genomsequenzierten Stamm AaN.
Der zweite Ast enthält Sequenzen von Agrocybe-Spezies, welche überwiegend im
asiatischen-ozeanischen Raum isoliert wurden und in ihren ITS-Sequenzen deut-
lich voneinander verschieden sind (zwischen 95-97% Identität). Dazu gehören zwei
Stämme von A. parasitica (eine endemische Art in Neuseeland), drei Stämme von
A. chaxingu (eine formal nicht akzeptierte Agrocybe-Art, die in China kultiviert
wird), ein in Indien isolierter A.-aegerita-Stamm (Stammnr. 392) sowie schließlich
der in Jena isolierte UPO-Modellstamm A. aegerita TM-A1 (Stammnr. 414; 415 ist
ein Kulturreplikat von 414). Dass die Stadt Jena bzw. Deutschland tatsächlich der
geographische Ursprung des Stamms TM-A1 ist, ist jedoch zweifelhaft. Alle anderen
europäischen, auch die in Deutschland isolierten, A.-aegerita-Stämme gehören zum
anderen Ast (vgl. Tab. 4.1 auf Seite 45). Der Autor vermutet, dass Sporen eines asia-
tischen Stammes durch ausländische Gäste in die Universitätsstadt Jena eingebracht
wurden (A. aegerita gehört zu den beliebtesten Speise- und Heilpilzen in Asien)
und sich dieser als Neomycet verbreitet hat. Daher wird im Folgenden angenom-
men, dass der Stamm TM-A1 asiatischen Ursprungs ist. Die A.-chaxingu-Stämme
13 und 14 sind identisch in ihrer ITS-Sequenz, der Stamm A. chaxingu 15 enthält
eine Mischung aus zwei verschiedenen ITS-Sequenzen (97% Identität). Die beiden
A.-parasitica-Stämme unterscheiden sich nur in drei Nukleotiden (99,5% Identität)
voneinander.
Die phylogenetische Distanz zwischen beiden Ästen rechtfertigt die Definition eines
europäischen sowie eines asiatischen Artenkreises, wenn nicht sogar die Definition
16Nur vier Sequenzen weichen an vier Stellen in ihrer Sequenz ab, die anderen sind absolut identisch.
115
von getrennten Arten. Dies wären zum einen die europäische Art Agrocybe aegerita
(bzw. Cyclocybe aegerita), welche alle Stämme im ersten Ast umfasst und mehre-
re asiatische, noch zu benennende Agrocybe- (bzw. Cyclocybe-) Arten. Aufgrund der
phylogenetischen Entfernung bliebe dabei die Art A. parasitica (bzw. C. parasitica)
erhalten. Die Stämme A. chaxingu und der Produktionsstamm TM-A1 stellen auf-
grund morphologischer Unterschiede (Sporenmaße und -form; persönliche Mitteilung
von R. Schubert, 2010) und abweichender ITS-Sequenzen ebenfalls eigene Arten dar.
Es fällt zudem auf, dass nur die Stämme des „asiatischen“ Astes die Fähigkeit zur
(deutlichen) Sekretion von Peroxygenase in sojahaltigen Medien besitzen und dabei
Stamm TM-A1 die höchste Aktivität aufweist (Abb. 5.9).
UPO-Geninventar Die genaue Zahl der UPO-Sequenzen wurde in zwei Stämmen
(TM-A1 und AaN) durch eine Genomsequenzierung erhalten. Vier weitere Stämme
des Multispezieskomplexes wurden auf die Anwesenheit von Sequenzen geprüft, die
eine hohe Ähnlichkeit zu drei ausgewählten langen UPO-Genen (upo1, upo2, upo3)
des Stammes TM-A1 haben. Während alle drei UPO-Gene und insbesondere das für
die messbare UPO-Aktivität maßgebliche upo1-Gen bei Stämmen der „asiatischen“
Gruppe amplifizierbar sind17, ist bei den europäischen Stämmen nur das upo2-Gen
zu finden. Das heißt auch, dass die Kombination aus den tandemartig organisierten
Peroxygenase-Genen upo1 und upo3 nicht vorhanden ist. Dagegen konnten in allen
getesteten europäischen und „asiatischen“ Stämmen kurze UPO-Gene amplifiziert
werden (Abb. 5.9).
5.1.4. Physiologie der UPO-Bildung in A. aegerita TM-A1
Der Stamm A. aegerita TM-A1 sowie alle anderen Basidiomyceten, von denen eine
UPO-Produktion bekannt ist, zeigten eine nennenswerte UPO-Aktivität bislang
nur in leguminosehaltigen (insbesondere sojahaltigen) Komplexmedien [122, 125,
123, 124, 266]. Die stärksten UPO-Aktivitäten im Kulturüberstand im Stamm
A. aegerita TM-A118 wurden durch Sojamedium (2% w/v Sojasamenmehl in destil-
liertem Wasser, 1.000-1.500U/L) [122] und Sojamilchmedium (33% v/v Sojamilch in
destilliertem Wasser, 500-1.000U/L) ausgelöst (Positivmedien). Alle nachfolgenden
Ergebnisse beziehen sich auf A. aegerita TM-A1.
17Das sequenzierte upo1-Gen von Stamm 392 weist über 99,6% Identität auf Nukleotidebene zum
upo1-Gen aus TM-A1 auf.
18Dies gilt auch für jeden getesteten A.-aegerita-Stamm asiatischen Ursprungs.
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Abb. 5.9.: UPO-Geninventar und UPO-Expression im Agrocybe-aegerita-
Multispezies-Komplex
Links: Maximum-Likelihood-Analyse von 26 ITS-Sequenzen, Lücken paar-
weise entfernt, 587 finale Positionen, Tamura-Nei-Modell; 1000-fach
Bootstrap, Werte < 80 nicht gezeigt. Die ITS-Sequenz von A. pediades
(DQ484057) dient als Außengruppe. Nach den Artnamen folgen die
Stamm-Nummern der Stammsammlung des IHI Zittau. Die Astlängen re-
präsentieren die Anzahl der Substitutionen pro Position. Rechts: Anwesen-
heit und (falls bekannt) Anzahl von UPO-Genen sowie die durchschnittli-
che maximale Enzymaktivität im Sojamedium sind angegeben. Orthologie
bezogen auf Stamm TM-A1.
5.1.4.1. Sojabestandteile als notwendige Bedingung
In Negativmedien wurde in der Kultur von A. aegerita TM-A1 eine maximal gemes-
sene UPO-Aktivität von 150U/L nicht überschritten. Zu diesen zählen pflanzliche,
sojafreie Komplexmedien (Kartoffelextrakt, Buchenspäne in Wasser, Tomatensaftme-
dium, Malzextrakt, Hafer-, Reis-, Dinkelmilch), reine synthetische Medien (Czapek-
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Abb. 5.10.: Sojabestandteile lösen eine UPO-Aktivität aus
Positivkontrolle (Soja, rote Kurve) und Kolben mit Austauschmedium
(blaue Kurven) aus gleichem Inokulum beimpft. Mediumwechsel am Kul-
turtag 18. A: Wechsel von Malz- zum Sojamedium. Die Enzymaktivitäten
der Triplikate nach demMediumwechsel sind einzeln dargestellt. B: Wech-
sel von Soja- zum Malzmedium
Dox, Kirk) und synthetische Medien mit Zusätzen von Nicht-Sojabestandteilen (Da-
ten nicht gezeigt). Ebenfalls führte eine Kultivierung der Stämme TM-A1 und AaN
auf dem natürlichen Substrat (Pappelholz, -laub sowie -samen) nicht zu einer erhöh-
ten Peroxygenase-Sekretion (Daten nicht gezeigt). In allen getesteten Negativmedien
wurde zu den Positivmedien vergleichbar viel oder mehr Biomasse gebildet mit Aus-
nahme der reinen synthetischen Medien ohne zusätzliche Stickstoffquelle.
Die in einem Negativmedium gebildete Biomasse kann jedoch zur UPO-Bildung
angeregt werden, wenn das Kulturmedium durch ein sojahaltiges ersetzt wird. So
führte ein Medienwechsel von Malz- zu Sojamedium zu einer deutlich messbaren
UPO-Bildung (Abb. 5.10A). Die Biomasse (Zahl der Pellets) nahm augenscheinlich
nach dem Mediumwechsel nicht weiter zu. Im umgekehrten Fall, bei einem Wech-
sel von Soja- zu Malzmedium am Kulturtag 18, nahm interessanterweise die Bio-
masse innerhalb einer Woche deutlich zu (geschätzt um ca. 50%). Dagegen fiel die
messbare UPO-Aktivität schlagartig von rund 700U/L am Tag 18 auf rund 40U/L
am Tag 19 ab und verblieb für die folgenden zehn Tage auf einem Niveau von un-
ter 100U/L (Abb. 5.10B). Diese Ergebnisse weisen darauf hin, dass bestimmte Be-
standteile des Sojasamens eine Enzymbildung hervorrufen und diese unabhängig von
Wachstumsprozessen ist.
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5.1.4.2. Extrakte des Sojamehls
Verschiedene Varianten der Positivmedien wurden in Kultur von A. aegerita TM-A1
getestet, um die induzierenden bzw. stimulierenden Bestandteile des Sojamediums
einzugrenzen. Die festen Rückstände nach Extraktion des Sojamehls mit Aceton,
Cyclohexan und Ethylacetat führten zu einer deutlich verminderten Enzymaktivität
(nur 40-50% der Positivkontrolle, Abb. 5.11A). Sowohl der wässrige Extrakt von
Sojamehl als auch der nach der wässrigen Extraktion von Sojamehl verbleibende
Rückstand riefen in der Kultur etwa die Hälfte der Aktivität der Positivkontrolle
hervor (Abb. 5.11B). Man beachte den verspäteten pH- und Aktivitäts-Anstieg in
der Rückstandskultur.
Abb. 5.11.: Auswirkungen von Extraktionen des Sojamehls auf die UPO-
Aktivität
Sojamedium (2% w/v Sojasamenmehl; rote Kurven), zugehörige Extrak-
tionsrückstände (2% w/v) bzw. wässriger Extrakt (100%) jeweils aus
dem gleichen Inokulum beimpft. A: Extraktionen mit organischen Löse-
mitteln, B: Wässrige Extraktion.
5.1.4.3. Prüfung einzelner Sojabestandteile
Sojabohnen und einige daraus hergestellte Nahrungsmittel besitzen einen hohen Li-
pidgehalt. Sojalecithin (Phosphatidylcholin) wurde einem Negativmedium zugesetzt
und mit A. aegerita TM-A1 beimpft; es konnte keine höhere UPO-Aktivität als im
Negativmedium allein (~100U/L) beobachtet werden (Abb. 5.12A).
Neben Lipiden sind in Sojasamen auch Oligosaccharide der sogenannten Raffinose-
zuckerfamilie in hoher Konzentration enthalten. Diese wurden in Sojamilch durch
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eine Behandlung mit einem α-Galaktosidase-haltigen Enzympräparat abgebaut. Dies
führte zu einer erhöhten Biomassebildung und einer Steigerung der messbaren UPO-
Aktivität im Vergleich zur Kontrolle (Abb. 5.12B). Ein direkter Zusatz von Galaktose
(einem aus Raffinose entstehendem Spaltprodukt) zum unbehandelten Sojamilch-
medium bewirkte ähnliche Effekte wie die α-Galaktosidase-Behandlung selbst. Das
nach der Autoklavierung der Sojamilch im Medium verbleibende α-Galaktosidase-
haltige Enzympräparat hatte selbst keinen Einfluss auf die UPO-Bildung; dies wurde
durch Zusatz eines hitzeinaktivierten Präparats in unbehandelter Sojamilch bestätigt
(Daten nicht gezeigt). Ein Zusatz von Raffinose zum Negativmedium führte zu keiner
verstärkten UPO-Bildung (Daten nicht gezeigt).
Abb. 5.12.: Einfluß von Lecithin und Raffinosezucker auf die UPO-Aktivität
A: Sojalecithin in synthetischem Medium, drei Tage Vorkultur, aus
dem gleichen Inokulum beimpft. B: Behandlung von Sojamilch mit
α-Galaktosidase bzw. Zusatz von Galaktose; aus dem gleichen Inokulum
in Duplikaten angeimpft, Galaktosezusatz nur in einem Replikat; Daten
zu B aus [265].
Sojaproteine sind ausreichend, um eine Enzymproduktion auszulösen Eine von
den Proteinen abhängige UPO-Bildung wurde bereits früher vermutet [121, 125]. Pro-
teinreiche, jedoch sojafreie Negativmedien konnten tatsächlich bis zu einem gewissen
Grade die UPO-Bildung auslösen; insbesondere dann, wenn besonders viel Biomas-
se vorhanden war. Aus einer 4-tägigen Vorkultur wurde ein CD-Medium mit 2%
Fleischextrakt als Proteinquelle angeimpft. Dies führte zu einer Aktivität von fast
300U/L mit einem den Positivmedien vergleichbarem pH-Verlauf. Diese Erhöhung
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der Aktivität im Negativmedium (i. A. sonst maximal 150U/L) durch eine höhere
Biomassemenge fand sich auch im Positivmedium wieder (Daten nicht gezeigt).
Deutlich höhere Aktivitäten wurden nur in Negativmedien erreicht, welchen Soja-
proteine zugesetzt wurden. Die Abb. 5.13 zeigt eine Zunahme der gemessenen UPO-
Aktivität und Biomasse in Abhängigkeit von einer Sojaproteinquelle in einem syn-
thetischen Medium. Als Proteinquelle wurde Tofu verwendet mit einem höheren Pro-
teingehalt (48%) als Sojamehl oder Sojamilch (Tab. I.1 im Anhang I). Konzentratio-
nen von 2-4% Tofu regten die UPO-Bildung deutlich an, geringere Konzentrationen
bewirkten eine geringe Biomasse- und UPO-Bildung. Eine 6%-ige Tofukonzentra-
tion bewirkte zwar den deutlichsten Biomassezuwachs, jedoch auch einen Rückgang
der Aktivität. Ein kommerzielles Sojaproteinisolat (88% Proteingehalt, Tab. I.1) er-
brachte in einem vergleichbaren Test nur geringe UPO-Aktivitäten trotz guter bis
sehr guter Biomassebildung (Daten nicht gezeigt).
Der spezifische, partielle Abbau der in Sojamilch enthaltenen Proteine durch
Trypsin führte zu einer leicht höheren Aktivität als in der Kontrolle (Abb. 5.14A).
Dagegen wurde durch eine unspezifische (mutmaßlich nahezu vollständige) Degra-
dation der Proteine eine deutliche Abnahme der gebildeten UPO-Aktivität bewirkt
(Abb. 5.14B). Sowohl Trypsin als auch das für die unspezifische Hydrolyse eingesetzte
Peptidase-Gemisch „Pronase“ hatten als Proteinquellen selbst keinen Einfluß auf die
UPO-Bildung (Daten nicht gezeigt).
Sojasamen besitzen einen Proteingehalt von etwa 40%. Die beiden Hauptspeicher-
proteine β-Conglycinin und Glycinin machen zusammen etwa 50-60% davon aus.
Wie in Abb. 5.15 zu erkennen ist, genügt die Zugabe eines dieser beiden Prote-
ine zum synthetischen Negativmedium Czapek-Dox, um jeweils ein 50 bis 70%-iges
UPO-Aktivitätsniveau eines vergleichbaren Positivmediums auf Basis von Sojamilch
zu erreichen.
Die Induktion der Peroxygenase ist an den Protein-Abbau gekoppelt Die
Zugabe hoher Mengen der leicht resorbierbaren und stickstoffreichen Aminosäure
Glutamin bewirkte bei vergleichbarer Biomassebildung eine deutliche Abnahme der
Peroxygenase-Aktivität im Medium (Abb. 5.16). Bei einer hohen intrazellulären
Glutaminkonzentration reprimieren pilzliche Zellen den (extrazellulären) Stickstoff-
Katabolismus [286]. Daher lag die Vermutung nahe, dass die verringerte UPO-
Enzymbildung durch eine Hemmung des Stickstoff-Katabolismus bedingt wurde.
Es wurde für den Kulturtag 6 die Peptidase-Aktivität im Medium bestimmt, diese
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Abb. 5.13.: Abhängigkeit der UPO-Aktivität vom Sojaproteingehalt
Synthetisches Medium mit angegebenem Zusatz an Tofu. Drei Tage Vor-
kultur. In Triplikaten, Standardabweichung innerhalb von 20%. Die Bil-
der zeigen zwei Wochen alte Kulturen.
lag in den glutaminhaltigen Kolben um die Hälfte niedriger (7,8U/mL) als in der
Positivkontrolle.
5.1.4.4. Sekretierte Peptidasen
Eine hohe Aktivität von Peptidasen konnte im Kulturüberstand von A. aegerita
TM-A1 in sojahaltigen Medien beobachtet werden (Abb. 5.18 und Abb. G.1 im
Anhang G). Die während der chromatographischen Reinigung der UPO (aus dem
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Abb. 5.14.: Auswirkungen der Behandlung mit Peptidasen auf die UPO-
Aktivität
A: 24-stündige Trypsinierung des sterilen Sojamilchmediums gefolgt
von Autoklavierung und Inokulation mit dreitägiger Vorkultur. B: 17-
stündige Behandlung des sterilen Sojamilchmediums mit Peptidase-
Mischung „Pronase“ gefolgt von Autoklavierung und Inokulation (keine
Vorkultur), nur ein Replikat je Bedingung.
Kulturüberstand im Sojamedium) anfallenden Fraktionen wurden daher genutzt, um
diese sekretierten Peptidasen zu untersuchen (siehe Kap. 4.3.16).
Die vereinigten UPO-freien Fraktionen („SP-Fraktion“), welche im ersten chro-
matographischen Reinigungsschritt von einem starken Kationen-Austauscher (SP-
Sepharose) bei pH 4,5 eluiert wurden, wiesen eine hohe Peptidase-Aktivität auf
(Abb. 5.17). Diese Aktivität stammt von (mindestens) zwei Peptidasen mit einem
ungefähren Molekulargewicht von 20 bzw. 33 kDa und einem pI -Wert von > 4,5.
Im Durchlauf der UPO-haltigen Fraktionen des zweiten chromatographischen Rei-
nigungsschrittes (starker Anionen-Austauscher (MonoQ) bei pH 6,5) fanden sich ins-
gesamt fünf unterschiedlich große Peptidasen mit 20, 33, 56, 79 oder 132 kDa Moleku-
largewicht (Abb. 5.17) und einem pI -Wert von > 6,5. Das Zymogramm zeigte zudem
auch im Gelabschnitt oberhalb von 210 kDa Größe bis zur Geltasche proteolytische
Aktivität; dies kann durch eine unzureichende Trennung bzw. Überladung des Gels
erklärt werden, denn die SDS-PAGE zeigte in diesem Größenbereich keine Prote-
ine. Die proteolytische Aktivität dieser beiden genannten Fraktionen (SP-Fraktion,
MonoQ-Durchlauf) wurde neben dem Azocasein-Assay und dem Zymogramm auch
mit einem hochreinen, definiertem Substrat nachgewiesen. Innerhalb einer zweistün-
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Abb. 5.15.: Induktion von UPO durch Speicherproteine des Sojasamens
A: 2,4% β-Conglycinin in CD-Medium, vier Tage Vorkultur. B: 2,4%
Glycinin in CD-Medium, drei Tage Vorkultur.
Abb. 5.16.: Auswirkung von Glutamin auf die UPO-Aktivität
Vier Tage Vorkultur.
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Abb. 5.17.: Sekretierte Peptidasen von A. aegerita TM-A1
Links: Peptidasehaltige Fraktionen aus dem Kulturüberstand im Soja-
medium in einer SDS-PAGE, Größenstandard M. Rechts: Graustufen-
Darstellung eines caseinolytischen Zymogramms (5 h Inkubation): 3µg
Protein SP-Fraktion, 1 µg Protein MonoQ-DL (Durchlauf), die Größe der
sichtbaren Banden ist angegeben.
digen Inkubation bei 37°C wurden 2µg Rinderserumalbumin durch Aliquots beider
Fraktionen (mit je 1µg Proteingehalt) zu 94% der Ausgangsmenge abgebaut (Daten
nicht gezeigt). Die von der MonoQ-Säule eluierten UPO-haltigen Fraktionen ent-
hielten nur wenig proteolytische Aktivität; die UPO-freien Elutionen zeigten geringe
(Fraktion 1) bzw. ähnliche hohe (Fraktion 2) proteolytische Aktivität im Vergleich
zum MonoQ-Durchlauf (vgl. Abb. 4.11 auf Seite 90).
Kulturüberstände verschiedener Kulturtage wurden auf ihre Peptidase-Aktivität
untersucht (Abb. 5.18). Die Anwendung verschiedener Peptidase-Inhibitoren er-
möglichte die Zuordnung der gemessenen Aktivität zu verschiedenen Peptidase-
Klassen. Die Peptidase-Inhibitoren Pefabloc SC (Serin-Peptidasen) und E64 (Cystein-
Peptidasen) bewirkten keine Verringerung der Aktivität. Der in DMSO gelöste
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Abb. 5.18.: Sekretion von Aspartyl- und Metallo-Peptidasen in Sojamedien
Kulturüberstände aus Sojamilchmedium von Tag 8, 11 bzw. 25 wurden
mit Inhibitoren versetzt und für 30min inkubiert, in Duplikaten.
kommerzielle Inhibitormix bewirkte eine leichte Steigerung der Aktivität, diese
könnte durch das Lösungsmittel bewirkt worden sein. Die Zugabe von EDTA
(Metallo-Peptidasen und andere Peptidasen, die Kationen benötigen) und Pepsta-
tinA (Aspartyl-Peptidasen) verursachte eine deutliche Senkung der Aktivität. Daraus
kann geschlossen werden, dass der überwiegende Teil der gemessenen proteolytischen
Aktivität von Aspartyl- und Metallo-Peptidasen verursacht wird.
5.2. DyP-type-Peroxidasen
5.2.1. Sequenzen charakterisierter Enzyme
Die katalytischen Eigenschaften und die Peptidsequenzen (Tab. A.3 im Anhang auf
Seite 228) der gereinigten Enzyme von A. auricula-judae [138], E. glandulosa und
M. epipterygia [139] legten es nahe, dass diese Peroxidasen zur Superfamilie der
DyP-type-Peroxidasen gehören. Diese umfasste zum Zeitpunkt der Untersuchung vier
Sequenzen von charakterisierten pilzlichen Enzymen: die namensgebende DyP (Dye-
decolorizing Peroxidase) aus B. adusta, einen Vertreter aus T. albuminosus (TAP)
und zwei Enzyme aus M. scorodonius (MsP1, MsP2); später wurde noch ein Enzym
aus I. lacteus (IlaDyP) beschrieben [130, 134, 136, 140]. Aus einem Multiplen Align-
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ment der bekannten und hypothetischen pilzlichen DyP-type-Peroxidasen wurden
konservierte Aminosäurenpositionen identifiziert und zum Entwurf von 25 degene-
rierten Primern19 genutzt (Abb. 5.19). Diese Primer ermöglichten die Amplifikation
kompletter, zur DyP aus B. adusta homologer Gene (Details im Kap. 4.3.6). Am er-
folgreichsten erwiesen sich die Primer DyP-66-For, DyP-219-For, DyP-359-For und
DyP-480-Rev zur Amplifikation auf cDNA-Ebene. Die Bindungsstellen der Primer
DyP-219-For und DyP-359-For repräsentieren Bereiche der Hämumgebung in den
charakterisierten DyP-Enzymen. Die Sequenz von DyP-359-For schließt das essen-
tielle Histidin ein, welches die Imidazol-Gruppe für die Häm-Imidazol-Bindung zur
Verfügung stellt. Die erhaltenen, von den cDNA-Sequenzen abgeleiteten, vollstän-
digen Proteinsequenzen (AauDyP1, EglDyP1, MepDyP1) weisen zu allen charakte-
risierten pilzlichen DyPs eine hohe Aminosäuren-Identität auf (Abb. 5.20), besitzen
alle für die Funktion essentiellen Aminosäuren (Abb. 5.21) und zeigen ähnliche physi-
kochemische Eigenschaften (Tab. 6.3 im Diskussionsteil). Die ermittelten Sequenzen
sind damit eindeutig als echte DyP-type-Peroxidasen identifiziert.
AauDyP1 Die erhaltene cDNA-Sequenz des dyp1-Gens von A. auricula-judae
(1.705 nt) enthält 18 nt der 5’-untranslatierten Region (UTR), die für 509 Aminosäu-
ren kodierende Sequenz (1.527 nt) sowie die vollständige 3’-UTR (160 nt) einschließ-
lich des Poly(A)-Endes. Das durch die HiTAIL-PCR erhaltene genomische Fragment
des dyp1-Gens enthält 308 nt der Promotorsequenz und 413 nt (21%) des ORF. Im
genomischen Teilstück sind zwei Introns enthalten (mit 49 nt bzw. 47 nt Länge),
die der klassischen GT-AG-Regel folgen. Die Promotorsequenz stromaufwärts des
Startcodons enthält an Position -24 bis -20 eine INR-Region, an der Position -49
bis -45 ein TATA-Box-ähnliches Motiv gefolgt von einem BREd-ähnlichen Motiv.
Als proximale Promotorenmotive konnten eine CCAAT-Box (-68 bis -63) und eine
GC-Box (-184 bis -179) erkannt werden.
Für A. auricula-judae wurden in Flüssigkultur (Tomatensaft-Medium) zwei un-
terschiedlich große, katalytisch jedoch auffallend ähnliche DyP-type-Peroxidasen be-
schrieben (AjPI, AjPII) [138]. Die N -terminale Peptidsequenz von AjP1 passt zum
N -Terminus des AauDyP1-Proteins mit nur einer Abweichung (I anstelle von D). Ein
identisches De-novo-Peptid von AjP1 und AjP2 sowie die N -terminale Peptidsequenz
von AjPII passen perfekt in die vom dyp1-Gen abgeleitete Proteinsequenz. Da alle
bekannten Peptidsequenzen beider Enzyme (Tab. A.3) auf diese eine Proteinsequenz
19Sequenzen sind in Tab. B.12 im Anhang auf Seite 236 zu finden
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Abb. 5.19.: Degenerierte DyP-Primer
Schematische Karte der mRNA des dyp-Gens von Bjerkandera adusta
mit Namen, Positionen und Orientierungen der in dieser Arbeit entwi-
ckelten degenerierten Primer. Gelb markiert sind drei in der Hämum-
gebung liegende hochkonservierte Bereiche von DyP-Sequenzen (dista-
les GHEHFGFLDGI-Motiv mit Säure-Base-Katalysator Asp171, proxima-
le Hämbindungsstelle CPFGAH mit dem Eisen-Liganden His308, dista-
les RSSIPYGPE-Motiv mit Ladungsstabilisator Arg329 und oberflächen-
exponiertem Tyrosin Tyr334).
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zurückgeführt werden können, ist anzunehmen, dass beide Proteine Isoformen eines
Genprodukts (AauDyP1) sind. Das am N -Terminus um 109 Aminosäuren kürzere
AjPII-Protein könnte durch die Proteolyse aus dem AjP1-Protein hervorgegangen
sein (vgl. Abb. 5.21; alle essentiellen Aminosäuren sind in AjPII enthalten).
EglDyP1 Die erhaltene cDNA-Sequenz des dyp1-Gens von E. glandulosa (1.625 nt)
enthält die komplette für 501 Aminosäuren kodierende Sequenz (1.503 nt) und
die vollständige 3’-UTR (122 nt) einschließlich des Poly(A)-Endes. Das durch die
HiTAIL-PCR erhaltene genomische Fragment des dyp1-Gens enthält 145 nt der
Promotorsequenz und 1.165 nt (60%) der kodierenden Sequenz. Im ORF sind fünf
regelkonforme Introns enthalten (von 50-61 nt Länge). Die Promotorsequenz strom-
aufwärts des Startcodons enthält an Position -22 bis -18 eine INR-Region, an Position
-55 bis -48 eine TATA-Box sowie zwei GC-Boxen an den Positionen -90 bis -85 und
-126 bis -120. Alle sechs verschiedenen De-novo-Peptide mit insgesamt 103 Amino-
säuren (Tab. A.3) lassen sich durch übereinstimmende Massen eindeutig der abgelei-
teten Proteinsequenz zuordnen und bestätigen rund 23% des reifen Proteins. Eine
eindeutige N -terminale Sequenz konnte durch Edman-Degradation nicht ermittelt
werden. Es ergaben sich zwei Hauptsequenzen und eine Vielzahl an Nebensequen-
zen, die die Zuordnung schwierig machten. Von den theoretisch 124.416 möglichen
Varianten zeigten nur zwölf Varianten hohe Ähnlichkeiten zu bekannten DyP-type-
Peroxidasen im N -terminalen Bereich. Der von der EglDyP1-Proteinsequenz abge-
leitete N -Terminus SLNTDDIQGD findet sich in der Consensus-N -Terminus-Sequenz
(A/S/V)LN(L/T)(N/D)DIQGD fehlerfrei wieder.
MepDyP1 Die ermittelte cDNA-Sequenz des dyp1-Gens (1.867 nt) von M. epipte-
rygia enthält 19 nt der 5’-untranslatierten Region (UTR), die für 526 Aminosäuren
kodierende Sequenz (1.578 nt) sowie die vollständige 3’-UTR (270 nt) einschließlich
des Poly(A)-Endes. Das durch die HiTAIL-PCR erhaltene genomische Fragment des
dyp1-Gens enthält 429 nt Promotorsequenz und 600 nt (31%) der kodierenden Se-
quenz. Das genomische Teilstück enthält zwei Introns (mit 55 nt bzw. 60 nt Län-
ge). Die Promotorsequenz stromaufwärts des Startcodons enthält an Position -30
bis -26 eine INR-Region, an Position -56 bis -49 eine TATA-Box und eine GC-Box
an der Position -121 bis -116. Vier verschiedene De-novo-Peptide mit insgesamt 83
Aminosäuren (Tab. A.3) lassen sich zweifelsfrei durch Peptidmassen-Fingerprinting
der abgeleiteten MepDyP1-Proteinsequenz zuordnen und bestätigen damit 18% der
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Abb. 5.20.: Identitäts-Ähnlichkeits-Matrix charakterisierter und
hypothetischer pilzlicher DyP-Proteinsequenzen
Die ermittelten Sequenzen sind grün (charakterisierte Enzyme) bzw. grau
(hypothetische Enzyme) hinterlegt.
reifen Proteinsequenz. Eine eindeutige N -terminale Sequenz konnte durch Edman-
Degradation nicht ermittelt werden. Es ergaben sich zwei Hauptsequenzen von je
zehn Aminosäuren Länge. Von den theoretisch 1.024 möglichen Varianten zeigten
nur 16 Varianten hohe Ähnlichkeiten zu DyP-type-Peroxidasen im N -terminalen Be-
reich. Der Consensus-N -Terminus (DD(A/T)(V/L)(D/G)(I/V)DNIQ) lässt sich dem
von der MepDyP1-Proteinsequenz abgeleitetem N -Terminus DDALDIDNIQ zuordnen.
5.2.2. Sequenzen hypothetischer Enzyme
Im Transkriptom und Genom von A. aegerita TM-A1 wurden drei DyP-Gene iden-
tifiziert. Auch von A. pediades konnte durch Anwendung der degenerierten Primer
auf cDNA-Ebene ein DyP-Gen amplifiziert werden. Diese vier hypothetischen Prote-
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ine (AaeDyP1, AaeDyP2, AaeDyP3, ApeDyP1) zeigen zwar relativ hohe Sequenz-
Ähnlichkeiten zu den charakterisierten DyP-Enzymen (Abb. 5.20); sie sind jedoch
deutlich ähnlicher zu hypothetischen DyP-Sequenzen anderer Pilze und könnten da-
mit eine andere, bislang nicht untersuchte Sequenz-Unterfamilie repräsentieren. So
weist AaeDyP2 etwa 80% bzw. 66% Ähnlichkeit zu hypothetischen DyP-Proteinen
von Coprinopsis cinerea bzw. Phanerochaete carnosa auf. Die sich ähnelnden Prote-
ine AaeDyP1, AaeDyP3 und ApeDyP1 zeigen ~85% Ähnlichkeit zu einem putativen
DyP-Protein aus Galerina marginata und ~80% Ähnlichkeit zu einem hypothetischen
DyP-Protein aus Hebeloma cylindrosporum. Die Ähnlichkeiten spiegeln sich auch im
phylogenetischen Stammbaum der DyP-Sequenzen wider (Abb. 5.22). Für diese hypo-
thetischen Proteine konnten keine Signalpeptide vorhergesagt werden. Für das im
Vergleich lange Protein AaeDyP2 (651 Aminosäuren) wurde anhand des Alignments
der mögliche Anfang des reifen Proteins manuell ermittelt. Die hypothetischen Prote-
ine beinhalten ebenfalls alle essentiellen Aminosäuren mit einer Ausnahme. AaeDyP2
fehlt das in der H2O2-Spaltung als Protonenakzeptor dienende Aspartat; stattdessen
steht ein Glycin im Alignment. Ebenso fehlt eine weitere das H2O2-Molekül binden-
de Aminosäure; das hochkonservierte Phenylalanin (Abb. 5.21) ist durch ein Valin
ersetzt.
Im Genom des A.-aegerita-Stammes AaN wurden zu den drei DyP-Genen des Stam-
mes TMA1 orthologe Gene gefunden. Diese zeigen eine 87 bis 91%-ige Identität auf
Nukleinsäurebene und eine 96 bis 98%-ige Ähnlichkeit auf Proteinebene. Sowohl die
Zahl als auch die Position der Introns sind identisch. Die Sequenz und Länge der
Introns sind bei beiden nahezu identisch; ebenfalls stimmt der genetische Kontext
der Gene überein. Daher werden die DyP-Gene des Stammes AaN nicht gesondert
betrachtet.20
AaeDyP1 Die cDNA-Sequenz des dyp1-Gens von A. aegerita TM-A1 enthält die
vollständige 5’-UTR (72 nt), die für 490 Aminosäuren kodierende Sequenz (1.470 nt)
sowie die vollständige 3’-UTR (128 nt) ohne das Poly(A)-Ende. Die genomische Se-
quenz des dyp1-Genes (gefunden auf den Contigs 2322 und 2566 der Genomsequen-
zierung) unterscheidet sich an neun Nukleotidpositionen zur cDNA-Sequenz (99,4%
Identität), nur an einer Position wird dadurch die Aminosäuresequenz verändert. Die
20Im Genom des Stammes AaN wurde ein viertes hypothetisches DyP-Gen am äußersten Ende
eines Contigs gefunden. Es handelt sich um das 5’-Ende eines nur partiellen DyP-Gens (210
Aminosäuren, geschätzt 40% der kompletten Sequenz), das eine hohe Ähnlichkeit zu AaeDyP3
aufweist (76%-ige Nukleotid-Identität bzw. 86% Proteinähnlichkeit).
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durch die Genomsequenzierung erhaltene genomische ORF (1.816 nt) enthält sechs In-
trons (von 54-60 nt Länge). Die Promotorsequenz bis 800 nt stromaufwärts des Start-
codons weist an Position -93 bis -89 ein INR-Motiv auf, an Position -105 bis -98 ein
TATA-Box-ähnliches Motiv und enthält als proximale Elemente drei CCAAT-Boxen
(an den Positionen -777 bis -773, -760 bis -756, -512 bis -508), jedoch keine GC-Boxen.
AaeDyP2 Die cDNA-Sequenz des dyp2-Gens von A. aegerita TM-A1 umfasst die
vollständige, lange 5’-UTR (113 nt), die für 651 Aminosäuren kodierende Sequenz
(1.953 nt) sowie die vollständige 3’-UTR (98 nt) einschließlich des Poly(A)-Endes.
Die genomische Sequenz des dyp2-Genes (gefunden auf Contig 42) ist identisch zur
cDNA-Sequenz und enthält acht Introns (von 48-57 nt Länge) im kodierenden Bereich;
auffallend ist ein langes Exon von 830 nt. In der Promotorsequenz bis 400 nt strom-
aufwärts des Startcodons konnten Motive nicht eindeutig zugeordnet werden. An
Position -343 bis -336 wurde ein TATA-Box ähnliches Motiv erkannt, an der Position
-232 bis -228 eine mögliche CCAAT-Box. Auffallend an der abgeleiteten Proteinse-
quenz ist ein deutlich längerer N -Terminus, der keine Homologien zu den bekannten
DyP-Sequenzen aufweist. Diese ersten 155 Aminosäuren zeigen jedoch deutliche Ähn-
lichkeiten zu hypothetischen pilzlichen Proteinen, die eine „Von-Willebrand-Faktor-
A“-Domäne aufweisen, der eine Funktion in der Metallionenbindung zugeschrieben
wird. Die dyp2-Gensequenz wurde korrekt zusammengesetzt, da sowohl auf geno-
mischer als auch auf Ebene der cDNA (manuell gebildete Contigsequenz) dieselbe
Sequenz erhalten wurde.
AaeDyP3 Durch die Genomsequenzierung wurde ein drittes DyP-Gen (dyp3; theo-
retische Transkripte „g3073.t1“ und „g3073.t2“ auf dem Contig 200) gefunden, dem
zwei Reads der Transkriptomsequenzierung zugeordnet werden konnten. Eine kom-
plette, hypothetische cDNA-Sequenz wurde aus diesen zwei Reads, den vorhergesag-
ten theoretischen Transkripten und dem Vergleich mit BLAST-Ergebnissen ermit-
telt. Der genomische ORF (1.871 nt) enthält sieben Introns (mit 44-63 nt Länge). Die
CDS der hypothetischen cDNA (1491 nt) kodiert für 497 Aminosäuren. Die Promotor-
sequenz bis 400 nt stromaufwärts des Startcodons enthält an Position -84 bis -80 ein
INR-Motiv, an Position -164 bis -157 ein TATA-Box-ähnliches Motiv, jedoch keine
erkennbaren CCAAT- oder GC-Boxen.
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Abb. 5.21.: Multiples Alignment aller charakterisierten pilzlichen DyPs
Proteinsequenzen ohne Signalpeptid. Fe-bindendes Histidin ( ), H-
Brückenbindungspartner des Histidins ( ), Protonenakzeptor Aspartat
( ), Ladungsstabilisator Arginin ( ), oberflächen-exponiertes katalytisch
aktives Tyrosin bzw. Tryptophan ( ), H2O2-bindende Aminosäuren, zu-
geordnete N-terminale und De-novo-Peptidsequenzen. DyP =
Bjerkandera adusta DyP (Q8WZK8), MsP1, MsP2 = Mycetinis scorodo-
nius MsP1 (B0BK71), MsP2 (B0BK72), TAP = Termitomyces albumi-
nosus TAP (Q8NKF3), IlaDyP = Irpex lacteus DyP (cpop21, P87212).
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ApeDyP1 Die cDNA-Sequenz des dyp2-Gens von A. pediades enthält 23 nt der
5’-untranslatierten Region (UTR), die für 484 Aminosäuren kodierende Sequenz
(1.452 nt) sowie die vollständige 3’-UTR (150 nt) einschließlich des Poly(A)-Endes.
Das durch die HiTAIL-PCR erhaltene genomische Fragment (180 nt) am 5’-Ende
des dyp1-Gens von A. pediades enthält 23 nt der Promotorsequenz und 157 nt der
kodierenden Sequenz ohne Introns.
Abb. 5.22.: Phylogenetischer Baum charakterisierter und
hypothetischer DyPs
Enthalten sind alle charakterisierten pilzlichen DyPs sowie die in dieser
Arbeit ermittelten hypothetischen DyPs von A. aegerita TM-A1/AaN
und A. pediades. Als Außengruppen dienen die in E. coli rekombinant ex-
primierten DyPs aus den Cyanobakterien Nostoc sp. PCC7120 (AnaPx,
Q8YWM0) und Amycolatopis sp. 75iv2 (A75iv2-DyP2, K7N5M8) [144,
145]. Maximum-Likelihood-Baum (Lücken entfernt, 397 finale Positionen,
1000-fach Bootstrap) basierend auf einem Multiplen Alignment von 14
Sequenzen. Die Astlängen repräsentieren die Anzahl der Substitutionen
pro Position.
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5.2.3. Phylogenetische Analyse
Die in den vorherigen Kapiteln ermittelten Sequenzen der charakterisierten und hy-
pothetischen DyPs aus verschiedenen Basidiomyceten sowie die Sequenzen der be-
reits bekannten DyPs wurden genutzt, um neue, hypothetische HTP-Sequenzen in
öffentlich zugänglichen Sequenzdatenbanken zu identifizieren. Die 2.415 ermittelten
homologen Sequenzen (August 2015) enthalten 663 partielle und vollständige Sequen-
zen aus Pilzen. Die restlichen 1.752 Sequenzen (mit zwischen 27% (37%) bis 37%
(52%) Identität (Ähnlichkeit) auf Proteinebene zur DyP aus B. adusta) stammen
aus Bakterien, davon 45 aus Cyanobakterien.
Pilzliche DyP-Sequenzen finden sich ausschließlich in Basidiomyceten (412 Seq. von
101 Arten21) und Ascomyceten (196 Seq. von 108 Arten). Im Anhang D sind alle Ar-
ten aufgelistet. DyP-Sequenzen sind auffallend ungleichmäßig innerhalb der Dikarya
verteilt. So sind in der Datenbank des JGI 485 vollständige pilzliche Genome der
Dikarya enthalten, von denen nur 168 Arten DyP-Sequenzen aufweisen. Kodiert ein
pilzliches Genom DyP-Sequenzen, finden sich im Durchschnitt drei DyP-Gene darin,
maximal bis zu 24 Sequenzen (Rhizoctonia solani, Anhang D). In Ascomyceten finden
sie sich nur in der Unterfamilie der Pezizomycotina und somit nicht in Hefen oder
Spalthefen. Jedoch sind sie nicht in allen sequenzierten Genomen von Arten dieser
Unterfamilie vorhanden (z. B. nicht im Reispathogen Magnaporthe oryzae). Selbst in-
nerhalb einer Gattung und Untergattung kann es eine mosaikartige Verteilung geben.
So enthalten beispielsweise von 22 sequenzierten Arten der Gattung Aspergillus nur
13 Arten homologe Sequenzen22.
Mit den DyP-Sequenzen in Basidiomyceten verhält es sich ähnlich. Nur acht von
über 21 genomsequenzierten Arten der Rostpilze (Pucciniomycotina) kodieren homo-
loge Sequenzen. Die Brandpilze (Ustilagomycotina, >15 Genome) enthalten gar keine
homologen Sequenzen. In den Genomen der Unterfamilie Agaricomycotina (>87 Ge-
nome) sind zwar die meisten pilzlichen DyP-Sequenzen kodiert (141 Seq.), diese sind
jedoch ebenfalls ungleichmäßig verteilt. So enthält beispielsweise von drei genomse-
quenzierten Arten der Familie Agaricaceae nur eine Art (Macrolepiota fuliginosa) eine
homologe Sequenz; der Champignon (Agaricus bisporus) und der von den Blattschnei-
deameisen gezüchtete Leucoagaricus gongylophorus kodieren keine DyP-Sequenzen.
21Sowie 55 partielle den basidiomycetalen Sequenzen ähnliche Sequenzen aus Bodenproben (u. a.
aus dieser Arbeit, [256])
22Beispiele: Untergattung Circumdati, Sektion Nigri: A. niger (0 Seq.), A. carbonarius (1 Seq.),
Sektion Flavi: A. flavus (3 Seq.), A. oryzae (2 Seq.); Untergattung Fumigati, Sektion Fumigati:
A. fumigatus (0 Seq.), Sektion Clavati: A. clavatus (1 Seq.)
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Abb. 5.23.: Phylogramm von 196 (nach Qualität gefilterten) pilzlichen, charakteri-
sierten ( ) und hypothetischen DyP-Proteinsequenzen, aus der Daten-
bank GenBank und Ergebnissen dieser Arbeit (fettgedruckt) stammend.
Maximum-Likelihood-Analyse mit 100-fach Bootstrap, Bootstrap-Werte
<70 nicht gezeigt und entsprechende Äste zusammengefasst. Ascomyce-
ten in blau, Basidiomyceten in rot. Als Außengruppen dienen die zwei
rekombinant charakterisierten Proteine aus dem Cyanobakterium Nostoc
sp. PCC 7120 und dem Aktinobakterium Amycolatopsis sp. ATCC 39116.
Vertreter mit charakterisierter Kristallstruktur sind durch Pfeile gekenn-
zeichnet.
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Die eben genannten Arten besetzen eine ähnliche ökophysiologische Nische (sa-
probiontische Zersetzer, u. a. von stickstoffreicher Bodenstreu oder Kompost). Auch
zahlreiche basidiomycetale Mykorrhiza-Symbionten kodieren DyP-Sequenzen in ih-
ren Genomen (Amanita muscaria zwei Seq., Tricholoma matsutake neun Seq., Cor-
tinarius glaucopus sieben Seq.). Dagegen enthalten ascomycetale Mykorrhizapilze
(Trüffelarten Tuber melanosporum, Terfezia boudieri und Choiromyces venosus) kei-
ne DyP-Sequenzen. DyP-Sequenzen sind in vielen Genomen von Weißfäulepilzen zu
finden (z. B. Armillaria mellea vier Seq., Trametes versicolor zwei Seq., Pleurotus
ostreatus vier Seq.) und fehlen in den Genomen von ascomycetalen Weichfäulepilzen
(z. B. Chaetomium globosum, Hypoxylon sp.) sowie von Braunfäulepilzen (z. B. Ser-
pula lacrymans, Fomitopsis pinicola). Doch die Braunfäulniserreger Postia placenta
(zwei Seq.) und Fibroporia radiculosa (eine Seq.) sowie die Weißfäuleerreger Phae-
nerochate chrysosporium and Schizophyllum commune (beide keine homologen Seq.)
widersprechen diesem Muster. Dies gilt auch für Xylaria polymorpha (ascomycetaler
Weichfäulepilz mit einer DyP-Sequenz im Genom). Es lässt sich daher auch keine
ökophysiologisch begründete Verteilung von DyP-Sequenzen innerhalb der Dikarya
erkennen.
Nach Filterung der erhaltenen pilzlichen DyP-Sequenzen23 wurden 196 Sequenzen
(Abb. 5.23; ausschließlich GenBank-Daten) bzw. 385 Sequenzen (Abb.D.1 im An-
hang; Daten von JGI und GenBank) für die phylogenetische Analyse verwendet.
Es ist auffallend, dass bislang alle charakterisierten pilzlichen DyPs aus einem gut
gesicherten Clade mit ausschließlich basidiomycetalen Sequenzen stammen. Zudem
gruppiert sich die Mehrheit der ascomycetalen - bislang hypothetischen - Sequen-
zen ebenso in einem eigenen Clade. Ähnlich verhält es sich mit den Sequenzen der
Rostpilze.
5.3. Genom- und Transkriptomsequenzierung von
A. aegerita TM-A1 und AaN
Genome TM-A1 und AaN Die A.-aegerita-Stämme TM-A1 und AaN wurden an-
hand der Ergebnisse zur UPO-Produktion (Kap. 5.1.3) für eine Genomsequenzie-
rung ausgewählt. Die Genomsequenzen beider A.-aegerita-Stämme wurden mittels
der Halbleitersequenzierungstechnik (Ion-Torrent) aufgeklärt (Tab. 5.5). Beide Stäm-
23Entfernung unvollständiger bzw. falsch gespleißter Sequenzen und solcher, denen essentielle Motive
(vgl. Abb. 5.19) fehlen.
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me haben eine geschätze Genomgröße (die sich durch Summation der Längen aller
Contigs ergibt), welche sich im üblichen Größenbereich von Genomen anderer Basi-
diomyceten bewegt. Für den Stamm TM-A1 wurden 2.544.673 (gebündelte) Reads
erhalten (coverage rate 9,24). Mit Hilfe des Mira-Assemblers wurden daraus 4.252
Contigs erzeugt; 2.356 davon wurden auf 815 Contigs durch den Geneious-Assembler
verdichtet. Dies ergab 2.711 finale Contigs für diesen Stamm. Auf diesen Contigs
wurden 12.168 hypothetische, proteinkodierende Gene, 6.180 davon enzymkodierend,
vorhergesagt. Für den Stamm AaN wurden 2.717.858 (gebündelte) Reads erhalten
(coverage rate 13,26), welche zunächst zu 3.175 Contigs zusammengefügt wurden
(Mira-Assembler). Davon wurden 1.810 Contigs weiter zu 650 Contigs komprimiert
(Geneious-Assembler). Dies führte schließlich zu insgesamt 2.015 finalen Contigs für
diesen Stamm, welche insgesamt 10.719 proteinkodierende Gene enthalten, 5574 da-
von enzymkodierend.
Tab. 5.5.: Genome von A. aegerita TM-A1 und AaN
TM-A1 AaN
Gebündelte Reads 2.544.673 2.717.858
Coverage rate 9,24 13,26
Zahl der Contigs 2.711 2.015
Geschätzte Genomgröße 46Mbp 41Mbp
N50 37,2 kbp 38,5 kbp
N90 6,2 kbp 8,9 kbp
Kleinstes/größtes Contig [nt] 520/191.314 656/267.034
Proteinkodierende Gene 12.168 10.719
Proteinkodierende Genprodukte (inkl. Spleiß-
varianten) 17.510 15.485
Transkriptom TM-A1 Zusätzlich zur Genomsequenzierung des Stammes TM-A1
wurden die v. a. in Sojamedien aktiven Gene dieses Stammes durch eine Transkrip-
tomsequenzierung erfasst (Anhang J). Die durch eine Pyrosequenzierung erhaltenen
1.399.327 Sequenzen wurden zu 222.867 Reads (von durchschnittlich 355Nukleotiden
Länge) gebündelt (clustered). Die erhaltene coverage rate dieser Transkripte ist nicht
besonders hoch (~6,3 im Mittel); daher sind Sequenzfehler in den Sequenzen zu er-
warten. Die coverage rate schwankt zwischen 1- bis 712-fach. Ein Drittel der Reads ist
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nur 1-fach, ein weiteres Drittel nur 2- bis 4-fach verifiziert. Da die Normalisierung der
Transkriptbibliothek nur bedingt erfolgreich war (Abb. J.2 im Anhang), können aus
der unterschiedlich hohen coverage rate jedoch tendenzielle Rückschlüsse auf die Gen-
expression einzelner Gene in sojahaltigen Medien gezogen werden. Nahezu 90% der
verwendeten RNA stammen aus Biomasse von Sojamedien (Abb. J.1). Insgesamt fiel
auf, dass sich die überlappenden Reads der Transkriptomsequenzierung des Stammes
TM-A1 für einzelne Gene leicht unterscheiden (bis zu neun Nukleotidunterschiede).
Solche kleinen Unterschiede fanden sich auch in den „per Hand“ sequenzierten geno-
mischen und cDNA-Sequenzen und können auf leicht unterschiedliche Allele hinwei-
sen.
Inventar an Hämperoxidasen und anderen Enzymen Die Transkriptom- und
Genomsequenzierungen dienten vor allem dazu, alle UPO-Gene in den Stämmen
A. aegerita TM-A1 und A. aegerita AaN zu identifizieren (siehe Kap. 5.1.1). Eben-
falls wurden die gefundenen DyP-Sequenzen (im Kap. 5.2.2) detailliert ausgewertet.
Tabelle 5.6 gibt eine Übersicht über alle in den Genomen kodierten Hämperoxidasen.
In den Genomen kodiert finden sich Sequenzen aller bislang bekannten Peroxi-
dasen(super)familien mit pilzlichen Vertretern (vgl. Kap. 2.1.3). Zwei Gene aus
der Superfamilie der Cyclooxygenasen-Peroxidasen („Tierperoxidasen“) ko-
dieren Linolat-Diol-Synthasen (Linolat-Dioxygenasen). Diese stellen bifunktionale,
bislang nur in Pilzen beschriebene Enzyme mit zwei Domänen dar. Innerhalb der
N -terminalen Hämperoxidase-Domäne (aus der genannten Superfamilie) wird aus
dem Substrat Linolsäure ein Linolsäure-Hydroperoxid hergestellt, welches nachfol-
gend durch die C -terminale P450-Häm-Thiolat-Domäne zu einem Dihydroxy-Linolat
isomerisiert (hydroxyliert) wird. Beide Gene wurden im Stamm TM-A1 schwach im
Sojamedium exprimiert. Auch sind mehrere Vertreter der anderen großen Superfami-
lie, die Katalase-Peroxidasen („Pflanzenperoxidasen“), in zwei Familien (ClassI-
und ClassII-Peroxidasen) vertreten. Vier Gene aus der ClassI-Familie kodieren drei
mutmaßlich extrazelluläre Ascorbat-Peroxidase-ähnliche Enzyme („Hybrid-type B“
[47]) und eine hypothetische intrazelluläre Cyctochrom-c-Peroxidase; diese Gene
wurden im Stamm TM-A1 schwach exprimiert.
Aus der Familie der ClassII-Peroxidase-Gene finden sich vier kurze MnP-Gene in
den Genomen; drei davon stellen untypische24 MnPs dar. Obwohl zwei dieser MnP-
Gene im Stamm TM-A1 schwach transkribiert wurden, ließ sich eine entsprechende
24Nur zwei von typischerweise drei sauren Aminosäuren sind in der Mn-Bindungsstelle vorhanden.
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Tab. 5.6.: Inventar an Sequenzen für Hämperoxidasen von A. aegerita TM-
A1 und A. aegerita AaN
Für den Stamm TM-A1 ist die Anzahl der transkribierten Sequenzen im
Sojamedium angegeben.
Agrocybe aegerita TM-A1 AaN
Aktiv /
Gesamt
Gesamt
Häm-Thiolat-Peroxidasen/
Unspezifische Peroxygenasen
Gruppe I („Kurze“ HTPs/UPOs) 3/3 3
Gruppe II („Lange“ HTPs/UPOs) 20/22 15
DyP-type-Peroxidasen
Familie D 3/3 4
Peroxidase-Cyclooxygenasen („Tierperoxidasen“)
Linolat-Diol-Synthasen (Linolat-Dioxygenasen) 2/2 2
Peroxidase-Katalasen („Pflanzenperoxidasen“)
ClassI-Peroxidasen
Hybrid-B-Peroxidase 3/3 3
Cytochrom-c-Peroxidase 1/1 1
ClassII-Peroxidasen
„Kurze, untypische“ MnP 1/3 3
„Kurze, typische“ MnP 1/1 1
Katalasen
Clade2-Katalasen 1/1 1
Clade3-Katalasen 1/1 1
Caleosin-Peroxygenasen
ClassIII-Caleosine 1/1 1
Enzymaktivität in keinem getesteten Medium nachweisen. Vier ClassII-Gene sind
wenig im Vergleich zu typischen Holz- und Streuzersetzern (wie z. B. Phanerochaete
chrysosporium, 16 oder Agaricus bisporus, 9). Die Genome beider Stämme kennzeich-
nen A. aegerita daher als einen untypischen Streu- und Holzzersetzer. Dagegen findet
sich eine große Zahl an Laccase-Genen im Genom, welche auch transkribiert und
ins Kulturmedium sezerniert werden (bis zu 500U/L im Sojamedium). Pappelholz
als das vorrangige Substrat für die europäischen A. aegerita-Stämme ist ein weiches,
leicht abbaubares Holz.
Aus der Familie der (monofunktionalen) Katalasen wurden zwei (im Stamm
TM-A1 transkribierte) Gene aus den Clades (Unterfamilien) 2 und 3 ermittelt. Das
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Tab. 5.7.: Inventar von Sequenzen ausgewählter Enzyme von A. aegerita
TM-A1 und A. aegerita AaN
Für den Stamm TM-A1 ist die Anzahl der transkribierten Sequenzen im
Sojamedium angegeben. Die Angaben stammen aus einer automatischen
Analyse und wurden nicht manuell überprüft.
Agrocybe aegerita TM-A1 AaN
Aktiv / Gesamt Gesamt
Laccasen/Multikupfer-Oxidasen 8/20 14
P450-Enzyme 82/177 162
Peptidasen 185/212 173
Metallo-Peptidasen 41/48 44
Aspartyl-Peptidasen 3/9 2
Aminosäure-Oxidasen 5/6 4
Glykosidasen 98/237 208
mutmaßliche Genprodukt des phylogenetisch älteren Clade2-Katalase-Gens enthält
ein Signalpeptid. Schließlich wurde in beiden Stämmen je ein Gen für Caleosin-
Peroxygenasen aus der auf Dikarya beschränkten Unterfamilie der ClassIII-
Caleosine ermittelt. Insgesamt fiel auf, dass alle untersuchten Peroxidase-Sequenzen
in beiden A.-aegerita-Stämmen (bis auf die erwähnten UPO-Sequenzen und eine
DyP-Sequenz) eine auffallend hohe Identität auf Nukleotidebene zueinander aufwei-
sen, die je nach verglichenem Gen zwischen 70% (MnP2-Gen) und nahezu 100%
(Hybrid-B-1-Gen) Identität schwankt. Die Intronanzahl und -position ist in allen,
der genetische Kontext in nahezu allen verglichenen Genen identisch. Daher lassen
sich die meisten der untersuchten Peroxidase-Sequenzen beiden A.aegerita-Stämmen
zuordnen und entsprechen daher orthologen Genen.
Neben Peroxidase-Genen besitzen beide Stämme 14 bzw. 20 Sequenzen für Laccasen
bzw. Multi-Kupfer-Oxidasen, vier bzw. sechs Sequenzen für l- und d-Aminosäure-
Oxidasen, über hundert Sequenzen für Peptidasen und Cytochrom-P450-Enzyme so-
wie mehrere hundert Sequenzen, welche Glykosidasen kodieren (Tab. 5.7). Im Ge-
gensatz zu den Peroxidase-Sequenzen wurden die Anzahl und die Sequenzen dieser
Genmodelle durch eine automatische Analyse bestimmt und noch nicht manuell über-
prüft; sie sind daher als vorläufige Ergebnisse zu werten.
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5.4. Hämperoxidasen in Umweltproben
Im Rahmen des DFG-Schwerpunktprogramms (SPP1374) „Exploratorien zur funk-
tionellen Biodiversitätsforschung“ [211] bearbeiteten die Doktoranden Danuta Kap-
turska, Witoon Purahong und der Autor gemeinsam die Frage, welche Faktoren die
Zersetzung von Laubstreu in Wäldern bzw. Forsten beeinflussen (Teilprojekt „FU-
PERS“). Vier Untersuchungsgebiete mit unterschiedlich starker Nutzung durch den
Menschen (Naturpark, Altersklassenwald, Plenterwald, Altersklassen-Fichtenforst
mit Laubbaumanteil) im Exploratoriumsgebiet „Hainich-Dün“ wurden ausgewählt.
An diesen Stellen wurden frisch gefallene Laubblätter im Oktober 2009 gesam-
melt und für eine 473-tägige Untersuchungsreihe in Streubeuteln verwendet. Auf
dieses Streubeutelexperiment, welches physiko-chemische und enzymatische Daten
(Laccase-Aktivität, Mn-abhängige und Mn-unabhängige Peroxidase-Aktivität) zum
Laubabbau, jedoch keine molekularbiologischen Daten zu Peroxidasen lieferte, wird
in dieser Arbeit nicht näher eingegangen. Die Details und die Ergebnisse der Studie
wurden veröffentlicht [251, 252, 253] bzw. befinden sich im Revisionsprozess [254].
Mittels degenerierter Primer (Tab. B.18) wurden in Streuproben aus den genann-
ten vier Untersuchungsgebieten (mit je drei biologischen Replikaten) des Hainich-
DünExploratoriums in Zusammenarbeit mit Harald Kellner aktive Gene (Trans-
kripte) von „kurzen“ UPOs, DyPs und MnPs ermittelt (vgl. Kap. 4.3.14) [256].
UPO-Sequenzen wurden in 67%, DyP-Sequenzen in 10% und MnP-Sequenzen in
92% der Proben amplifiziert. Mit Ausnahme von DyP-Sequenzen (drei Seq.), die
nur im Altersklassenwald zu finden waren, konnten UPO- (2-4 Seq. je Plot) und
MnP- (2-6 Seq. je Plot) Sequenzen in jedem der vier Untersuchungsgebiete aus der
Streuschicht-cDNA amplifiziert werden. Für die Mangan-Peroxidasen wurde in den
zugehörigen Streuproben auch die entsprechende enzymatische Aktivität (90-166mU
je g Trockenmasse Streu) nachgewiesen. Diese ausschließlich von Pilzen kodierten
Gene für kurze Unspezifische Peroxygenasen25, DyP-type-Peroxidasen (Familie D)
und Mangan-Peroxidasen sind demnach in der Streuschicht deutlich exprimiert. Dies
weist auf eine biologische Bedeutung dieser Enzyme für die pilzliche Physiologie
und Ökosystemprozesse hin. Infrage kommen in diesem Zusammenhang vor allem
Abbau-, Umbau- und Detoxifikationsprozesse (Lignin, Humus, Pflanzeninhaltsstoffe,
Phytoalexine, mikrobielle Metabolite).
25Die erhaltenen Sequenzen von GruppeI-HTPs unterscheiden sich deutlich von denen aus Oomy-
ceten bzw. Kieselalgen bekannten Sequenzen.
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6. Diskussion
6.1. Sekretorische Peroxidasen aus Pilzen
Peroxidasen werden aufgrund ihres Aufbaus in hämfreie und hämhaltige Enzyme
unterteilt, ohne dass eine evolutionäre Beziehung zwischen beiden Gruppen besteht
[22]. Hämfreie Peroxidasen enthalten in ihren aktiven Zentren oft einzelne Metall-
atome, welche direkt über die Aminosäuren des Enzyms verankert sind, wie z. B. in
den Vanadium-Haloperoxidasen von Ascomyceten, Algen und Bakterien [24] oder in
den bakteriellen Mangan-Katalasen [86]. Andere hämfreie Peroxidasen nutzen Halb-
metalle bzw. verzichten ganz auf Metalle und führen ihre Katalysen mittels Selenol-
grupen von Selenocystein- bzw. Thiolgruppen von Cysteinaminosäureresten durch,
wie dies z. B. in den weitverbreiteten, der Wahrnehmung und dem Abbau von Per-
oxiden dienenden intrazellulären Thiolperoxidasen und Peroxiredoxinen der Fall ist
[237, 233, 234]. Die überwiegende Zahl der bekannten Peroxidasen gehört jedoch zu
den hämhaltigen Enzymen. Es sind derzeit etwa 17.000 verschiedene Sequenzen von
Hämperoxidasen bekannt, die sich in vier Superfamilien und fünf Familien aufteilen
(Kap. 2.1.3).
Interessanterweise werden sekretierte Peroxidasen mehrheitlich von Pilzen pro-
duziert. Sie dienen den Pilzen zur Gewinnung von Nährstoffen, der chemischen
Abwehr oder unbekannten biologischen Funktionen.1 Die Tab. 6.1 zeigt eine Über-
sicht aller bekannten pilzlichen, sekretorischen Peroxidasen. Die ClassII-Peroxidasen
(Kap. 2.1.3.2) aus verschiedenen Basidiomyceten, die Chlorperoxidase des Asco-
myceten Caldariomyces (Leptoxyphium) fumago und die hämfreien Vanadium-
Haloperoxidasen der Ascomyceten Curvularia inaequalis [293] und Embellisia di-
1Ausserhalb des Reichs der Pilze werden die der unspezifischen Abwehr von Pathogenen
dienenden Chordaten-Peroxidasen (Peroxidase-Cyclooxygenasen-Superfamilie) sekretiert (z. B.
Lactoperoxidase in Speichel und Milch) [34, 35]. Einige ClassIII-Peroxidasen (Peroxidase-
Katalase-Superfamilie) finden sich ebenfalls extrazellulär; diese sind gebunden an die Zellmem-
bran/Zellwand von Wurzeln von Weizen, Erbsen und Mais [290, 291, 292]. Diese ausgeschiedenen
Enzyme dienen der Abwehr und sind in Prozesse des Wurzelwachstums sowie der Ligninbildung
involviert.
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dymospora [294] waren lange Zeit die einzigen bekannten, sekretorischen Peroxidasen
aus Pilzen.
Im Jahr 2004 wurde am IHI Zittau eine neuartige, sekretorische Peroxidase aus
dem Blätterpilz Agrocybe aegerita TM-A1 isoliert und biochemisch charakterisiert,
die zur erwähnten Chlorperoxidase aus Caldariomyces (Leptoxyphium) fumago spek-
troskopische und katalytische Ähnlichkeiten aufwies. Weitere ähnliche Peroxidasen
aus anderen Blätterpilzen (Agaricales) wurden kurz darauf beschrieben und begrün-
deten die neue Peroxidase-Superfamilie der Häm-Thiolat-Peroxidasen (Kap. 2.2). Die
später als DyP-type-Peroxidasen (oder Dye-decolorizing-Peroxidasen) benannten, ex-
trazellulären Enzyme des Porling (Polyporales) Bjerkandera adusta wurden 1999 ent-
deckt. Weitere Enzyme dieser Art wurden später sowohl biochemisch als auch in ihrer
Sequenz charakterisiert (Kap. 2.3). In dieser Arbeit wurden diese zwei jüngsten Super-
familien von Hämperoxidasen (Häm-Thiolat- und DyP-type-Peroxidasen) genetisch
untersucht.
6.2. Häm-Thiolat-Peroxidasen
Häm-Thiolat-Peroxidasen gehören zweifellos zu den vielseitigsten Biokatalysatoren.
Lange Zeit war nur ein einziges Enzym dieser Art bekannt — die Chlorperoxidase
(CPO, EC 1.11.1.10) des Ascomyceten Caldariomyces (Leptoxyphium) fumago (Erst-
beschreibung 1959, [119]). 45 Jahre später wurden entfernt verwandte Enzyme aus
den Blätterpilzen Agrocybe aegerita, Coprinellus radians und Coprinopsis verticil-
lata isoliert und charakterisiert [122, 123]. Sie besitzen ein außergewöhnliches Po-
tential zur Oxyfunktionalisierung von organischen Verbindungen und wurden später
unter dem Namen Unspezifische Peroxygenasen (UPO, EC 1.11.2.1) ins EC-System
aufgenommen. UPOs ähneln in einigen katalytischen und spektroskopischen Eigen-
schaften der Chlorperoxidase. Beide Enzyme sind Hämenzyme, welche das Hämeisen-
ion über eine Thiolat-Bindung komplexieren. Sie haben im reduzierten Zustand als
CO-Komplex eine typische Soretbande bei 445-450 nm und ähneln damit intrazellu-
lären Cytochrom-P450-Enzymen (ebenfalls Häm-Thiolat-Enzyme [125, 115]). Sowohl
UPOs als auch die CPO sind zu einer beeindruckenden Zahl an Oxyfunktionalisie-
rungsreaktionen in der Lage, für die auch P450-Enzyme bekannt sind [115, 20]. Je-
doch sind UPOs und die CPO stabile, extrazelluläre, selbst-genügsame Peroxidasen,
welche nur Wasserstoffperoxid für ihre Funktion brauchen (im Gegensatz zu den meis-
2Eine Übersicht über alle charakterisierten ClassII-Peroxidasen gibt Tab. E.1 im Anhang.
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Tab. 6.1.: Übersicht über die pilzlichen, sekretorischen Peroxidasen
[Stand September 2015, Eigene Darstellung]
Charakt.
Enzyme 3D-Strukturen Seq. Anmerkungen
6
AaeUPO 2YOR
CfuCPO 1CPO
MroUPO
(unveröffentlicht)
>3.000 Kap. 5.1.2, S. 110
8 BadDyP 3AFV
AauDyP 4AU9
>600 Kap. 5.2.3, S. 135
1212 3 MnPs, 3 LiPs,
2VPs, 1 GP
~ 1.053
(Basidio-
myceten).
~774
(Ascom.)
Kap. 2.1.3.2, S. 23
Gereinigte Enzyme
aus 44 Basidiomyceten
(Tab. E.1)
Enzymaktivitäten in 49
weiteren Basidiomyceten
(Tab. F.1)
2 C. inaequalis:1IDQ ~75
Seq. in 38 ascomycetalen
Arten, nicht in Hefen; 700
Seq. außerhalb von Pil-
zen: 5 Stramenopiles-, 6
Algen-, 444 Bakterienspe-
zies): Sequenzähnlichkei-
ten zu Phosphatasen
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ten P450-Enzymen, welche das teure und empfindliche Kosubstrat NAD(P)H benöti-
gen). Daher stehen UPOs/CPO im Fokus angewandter, biotechnologischer Forschung
[118, 115, 117]. Nachdem die Gensequenz der UPO aus A. aegerita aufgeklärt worden
war (siehe Kap. 5.1.1, [228]), wurde deutlich, dass UPOs und die Chlorperoxidase tat-
sächlich echte homologe Enzyme - jedoch aus verschiedenen Untergruppen - darstel-
len. In der phylogenetischen Analyse der bekannten Proteinsequenzen dieser Enzyme
und der Vielzahl von hypothetischen, homologen Sequenzen aus Genomsequenzie-
rungen von Pilzen (siehe Kap. 6.2.4, [228, 57]) offenbarte sich eine Superfamilie
der Häm-Thiolat-Peroxidasen. Die Tab. 6.2 zeigt die Eigenschaften der derzeit
sechs charakterisierten Häm-Thiolat-Peroxidasen; von drei dieser Enzyme wurde die
Tertiärstruktur aufgeklärt [257, 258].
Tab. 6.2.: Eigenschaften charakterisierter HTP-Proteine
Angaben bezogen auf reife Proteine ohne Signalpeptid. AS = Aminosäu-
ren, in Klammern Vorläuferprotein; MW = experimentell ermitteltes Mo-
lekulargewicht der Monomere; MW und pI in Klammern berechnet ohne
Glykosilierung und Häm. Zahl der Glykosilierungsstellen sind theoretisch
berechnet, es sei denn Referenzen sind angegeben.
Protein
Länge
[AS]
MW
[kDa]
pI
N -Glykosilierungs-
stellen
Referenzen
AaeUPO
(AaPII-Isof.)
328
(371)
46a
(35,9)
4,9-6,1a
5-6 (N -Acetyl-
glucosamin,
α- & β-Mannose)b
a[122, 181] b[258]
CraUPO
(CrPII-Isof.)
332
(381)
43c
(36,7)
4,2c 6 c[123]
CveUPO (B1-Isof.)
325
(372)
42d
(35,9)
(6,1) 2
d[R.Ullrich,
persönliche
Mitteilung]
ApaUPO (MonoQ-
III-Isof.)
330
(373)
45f
(36,2)
7,4f 3
f[R.Ullrich,
persönliche
Mitteilung]
MroUPO
236
(264)
32d
(25,6)
5,0-5,3d
3 (N -Acetylglucos-
amin, Mannose)e
d[124]
e[K. Piontek,
persönliche
Mitteilung]
CPO (A-Isof.)
298
(373)
42g
(32,6)
~4,0h
3xN -,
11xO-Glyko-
silierungi
g[288] h[289]
i[257]
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6.2.1. UPO-Geninventar und -expression im
Agrocybe-aegerita-Multispezieskomplex
Stammspezifisches Geninventar Es wurden mehrere Stämme von A. aegerita
auf das UPO-Geninventar und auf eine entsprechende Enzymaktivität untersucht
(Kap. 5.1.1.1, 5.1.1.3; Abb. 5.9 auf Seite 117). Es stellte sich heraus, dass auschließlich
Stämme aus dem „asiatisch-ozeanischen“ Clade eine deutliche Enzymaktivität zeig-
ten. Obwohl alle untersuchten europäischen Stämme homologe Sequenzen besitzen
(bis zu ~70% Ähnlichkeit zum upo1-Gen von A. aegerita TM-A1), finden sich keine
(offensichlichen) Orthologa zum upo1-Gen. Das heißt, auch die Kombination aus den
tandemartig organisierten Peroxygenase-Genen upo1 und upo3 ist nicht vorhanden.
Die Abb. 6.1 stellt die Verwandschaft der UPO-Gene der in dieser Arbeit genom-
sequenzierten Stämme TM-A1 („asiatischer“ UPO-Produktion-Modellstamm) und
AaN (europäischer Stamm, der kaum UPO sekretiert) dar. Wie zu erkennen ist, sind
alle kurzen sowie mehrere lange UPO-Gene beider Stämme ortholog zueinander. Dies
spiegelt sich in der hohen Ähnlichkeit auf Ebene der Aminosäuren und im geneti-
schen Kontext dieser Gene wider (Daten nicht gezeigt). Nur sieben lange UPO-Gene
beider Stämme sind ortholog zueinander.3 Daher gibt es in beiden Stämmen lange
UPO-Gene, die keine eindeutige Entsprechung im jeweils anderen Stamm haben. Die
drei kurzen UPO-Gene beider Stämme sind sich auffallend ähnlich und zweifelsfrei
ortholog zueinander.4
Promotorbereiche Der Vergleich der kodierenden UPO-Sequenzen ergibt keine ein-
deutigen Unterschiede zwischen „asiatischen“ und europäischen Stämmen. Allerdings
könnte es spezifische Promotor-Motive in den UPO-Sequenzen geben, die eine ent-
scheidende Funktion in der UPO-Regulation haben. In ihrer Masterarbeit analysierte
Kim Chi Hoang die Promotorbereiche der UPO-Gene der Stämme TM-A1 und AaN
[303]. Die Promotorsequenz-Analyse von 41 UPO-Sequenzen ergab zwar keine stamm-
spezifischen Unterschiede, jedoch starke Unterschiede zwischen langen und kurzen
UPO-Sequenzen. Innerhalb der 37 Promotoren langer UPO-Sequenzen (Abb. 6.2)
wurden acht Motive identifiziert, die in nahezu allen proximalen Promotorsequenzen
(400 nt stromaufwärts des Start-Codons) langer UPO-Gene in gleicher Reihenfolge zu
finden sind. Diese beinhalten „klassische“ proximale Motive wie die TATA-, CCAAT-,
3upo11/upo6 (TM-A1/AaN), upo10/upo3, upo6/upo15, upo9/upo11, upo8/upo13, upo7/upo4,
upo4/upo7
4upo14/upo16 (TM-A1/AaN), upo15/upo17, upo16/upo18
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Abb. 6.1.: Phylogenie der UPO-Gene der Stämme A. aegerita TM-A1 und AaN; links
Cladogramm, rechts Phylogramm. Die Chlorperoxidase von C. fumago
(CPO, AJ300448) dient als Außengruppe. Von den Genvarianten einiger
langer UPO-Sequenzen des Stammes TM-A1 ist nur jeweils eine gezeigt.
Maximum-Likelihood-Analyse (JTT-Matrix) mit 100-fachem Bootstrap,
46 Proteinsequenzen, Lücken paarweise entfernt, 183 informative Positio-
nen, Bootstrap-Werte< 60 nicht gezeigt. Äste orthologer Gene grün (lan-
ge) bzw. rot (kurze UPO-Gene) gefärbt.
GC- und GAGA-Boxen und zudem GCCAAG-, TTTCC- und TCAAA-Motive. Im
Gegensatz dazu sind die Promotoren von kurzen UPO-Sequenzen nicht einheitlich.
Bemerkenswert ist, dass das GAGA-Motiv in sowohl langen als auch kurzen UPO-
Sequenzen vorhanden ist.
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Die Promotor-Sequenzen von orthologen Genen weisen eine höhere Ähnlichkeit
(61-78%) auf als die von paralogen Genen (<50%). UPO-Sequenzen des Stammes
TM-A1, welche eine sehr hohe Ähnlichkeit zueinander aufweisen („Varianten“ bzw.
„Allele“ eines Gens, vgl. Ergebnisteil auf Seite 93), zeigen ebenso eine hohe Überein-
stimmung in ihren Promotorsequenzen (71-89% Identität). Ein Vergleich mit den
UPO-Promotorsequenzen von Basidiomyceten, die nachweislich UPO produzieren
(C. radians, M. rotula), und dem Promotor eines langen UPO-Gens aus Coprinop-
sis cinerea (NW_003307534) ergab die gleichen Motive wie bei den langen UPOs
von A. aegerita. [303]
Abb. 6.2.: Verteilung der Promotormotive (Kern- und proximale Region) langer
UPO-Sequenzen der A.-aegerita-Stämme TM-A1 und AaN. Sequenz-
varianten eines Gens sind mit „Var.“ bezeichnet. Blau markiert sind or-
thologe Gene, rot hervorgehoben ist das upo1-Gen des Stammes TM-A1.
Abbildung modifiziert aus [303].
Bislang können weder vom kodierenden Bereich noch von der Promotorregion der
UPO-Gene Schlüsse auf die Regulation der Genexpression gezogen werden. Sowohl
der „asiatische“ Produktionsstamm TM-A1 als auch der europäische Stamm AaN
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unterscheiden sich hier nur unwesentlich. Zwar gibt es kein orthologes Gen zu upo1
von TM-A1 im Stamm AaN, jedoch erklärt dieser Unterschied nicht die fehlende
Expression im europäischen Stamm. Auch ein einfacher Gendosis-Effekt reicht als
Erklärung nicht aus, da beide Stämme ähnlich viele Sequenzen kodieren. Es könn-
te weitere noch unbekannte (proximale und distale) Promotormotive geben, die die
Genaktivität steuern. Es ist unwahrscheinlich, dass beide Stämme unterschiedliche
Transkriptionsfaktoren kodieren, jedoch wäre ein stammspezifischer Aktivator eines
Transkriptionsfaktors denkbar. Zur Bestätigung dieser Ergebnisse und um eventuelle
unbekannte Motive, die innerhalb eines Gens (oftmals in Introns) wirksam werden
könnten, für das upo1-Gen von TM-A1 auszuschließen, wäre die rekombinante Ex-
pression des upo1-Gens von TM-A1 (inklusive des bekannten Promotors) im Stamm
AaN aufschlussreich.
6.2.2. Induktion der Unspezifischen Peroxygenase
in A. aegerita TM-A1
Die Fähigkeit zur Sekretion von Peroxygenase in bestimmten Medien ist spezifisch
für einzelne Stämme von Agrocybe aegerita (vgl. Abb. 5.9). Die getesteten Stäm-
me von A. aegerita stellen unterschiedliche Äste im Agrocybe-aegerita-Multispezies-
Komplex dar. Bislang konnte nur in Stämmen mit asiatisch-ozeanischem Ursprung
Peroxygenase-Produktion beobachtet werden. Die Kultivierung der Stämme auf dem
natürlichen Substrat des Pilzes (Pappelholz, -laub und -samen) führte weder in asiati-
schen noch in den europäischen Stämmen zur Peroxygenase-Sekretion. Dagegen führt
die Kultivierung in sojahaltigen Medien zur Induktion der Peroxygenase in jedem ge-
testeten Stamm von A. aegerita asiatischen Ursprungs.
Agrocybe aegerita TM-A1 ist der Modellorganismus für die UPO-Produktion. Erste
Hinweise auf dieses Enzym wurden bereits im Jahre 1995 zufällig bei einem Routine-
screening auf lignolytische Peroxidasen durch den aus Indien stammenden Dokto-
randen Ramesh Chandra Upadhyay an der Universität Jena gefunden [120]. Auf der
Suche nach Lignin-Peroxidase-Aktivität5 im Kulturmedium von A. aegerita TM-A1
verwendete er statt des sauren Puffers irrtümlich einen Puffer im neutralen pH-
Bereich. Nachfolgende Versuche, dieses unbekannte Enzym näher zu charakterisie-
ren, scheiterten zunächst, da der Pilz in den damals verwendeten Medien nur geringe
Enzymaktivitäten zeigte. Erst acht Jahre später gelang es (durch den Einsatz einer
Sojamehlsuspension in Wasser), hohe Enzymaktivitäten in Kulturüberständen von
5Oxidation von Veratrylalkohol zu Veratrylaldehyd im sauren pH-Bereich
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A. aegerita TM-A1 zu induzieren und das Enzym aus dem Medium zu reinigen und
erstmals biochemisch zu charakterisieren [121, 122, 125].
Einen detailierten Überblick über die seitdem gewonnenen Erkenntnisse zur Phy-
siologie und zur Induktion von UPO-Aktivität von A. aegerita TM-A1 in sojahaltigen
Medien geben die Kapitel G und H im Anhang. Die Induktion der UPO-Aktivität be-
treffend, lassen sich diese Fakten so zusammenfassen: A. aegerita TM-A1 zeigt in der
Schüttelkultur in Sojamedien einen charakteristischen pH-Verlauf, der v. a. auf einen
Anstieg von NH4 -Ionen im Medium zurückzuführen ist. Gleichzeitig mit dem Anstieg
des pH-Wertes steigt die Expression des upo1-Gens (welches die UPO-Hauptfraktion
AaPII im Medium kodiert) und zeitlich versetzt die messbare UPO-Aktivität im Me-
dium. Ammonium als Aminosäuren-Abbauprodukt wird vermutlich entweder von den
Zellen selbst sekretiert oder es entsteht durch Wirkung intrazellulärer Aminosäure-
Lyasen oder extrazellulärer l-Aminosäuren-Oxidasen.6 Diese freien Aminosäuren so-
wie kurzkettige Peptide (< 2 kDa) im Medium sind Folge des schnellen Abbaus der
Sojaproteine durch die in hoher Konzentration ins Medium sekretierten Metallo- und
Aspartyl-Peptidasen.7 Für die Induktion der Peroxygenase ist die Anwesenheit be-
stimmter Proteine des Sojasamens (der Speicherproteine β-Conglycinin und/oder
Glycinin) in einem synthetischen Medium ausreichend. Nahezu alle weiteren Sojabe-
standteile (andere Proteine, strukturelle und nicht-strukturelle Kohlenhydrate, Fette
und weitere in geringerer Konzentration vorliegende Nicht-Nährstoff-Komponenten)
konnten als mögliche Induktoren ausgeschlossen werden. Die in hoher Konzentration
in Sojasamen vorkommenden Isoflavone konnten bislang nicht abschließend falsifiziert
werden.
Bei Anwesenheit von hohen Konzentrationen von für den Pilz leicht verfügbaren
Stickstoffquellen wie Ammonium [266] oder Glutamin (Abb. 5.16) im Sojamedium
sinkt die proteolytische Aktivität im Medium und die Bildung von UPO wird
„unterdrückt“. Diese beobachtete Kopplung der UPO-Induktion an den Stickstoff-
Katabolismus8 spricht für Sojaproteine bzw. Proteinbestandteile als die hinreichende
Bedingung. Diese Daten führen den Autor zu der Hypothese, dass die extrazellulären
6Aminosäuren-Oxidasen (auch Desaminasen genannt) nutzen Sauerstoff (O2) als Elektronen-
Akzeptor, um Aminosäuren zu α-Ketosäuren, Ammonium und H2O2 umzusetzen.
7Eine ähnlich hohe Peptidase-Aktivität in Sojamedien wurde für alle getesteten UPO-positiven
und -negativen A.-aegerita-Stämme nachgewiesen.
8Die intrazelluläre Konzentration an Glutamin repräsentiert den N -Status der pilzlichen Zelle; bei
einer hohen Konzentration werden bevorzugt reduzierte Stickstoffquellen wie Ammonium oder
Glutamin verwendet, wenn verschiedene N -Quellen zur Verfügung stehen (Stickstoff-Metabolit-
Repression) [286].
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Abbauprodukte der Speicherproteine (wahrscheinlich kurzkettige Peptide mit
spezifischer Sequenz) als Induktoren der Peroxygenase dienen könnten, nachdem
diese in die Pilzzelle internalisiert wurden.
6.2.3. Biologische Funktion
Die biologische Funktion der Häm-Thiolat-Peroxidasen bleibt bislang immer noch
schwer fassbar, da weder „die natürlichen Substrate“ der Enzyme noch der natür-
liche Auslöser der Produktion bekannt ist. Der Chlorperoxidase des Ascomyceten
C. fumago (CfuCPO) wurde aufgrund ihrer namensgebenden, chlorierenden Akti-
vität eine Rolle in der Synthese von halogenierten organischen Verbindungen zu-
gesprochen. Die Halogenierungsreaktion verläuft jedoch zunächst über die Bildung
hypohalogener Säure (z. B. hypochlorige Säure HOCl). Diese halogeniert dann un-
abhängig vom Enzym die organische Substanz („swimming pool chemistry“). Eine
spezifische Halogenierungsreaktion ist damit unmöglich. Die natürliche Funktion be-
steht daher wahrscheinlich nicht in der Synthese von spezifischen halogenierten Ver-
bindungen. Die Chlorperoxidase lässt sich im Labor in einem Minimalmedium mit
Fruktosezusatz induzieren. Fruktose ist kein Substrat für die CfuCPO und i. Allg.
kein spezifischer Reiz für Pilze, der die Sekretion von Peroxidasen erklären würde.
Jedoch wächst C. fumago als sogenannter sooty mold auf der Oberfläche von Blät-
tern. Dort könnte die vom Pilz gebildete hypochlorige Säure (HOCl) der Abwehr
von konkurrierenden Mikroorganismen dienen. Wenn durch die Blätter Fruchtzu-
cker ausgeschieden wird, erhöht sich der Konkurrenzdruck und der Pilz schaltet die
CPO-Sekretion ein. Es ist auch denkbar, dass die CfuCPO (und vergleichbare hy-
pothetische „kurze“ UPO-Proteine) eine ähnliche Aufgabe übernimmt wie die pilz-
lichen Vanadium-Chlorperoxidasen (z. B. von Curvularia inaequalis und Embellisia
didymospora). Von diesen wird angenommen, dass ihre physiologische Funktion in
der Bildung von HOCl besteht, welches den oxidativen Abbau der Lignocellulose der
pflanzlichen Zellwand und damit eine nachfolgende Penetration durch die pilzliche
Hyphe ermöglicht [24].
Auch über die natürliche Funktion der UPOs kann bislang nur spekuliert werden.
Ihre halogenierende Aktivität ist weniger entwickelt als die der CPO, wohingegen ih-
re (per)oxygenierenden Aktivitäten stärker ausgeprägt sind und auch nicht-aktivierte
Substrate wie Aromaten und Alkane einschließen. Im Labor können diese Enzyme bis-
lang ausschließlich in leguminosenhaltigen Kulturmedien (insbesondere Sojamedien)
induziert werden. R.Ullrich vermutete zunächst eine Funktion dieses Enzyms im
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Ligninabbau [125], da in Sojamedien hohe Konzentrationen an Isoflavonen auftre-
ten, die chemisch den Ligninmolekülen ähneln. Tatsächlich sind UPOs in der Lage,
Ligninmodellverbindungen anzugreifen und zu spalten, nicht jedoch polymeres Lig-
nin [126]. Lignocellulose kann daher als das natürliche Substrat der bisher bekann-
ten UPOs ausgeschlossen werden. M.Kinne deutete das Enzym als ein vielseitiges
Abwehrinstrument des Pilzes gegen bakterielle und pflanzliche Gifte und Abwehr-
stoffe. Das Enzym könnte im chemischen Wettkampf („chemische Kriegsführung“)
zwischen den Organismen gegnerische Abwehrstoffe durch eine relativ unspezifische
Hydroxylierung von aliphatischen und aromatischen Verbindungen, Etherspaltungen
und N -Demethylierungen inaktivieren [127]. R. Ullrich (persönliche Mitteilung) präg-
te für die UPOs den Begriff der pilzlichen “Leber-Enzyme”: UPOs werden genutzt,
um die Bioverfügbarkeit von Verbindungen zu erhöhen und damit auch ihre Abbau-
barkeit. Dies und auch eine Rolle bei der Umsetzung von Huminstoffen oder in der
Produktion von Sekundärmetaboliten erscheinen sowohl für UPOs als auch die CPO
möglich.
Die im vorigen Unterkapitel aufgestellte Hypothese, dass kurzkettige Peptide aus
Speicherproteinen des Sojasamens eine UPO-Produktion hervorrufen, gilt nur für
das verwendete, artifizielle Wachstumsmedium. Sojasamen stellen nicht das natür-
liche Substrat von A. aegerita dar. Zwar kodiert auch das Pappelgenom (Pappeln
sind das natürliche Substrat der europäischen A.-aegerita-Stämme) homologe Spei-
cherproteine, doch konnten Pappelsamen und andere Pappelbestandteile keine UPO-
Produktion auslösen. Vermutlich ähneln diese artifiziellen Wachstumsbedingungen
einem natürlichen Phänomen, bei dem ebenfalls Peptide eine UPO-Produktion auslö-
sen. Antimikrobielle Peptide sind in der Natur weit verbreitet; insbesondere Pflanzen
sekretieren einige wirksame Peptide gegen phytopathogene Pilze [364]. Peptide sind
wahrscheinlich kein Substrat für die UPO,9 aber sie könnten ein biologisches Signal
(Peptidbotenstoff) für die pilzliche Zelle darstellen. Es ist vorstellbar, dass bestimmte
Sojapeptide, die in ihrer Sequenz bioaktiven Peptiden aus Wirtspflanzen oder konkur-
rierenden Mikroorganismen ähneln, pilzliche Zellen dazu veranlassen, Peroxygenasen
als eine Abwehrreaktion zu sekretieren.
9Aromatische Aminosäuren werden durch die UPO-Enzyme nur schlecht bis gar nicht umgesetzt;
Peptide wurden bislang nicht getestet (M. Poraj-Kobielska, persönliche Mitteilung).
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6.2.4. Phylogenetik
Häm-Thiolat-Peroxidasen stellen ein autapomorphes Merkmal aller echten Pil-
ze dar Den sechs bislang charakterisierten Häm-Thiolat-Peroxidasen (Tab. 6.2) und
drei gelösten Kristallstrukturen (CfuCPO, AaeUPO, MroUPO) stehen über 3.000
putative Sequenzen aus 441 verschiedenen pilzlichen Arten gegenüber (Kap. 5.1.2).
Homologe Sequenzen wurden in allen pilzlichen Phyla mit sequenzierten Genomen
gefunden, sowohl in höheren Pilzen (Basido- und Ascomycota) als auch in basalen
taxonomischen Gruppen (Mucoromycotina, Glomero-, Chytrido-, Monoblepharido-
und Cryptomycota; Tab.C.2). Die sequenzierten Arten repräsentieren alle bekann-
ten ökophysiologischen Lebensweisen: Saprotrophie (Holz, Streu, Dung zersetzende
Arten; einschließlich extremophile Arten), Parasitismus (phyto- und zoopathogene
Arten), Symbiose (Ekto- und Endomycorrhiza-Pilze, Flechtenpilze).
Die Genome der echten (ascomycetalen) Hefen (Saccharomycotina, z. B. Saccharo-
myces spp.; > 40 Genome bekannt) kodieren jedoch keine HTP-Sequenzen. Ebenso
fehlen homologe Sequenzen in den meisten Genomen der Spalthefen (Taphrinomycoti-
na). Von elf bekannten Genomen kodieren nur zwei homologe Sequenzen (Tab.C.1);
die gut untersuchte Gattung Schizosaccharomyces enthält beispielsweise keine ent-
sprechenden Sequenzen. Ebenfalls fehlen einigen basidiomycetalen hefeähnliche Or-
ganismen HTP-Gene. So enthalten z. B. die parasitischen Krankheitserreger Crypto-
coccus neoformans und C. gattii, die mykoparasitären Arten der Gattung Tremella
spp. und die zur Hautfauna zählenden Malassezia-Arten keine homologen Sequen-
zen. Der in der Antarktis vorkommende Cryptococcus vishniacii besitzt hingegen
eine „lange“ HTP-Sequenz.
Aufgrund ihrer Verbreitung in den phylogenetisch älteren Taxa stellen die Häm-
Thiolat-Peroxidasen vermutlich eine alte Protein-Superfamilie dar (mindestens 500
Millionen Jahre [366]) und übernehmen eine bestimmte, bislang unbekannte (vgl.
Kap. 6.2.3), jedoch wichtige Rolle für Pilze. Sie können als ein autapomorphes Merk-
mal für alle echten Pilze aufgefasst werden. Vermutlich aufgrund einer spezialisier-
ten Lebensweise könnten diese Enzyme sekundär in pilzlichen Organismen reduziert
worden sein, die an ein Habitat angepasst sind, das reich an leicht verfügbaren Nähr-
stoffen ist (Hefen, hefeähnlich wachsende und einige parasitische Pilze).
Die HTP-Superfamilie Tatsächlich repräsentieren HTPs die derzeit größte bekann-
te Gruppe an extrazellulären Peroxidasen von Pilzen überhaupt (Abb. 6.1). Zwar sind
gegenwärtig über 120 ClassII-Peroxidasen aus 44 Basidiomyceten charakterisiert (im
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Gegensatz zu lediglich sechs HTPs aus sechs Organismen10), jedoch gibt es mehr
als doppelt so viele hypothetische HTP-Sequenzen (>3.000 Seq.), die sich über alle
Eumycota (außer den erwähnten Ausnahmen) verteilen.11
Die Sequenzen der charakterisierten und von Tausenden anderen - hypotheti-
schen - HTP-Proteinen gliedern sich anhand von Sequenzähnlichkeiten, der phylo-
genetischen Analyse und strukturellen Eigenschaften in zwei Gruppen (Kap. 5.1.2,
Abb. 5.8). Allen HTP-Proteinsequenzen gemeinsam sind jedoch zwei außerordent-
lich hoch konservierte Motive. Sequenzen beider Gruppen enthalten eine proximale
Häm-Bindungsregion (PCP-Motiv; um das Cys29 in der CfuCPO, Cys36 in AaeUPO
bzw. Cys17 in MroUPO) und eine distale Bindungsstelle für ein Magnesium-Kation
(EXD-Motiv; EH105D in der CfuCPO, EG123D in AaeUPO bzw. EH86D in MroUPO), wel-
ches in der Häm-Propanoat-Umgebung gelegen ist (Abb. 6.3). Zudem befindet sich
ein essentielles Glutamat in den Kristallstrukturen von CfuCPO (Glu183), AaeUPO
(Glu196) und MroUPO (Glu157) auf der distalen Seite, das als Säure-Base-Katalysator
in der CompoundI-Bildung fungiert [257, 258]. Die Umgebung dieses Glutamats ist
nur schwach konserviert, es kann für die meisten Sequenzen ein EXXF-Motiv erkannt
werden.
Etwas mehr als die Hälfte der hypothetischen Sequenzen sind der Gruppe I
(„kurze“ HTPs) zuzuordnen. Sequenzen dieser Gruppe besitzen ein konserviertes
EHD-Motiv und finden sich in allen pilzlichen Phyla sowie in Oomyceten und in
Kieselalgen. In den charakterisierten kurzen HTPs von C. fumago [257] und M.
rotula (K.Piontek, unveröffentlichte Daten) hält das 3-Aminosäuren-Motiv EHD in
der Häm-Propanoat-Umgebung das mutmaßlich strukturgebende Mg2+-Ion [258]
in Position. Das zentrale Histidin im EHD-Motiv bildet den funktionell wichtigen
Wasserstoff-Bindungspartner (Ladungsstabilisator) des distalen, katalytisch aktiven
Glutamats. Wie im Ergebnisteil bereits dargelegt wurde (vgl. Abb. 5.8), lässt sich
die Gruppe I in zwei Untergruppen unterteilen. Nur aus einer Untergruppe wurden
bislang Enzyme isoliert und charakterisiert. Wegen ihrer weiten Verbreitung im ge-
samten Reich der Pilze (und darüber hinaus) wird die Gruppe I sicherlich in noch
weitere (Unter-)Familien aufgeteilt werden, sobald weitere Enzyme dieser Familie
biochemisch charakterisiert sind und deren Kristallstrukturen verfügbar werden. Da
10Hinweise auf eine entsprechende Enzymaktivität wurden für Agaricus bisporus, Agrocybe alne-
torum, Agrocybe pediades, Aspergillus nidulans, Coprinopsis cinerea, Giberella zeae, Laccaria
bicolor, Mycena galopus [diese Arbeit] sowie Chaetomium globosum [266] gefunden.
11ClassII-Peroxidasen wurden bislang nur von Basidiomyceten charakterisiert; hypothetische gene-
rische ClassII-Peroxidasen-Sequenzen finden sich auch in Ascomyceten, jedoch nicht in Hefen.
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Gruppe-I-HTPs in nahezu allen pilzlichen Genomen (außer den oben erwähnten Aus-
nahmen) vorkommen, stellen sie vermutlich die Vorfahren der nur in höheren Pilzen
zu findenden Gruppe-II-HTPs dar. Es ist wahrscheinlich, dass Gruppe-I-Sequenzen in
den Genomen von höheren Pilzen aus einem bestimmten Grund beibehalten werden.
Die Lokalisation und die physiologische Funktion vieler hypothetischer Gruppe-I-
Genprodukte bleibt jedoch unklar, da diese keine eindeutigen Signalpeptide auf-
weisen; sie könnten daher als intrazelluläre Enzyme (oder funktionslose Proteine)
aufgefasst werden.
Die Gruppe-II-HTP-Proteinsequenzen („lange“ HTPs) unterscheiden sich in vier
strukturellen Eigenschaften deutlich von den Gruppe-I-Sequenzen. Das EHD-Motiv
wird zu einem EGD-Motiv verändert, welches, obwohl in der UPO von A. aegerita
[258] noch fähig, ein Metallion zu komplexieren, statt einem Histidin ein funktionslo-
ses Glycin enthält. Die Funktion des Histidins wird in der AaeUPO durch ein Arginin
(Arg189) ersetzt [258]. Dieses Arginin ist in dieser Gruppe durchgehend konserviert
und befindet sich bei vielen langen HTP-Sequenzen sieben Aminosäuren vor dem ka-
talytisch aktiven Glutamat (Glu196 in AaeUPO). In der AaeUPO bilden zwei Cysteine
am C -terminalen Ende eine Disulfid-Brücke aus, welche eine Haarnadelbiegung an
der Sequenz PNP umfasst. Sowohl diese beiden Cysteine als auch das PNP-Motiv sind
im konstanten Abstand und an konservierten Positionen in den meisten Sequenzen
der Gruppe-II zu finden. Im Vergleich zur Gruppe I werden die meisten Gruppe-II-
Proteine durch mehr Aminosäuren kodiert und weisen daher ein höheres Molekularge-
wicht auf. Gruppe-II-Sequenzen finden sich nur in Asco- und Basidiomyceten. Daher
könnten Gruppe-II-HTP-Sequenzen als ein phylogenetischer Marker für alle Dikarya
gelten, selbst wenn einige Basidiomyceten12 anscheinend keine Gruppe-II-Sequenzen
in ihren Genomen enthalten.
Vorhersage der Eigenschaften hypothetischer HTP-Sequenzen Die Aminosäu-
ren, die den Substratkanal bilden, bestimmen, welche Substrate durch die CfuCPO
oder die AaeUPO umgesetzt werden [258]. Es ist anzunehmen, dass es ebenfalls deut-
liche Unterschiede in der Substratspezifität zwischen verschiedenen hypothetischen
HTPs gibt. Basierend auf den bekannten Tertiärstrukturen wurden daher für 27 aus-
gewählte hypothetische HTP-Sequenzen 3D-Modelle berechnet (Daten nicht gezeigt).
Die Mehrheit der Modelle weist einen hydrophoben Substratkanal auf, der jedoch
12Das Genom von Marasmius rotula kodiert nur „kurze“ Gruppe-I-HTPs (H. Kellner, persönliche
Mitteilung 2014).
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Abb. 6.3.: Die Häm-Thiolat-Peroxidasen-Superfamilie
Diese Superfamilie gliedert sich in zwei große Gruppen (I und II). Ge-
zeigt sind die strukturellen Unterschiede, die charakterisierten Enzyme
und die Hämumgebungen. Das aktive Zentrum (unterer Teil der Abb.)
enthält sieben konservierte Aminosäuren, davon sind drei essentiell für die
Katalyse. Das proximale Cystein dient als axialer Ligand des Hämeisens
(Häm-Thiolat-Bindung) und sorgt für einen hohen Pull-Effekt der Com-
pound I. Auf der distalen Seite vermittelt ein Glutamatrest als Säure-Base-
Katalysator gemeinsam mit einem ladungsstabilisierenden Histidinrest
(Gruppe I) oder Argininrest (Gruppe II) die heterolytische H2O2-Spaltung.
Weitere konservierte Aminosäuren sind zwei dem Cystein benachbarte Pro-
line, welche dieses aus der Polypetidkette in Richtung Hämeisen drücken
(exponieren). Eine Carboxy-Gruppe einer Propanoat-Gruppe des Häms
sowie zwei benachbarte Carboxygruppen der Aminosäuren Glutamat und
Aspartat bilden eine Bindungstelle für ein (mutmaßlich) strukturgebendes
Magnesium-Kation (Mg2+). [257, 258]
deutlich in Länge und Durchmesser variiert. Substratkanäle, die wie in CfuCPO oder
MroUPO vorwiegend durch aliphatische Aminosäuren (Valin, Alanin, Leucin, Iso-
leucin) gebildet werden, finden sich in den 3D-Modellen kurzer HTP-Sequenzen von
A. aegerita TM-A1 (AaeUPO15), des Ascomyceten Chaetomium globosum, des Oo-
myceten Phytophthora infestans, des Glomeromyceten Rhizophagus irregularis und
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weiteren kurzen HTP-Modellen, jedoch auch in einer langen HTP des hefeähnlichen
Basidiomyceten Rhodotorula graminis. Andererseits finden sich in den Modellen auch
Substratkanäle, die ähnlich wie die AaeUPO mit aromatischen Aminosäuren (insbe-
sondere mit Phenylalaninen) ausgekleidet sind: so z. B. in den kurzen HTPs des Boden
bewohnenden Zygomyceten Umbellopsis ramanniana und des Holz besiedelnden As-
comyceten Xylaria polymorpha, aber auch in einem Modell einer langen HTP des
ascomycetalen Pflanzenschädlings Sclerotinia sclerotiorum.
Horizontaler Gentransfer zu heterokonten Organismen Zunächst erschienen
Häm-Thiolat-Peroxidasen als eine ausschließlich pilzliche Superfamilie. Doch über-
raschenderweise finden sich in den Genomen von phytopathogenen Oomyceten und
Kieselalgen ebenfalls HTP-Gene (Tab.C.3). Im Taxon der Oomyceten (Peronospo-
rales, dt. Ei- oder Scheinpilze genannt) wurden 120 hypothetische Sequenzen aus 18
Arten identifiziert; im Taxon der Bacillariophyta (Kieselalgen oder Diatomeen) sechs
Sequenzen aus drei Arten. Oomyceten repräsentieren chloroplastenlose, saprophyti-
sche oder parasitisch lebende Algen, deren morphologische Erscheinung pilzähnlich
ist. Das Auftreten von HTP-Sequenzen in Oomycota könnte durch einen horizontalen
Gentransfer (von kurzen HTP-Genen) von ascomycetalen Genomen erklärt werden.
Dies wurde bereits für eine Vielzahl anderer Gene gezeigt, insbesondere von parasi-
tischen Oomyceten [297]. Die Kieselalgen dagegen sind photosynthetisch aktiv und
finden sich überwiegend im Meer und in Süßgewässern, jedoch gibt es auch terrest-
rische Vertreter auf Blättern tropischer Pflanzen. Ebenso wie die Oomyceten sind
die Genome der Kieselalgen signifikant durch horizontale Gentransfers überformt
worden. Jedoch stammen diese Gene nicht nur aus eukaryotischen Genomen (der
Grünalgen), sondern ebenfalls aus Genomen von Bakterien und Archaeen (bis zu
7,5% der Gene in einem Genom). Diese fremden Gene werden als bedeutsam für die
Evolution und Diversifizierung der Kieselalgen gewertet [301, 298, 299]. Neben den
Genomen wurden auch die Plastome13 der Kieselalgen deutlich durch die Übernah-
me fremder DNA-Sequenzen verändert [300]. Zwei HTP-Sequenzen der Kieselalgen
besitzen keine eindeutig erkennbare EXD-Motive, zwei Sequenzen entsprechen kurzen
HTP-Sequenzen mit EHE-Motiv, zwei besitzen ein ERD-Motiv. Die Sequenzen von T.
oceania sind kurzen HTPs aus Basidiomyceten am ähnlichsten (51% Ähnlichkeit
zu einer Sequenz von Gymnopus luxurians). HTP-Sequenzen wurden in drei von
13Gesamtheit der Plastidengenome
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fünf sequenzierten Kieselalgen-Genomen14 gefunden, Sequenzartefakte sind daher
unwahrscheinlich. Weitere Genomsequenzierungen werden zeigen, wie weit HTP-
Sequenzen in den Kieselalgen verbreitet sind und ob sich ein Muster ergibt, welche
Kieselalgen pilzliche HTP-Sequenzen aufgenommen haben. Fraglich bleibt, ob und
wofür die hypothetischen Genprodukte in Kieselalgen extrazellulär im wässrigen
Milieu verwendet werden könnten.
Die Gesamtheit der eukaryotischen Organismen wird nach Adl und Kollegen
(Abb. 6.4, [296]) in fünf Supergruppen (super-groups) eingeteilt (und einigen bislang
noch nicht zugeordneten Taxa). Pilze gehören gemeinsam mit den Tieren (Meta-
zoa) und kleineren Gruppen in die Supergruppe Opistokonta (Schubgeißler). Die
nächsten Verwandten sind die Organismen der Supergruppe Amoebozoa, die ge-
meinsam mit den Opistokonta zum Monophylum Amorphea (ehemals Unikonta)
zusammengefasst werden. Die Abb. 6.4 betont die Hypothese, dass der Ursprung
aller eukaryotischen Organismen zwischen den Amorphea (Unikonta) und allen an-
deren Eukaryoten liegt. Die beiden Taxa Oomycota und Bacillariophyta innerhalb
der Stramenopiles (ehemals Heterokonta; gehörend zur Supergruppe SAR), wel-
che Häm-Thiolat-Peroxidase-Sequenzen in ihren Genomen aufweisen, sind daher
phylogenetisch sehr weit von den Pilzen entfernt.
HTP-Gene sind in komplexen Genfamilien organisiert Die überwiegende Mehr-
heit der pilzlichen Spezies, welche HTP-Sequenzen in ihren Genomen enthalten, ko-
dieren mehrere HTP-Gene (86% der Arten). Insbesondere in den Genomen von Ba-
sidiomyceten (A. aegerita TM-A1 und AaN, Kap. 5.3; M. rotula, H. Kellner, unveröf-
fentlichte Daten 2014) wurde beobachtet, dass sowohl lange als auch kurze HTP-Gene
in Tandem-Repeats angeordnet sein können (vgl. Abb. 5.2 und [303]), dies spricht für
eine rezente Gen-Duplikation von HTP-Genen. Folgen einer solchen Gen-Verdopplung
können für die Spezies eine vorteilhafte Nutzung von Gendosis-Effekten sowie eine
funktionelle Spezialisierung der paralogen Genprodukte sein.
6.2.5. Cytochrom-P450-Enzyme
Eine Komplexierung des Häms durch ein Thiolat-Anion, d. h. durch ein negativ gela-
denes Schwefelatom (S-) eines Cysteinrestes, wurde für ganz unterschiedliche Hämpro-
teine beschrieben (NO-Reduktasen, NO-Synthasen, Sensorproteine für CO und NO,
14Die Genome der marinen Kieselalge Phaeodactylum tricornutum und des Süßwasserbewohners
Cyclotella nana (ehemals Thalassiosira pseudonana [301]) besitzen keine HTP-Sequenzen.
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Abb. 6.4.: Phylogenie der Eukaryoten nach Adl et al. (2012), Bild aus [296].
Chlorperoxidase, Unspezifische Peroxygenasen, Cytochrome-P450-Enzyme) [6, 367].
Zu den oxidativen Häm-Thiolat-Enzymen gehören jedoch nur die Cytochrome-P450-
Enzyme und die Häm-Thiolat-Peroxidasen.
Cytochrom-P450-Enzyme (P450, CYP) repräsentieren eine sehr alte, große und für
das Leben auf der Erde besonders bedeutende Protein-Superfamilie. Sie finden sich
in allen Reichen des Lebens, sogar Viren haben vereinzelt Sequenzen in ihre Genome
integriert [217, 218]. Sie sind Oxygenasen, keine Peroxidasen; sie verwenden moleku-
laren Sauerstoff statt Peroxid als Kosubstrat. Die Bildung der Compound I (s. S. 10)
und auch der katalytische Zyklus (s. S. 12) ähneln jedoch auffallend den Peroxidasen.
Sie sind zudem in der Lage, auch Peroxid als Kosubstrat - mit deutlich geringeren
Umsatzraten - für ihre Katalysen (peroxide shunt pathway) zu nutzen (Peroxidasen
im weiteren Sinne). Mehrere kleine Familien von P450-Enzymen (Cytochrom-P450-
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Peroxidasen, Kap. 2.1.3.7) verwenden ausschließlich Peroxid als Kosubstrat und stel-
len damit im engeren Sinne Peroxidasen dar.
P450-Enzyme weisen nach Begasung mit Kohlenmonoxid im Differenzspektrum
eine ihnen eigene Absorption bei 450 nm auf (Soret-Bande), daher stammt der Name:
Cytochrom-Pigment 450 nm [219]. Sie katalysieren vorwiegend Oxygenierungsreak-
tionen und spielen eine wichtige Rolle in vielen essentiellen physiologischen Prozessen,
insbesondere der Sterolsynthese und in der Xenobiotika-Metabolisierung [220, 225].
Evolution Es wurde die These aufgestellt, dass P450-Enzyme sich während der
schlagartigen Anreicherung von molekularem Sauerstoff (O2) in der Atmosphäre vor
600-800 Millionen Jahren als die ersten, primitiven Entgiftungsenzyme für O2 und re-
aktiven Sauerstoffspezies, noch vor dem Aufkommen von Katalasen, Peroxidasen und
Superoxid-Dismutasen, in anaeroben Bakterien entwickelt und verbreitet haben [224].
P450-Enzyme könnten bereits davor existiert haben. In sauerstoff-freier Umgebung
könnten reduktive Katalysen wie die Denitrifikation [224, 227] ihre ursprüngliche
Funktion gewesen sein, unter mikroaeroben Bedingungen könnten sie bereits unter
Nutzung von organischem Peroxid an der Bildung von oxidierten Fettsäurenderiva-
ten (Oxylipine) oder an der Sterol-Biosynthese beteiligt gewesen sein [225, 227]. Mit
dem Anstieg der Sauerstoffkonzentration könnten dann die durch P450-Enzyme oxy-
genierten Nebenprodukte der Sauerstoffentgiftung wie Membranlipide und Sterole
an Bedeutung für den Metabolismus gewonnen haben (v. a. als Signalmoleküle und
Membrankomponenten) [227].
Katalyse Typischerweise katalysieren diese Enzyme regio- und stereospezifische
Umsetzungen einer Vielzahl von lipophilen Verbindungen bis hin zu hydrophileren
Derivaten unter Einführung eines Sauerstoffatoms aus molekularem Sauerstoff. P450-
Enzyme sind am Metabolismus von aliphatischen, alicyclischen, heterocyclischen und
aromatischen Molekülen beteiligt, sie katalysieren dabei Hydroxylierungen, Epoxidie-
rungen, Dealkylierungen, Sulfoxidationen, Deaminierungen, Entschwefelungen, De-
halogenierungen und N -Oxid-Reduktionen [229, 221, 223, 12]. Alle diese Reaktio-
nen basieren auf einer Oxygenierung des Substrats, daher werden sie formal Mo-
nooxygenasen (EC 1.14.14.1 Unspezifische Monooxygenase15) oder mischfunktionale
Oxidasen genannt. Sie nutzen molekularen Sauerstoff, um ein O-Atom auf das Sub-
strat zu übertragen und das zweite O-Atom zu Wasser zu reduzieren.
15Sowie 50 weitere EC-Nummern für spezifische Substrate, siehe
http://www.icgeb.org/∼p450srv/P450enzymes.html
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Im Gegensatz zu Hämperoxidasen mit ihrem elektronenreichen Kosubstrat H2O2
benötigen P450-Enzyme neben Sauerstoff als Kosubstrat eine zusätzliche, exter-
ne Quelle von Elektronen (vgl. Bildung Compound I in Abb. 2.2 auf Seite 10).
Diese Elektronen stammen von einem NADH- bzw. NADPH-Molekül (Nicotinamid-
Adenin-Dinukleotid bzw. -Phosphat). In der Mehrheit der bekannten P450-Enzyme
werden die Elektronen ausgehend von NADH oder NADPH über ein bis zwei flavin-
haltige Proteinpartner auf das P450-Enzym transferiert (P450-Monooxygenase-
Enzymsysteme).
Vergleich von Häm-Thiolat-Peroxidasen zu P450-Enzymen Insbesondere durch
ihre Fähigkeit, regio- und stereospezifische Hydroxylierungen zu katalysieren, haben
sowohl P450-Enzyme als auch Häm-Thiolat-Peroxidasen das Potential, aufwendi-
ge organische Synthesen zu ersetzen. Die P450-Katalyse benötigt gewöhnlich eine
externe Quelle an Reduktionsäquivalenten wie NAD(P)H und zusätzliche Redox-
proteine, um die Elektronen auf P450 zu übertragen. Alle P450-Enzyme sind in-
trazelluläre Proteine, viele von ihnen sind zudem membrangebunden. Diese biolo-
gischen Eigenschaften führen dazu, dass (in der industriellen Anwendung) P450-
vermittelte Synthesen bevorzugt in den natürlichen Wirten innerhalb lebender Zellen
stattfinden (whole-cell systems). Diese Ganz-Zell-Prozesse verursachen hohe Kosten
für Fermentation, Gewinnung und Reinigung der Produkte und haben nur geringe
(Raum-Zeit-)Ausbeuten; dies limitiert ihr kommerzielles Potential.
Um die Nachteile der Ganz-Zell-Prozesse zu umgehen, werden zwei Strategien ver-
folgt. Zum einen werden lösliche, nicht-membrangebundene P450-Monooxygenase-
Enzymsysteme verwendet, welche die notwendigen Redoxproteine und das P450-
Enzym auf einem Polypeptid kodieren und daher nur NAD(P)H als Kofaktor benöti-
gen (z. B. P450BM3 von Bacillus megaterium) [223, 368]. Andererseits wird versucht,
eine zellfreie P450-Katalyse durch den „peroxide shunt“ von P450-Enzymen zu reali-
sieren; verwendet werden hierbei gentechnisch veränderte P450-Enzyme [369, 99, 223].
Jedoch weisen die rekombinant exprimierten Enzyme bislang nur eine geringe Stabili-
tät und eine geringe katalytische Aktivität auf. Die heterologe Expression von P450-
Systemen mit einer ausreichenden Enzymausbeute für in-vitro-Synthesen bleibt eine
bislang ungelöste Aufgabe [370].
Im Unterschied zu den P450-Enzymen sind Häm-Thiolat-Peroxidasen stabile ex-
trazelluläre, einfach zu handhabende Enzyme, welche nur Wasserstoffperoxid für ihre
Funktion brauchen und in ihrem Reaktionsspektrum den intrazellulären Cytochrom-
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P450-Enzymen nahekommen. Interessant sind UPOs (weniger die CfuCPO, da sie
bevorzugt Halogenide oxidiert und ihr Supstratspektrum bzgl. organischer Substrate
beschränkt ist) als Werkzeug für Funktionalisierung von aliphatischen, cycloalipha-
tischen und aromatischen C-H-Bindungen, die ansonsten in ihrer Vielfalt nur von
P450-Enzymen erreicht werden [261, 367]. Die heterologe Expression funktioneller
HTPs wurde für drei Enzyme (CfuCPO in Aspergillus niger, AaeUPO in S. cerevi-
siae und Pichia pastoris, rCciUPO16 in Asperillus oryzae) erfolgreich durchgeführt
[259, 371, 372]. Die in der Pichia-pastoris-Fermentation erreichten Enzymausbeu-
ten für rekombinante AaeUPO kommen denen der Wildtyp-Fermentation nahe [372].
Nachteilig an HTP-vermittelten Synthesen ist, dass die bisher untersuchten Enzyme
neben den gewünschten Hydroxylierungen auch die typischen Peroxidase-Reaktionen
katalysieren und zudem bei einem hohem Verhältnis von Kosubstrat (H2O2) zu Sub-
strat zur oxidativen Selbst-Inaktivierung neigen [20, 373].
Funktionelle Redundanz von P450-Enzymen und Häm-Thiolat-Peroxidasen in
Pilzen Viele pilzliche P450-Enzyme werden in Genclustern kodiert [217], die der
Synthese von Pigmenten, Antibiotika bzw. Giften dienen (z. B. Sterigmatocystin-
Gencluster in Aspergillus nidulans [374]). Es überraschte den Autor, dass in diesen
Clustern auch kurze HTP-Sequenzen zu finden sind, und führte ihn zu der Frage,
ob HTPs Funktionen von P450-Enzymen übernehmen oder diese ergänzen können.
Viele der Gruppe-I-HTP-Sequenzen weisen keine eindeutigen Signalpeptidsequenzen
auf und könnten demzufolge intrazelluläre Proteine sein. Wenn dem so wäre, könn-
ten Gruppe-I-HTPs tatsächlich intrazellulär Funktionen von P450-Enzymen über-
nehmen.
Ein angenommener Ersatz von P450-Enzymen durch HTPs lässt sich jedoch nicht
durch eine verminderte Anzahl an P450-Genen belegen. Die größte Anzahl an pilzli-
chen P450-Genen wurde bislang in holzzersetzenden Pilzen gefunden. So enthält der
Weißfäule-Erreger Phanerochaete chrysosporium etwa 150 P450-Gene (bei fünf HTP-
Sequenzen) und der Braunfäule-Erreger Rhodonia placenta (ursprünglich als Postia
placenta bezeichnet) etwa 250 P450-Gene (bei zehn HTP-Sequenzen) [222, 226]. Die
beiden in dieser Arbeit sequenzierten A.-aegerita-Stämme kodieren zu P. chrysospo-
rium vergleichbar viele P450-Sequenzen (TM-A1: 177 P450s zu 25 HTPs, AaN: 162
16rCciUPO ist ein rekombinant exprimiertes, hypothetisches Protein (CC1G_08427) von Coprino-
psis cinerea, bislang ist kein entsprechendes Wildtyp-Enzym bekannt.
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P450s zu 18 HTPs), daher wird hier kein „Mangel“ an P450-Genen durch HTP-Gene
ausgeglichen.
Pilze enthalten oft mehrere Dutzend bis mehrere hundert P450-Gene in ihren Ge-
nomen. Es sind über 6.000 pilzliche P450-Sequenzen bekannt, die sich in über 300
Familien aufteilen lassen [217]. Die P450-Superfamilie der Pilze ist damit deutlich
diverser als in allen anderen eukaryotischen Reichen vertreten. Nur die beiden Fa-
milien CYP51 und CYP61 (Ergosterol-Biosynthese) sind in (nahezu) allen Pilzen
konserviert. Neben diesen essentiellen Genen (manche Spalthefen enthalten nur diese
beiden P450-Enzyme) ist die CYP53-Familie in Asco- und Basidiomyceten weit ver-
breitet. Zusätzlich besitzt eine Vielzahl von filamentösen Pilzen die CYP505-Familie,
welche Fettsäuren hydroxyliert. Alle anderen pilzlichen P450-Familien zeigen eine
beschränkte Verteilung auf kleinere pilzliche Taxa. Dies legt nahe, dass Pilze diese
P450-Familien für sehr spezifische metabolische Anforderungen in ihrem Habitat nut-
zen. [222, 226, 225]
Viele pilzliche P450-Enzyme dienen der Entgiftung antimykotischer Pflanzen-
metabolite, so katalysieren beispielsweise die erwähnten CYP53-Enzyme die para-
Hydroxylierung von Benzoesäure und ihrer Derivate. Die AaeUPO ist ebenfalls in
der Lage, Benzoesäure umzusetzen. Für die AaeUPO ist die hydrophile Benzoesäure
nicht das geeignetste Substrat (nur 12% werden umgesetzt) [262]. Es ist jedoch
denkbar, dass einige der hypothetischen, potenziellen HTP-Genprodukte mit einem
hydrophileren Substratkanal Benzoesäure besser umsetzen können. Dies würde einen
Vorteil für den Pilz bedeuten, da Benzoesäure nicht aufgenommen werden muss, um
entgiftet zu werden. Der Einsatz von extrazellulären HTPs als Ersatz/Ergänzung für
intrazelluläre P450-Enzyme könnte eine generelle Strategie sein, um mit pflanzlichen,
tierischen oder mikrobiellen Abwehrstoffen außerhalb der Hyphe umzugehen (vgl.
Kap. 6.2.3). Diese, zugegeben gewagte, Hypothese würde auch eine Begründung lie-
fern, warum sich die Zahl der HTPs in den pilzlichen Genomen so stark unterscheidet.
Je nach ökologischer Nische unterscheiden sich die Anforderungen an die extrazellu-
läre Oxidationsleistung. Exklusiv holzzersetzende Pilze wie P. chrysosporium (fünf
HTP-Gene), die im Allgemeinem im toten Holz wachsen, müssen sich weniger mit
Abwehrstoffen anderer Organismen auseinandersetzen und können sich daher weniger
HTP-Gene leisten. Generalisten, Streu- und Dungzersetzer sowie unspezifische Holz-
abbauer wie A. aegerita sind deutlich mehr Abwehrstoffen ausgesetzt und benötigen
daher mehr HTP-Gene in ihren Genomen.
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6.2.6. Ein Vorschlag zur Nomenklatur
In der offiziellen Nomenklatur der umfangreichen P450-Superfamilie (mit gegenwärtig
über 26.000 bekannten Sequenzen in über 1.000 Familien [217]) werden P450-Proteine
und -Gene als CYPxyz bezeichnet. CYP steht für Cytochrom-P450 und xyz kodiert in
alphanumerischer Form die Familie, Unterfamilie und Isoform. Enzyme einer Familie
(kodiert als Zahl) haben eine mindestens zu 40% identische Aminosäurensequenz,
Unterfamilien (kodiert als Buchstaben) zeigen mindestens 55% Identität zueinander,
die nachfolgende Zahl gibt die Isoform an (z. B. CYP3A4). Mehrere Familien, von
denen ausgegangen werden kann, dass sie sich einen gemeinsamen Ursprung teilen,
werden zu Clans zusammengefasst. Der Name des Clans wird mit der Familie mit
der kleinsten Familiennummer besetzt. [12, 220]
Der Vergleich von P450-Enzymen und HTPs zeigt eine hohe katalytische Ähnlich-
keit (vgl. die EC-Nomenklatur-Beschreibung Unspezifische Monooxygenasen17 und
Unspezifische Peroxygenasen18). Die gegenwärtige Zahl von mehr als 3.000 HTP-
Sequenzen wird aufgrund der zunehmenden Zahl an pilzlichen Genomsequenzierun-
gen weiter rasch steigen. Da liegt es nahe, auch die Nomenklatur von P450-Enzymen
zu übernehmen. Es wird der allgemeine, dreibuchstabige Gen- und Proteinname
UPO vorgeschlagen. UPO wird bislang in keiner allgemeinen, ontologischen Ab-
kürzung verwendet (vgl. http://www.genedb.org). HTP als ontologischer Bezeichner
wäre ebenfalls geeignet19, doch da bei genauerer Betrachtung auch die Chlorperoxi-
dase von C. fumago eine Peroxygenase ist, welche in ihrem Substratspektrum nur
etwas spezifischer ist als die unspezifischen Peroxygenasen, scheint es gerechtfertigt,
UPO statt HTP zu verwenden. UPO klingt zudem phonetisch besser und lässt sich
als ein Wort sprechen; damit kann die Gesamtheit aller kodierten UPO-Gene in einem
Genom als UPOm bezeichnet werden (vgl. CYPom als Gesamtheit aller P450-Gene).
Die CfuCPO und die charakterisierten UPOs aus Basidiomyceten unterscheiden
sich so deutlich in ihrer Sequenz (~27% Identität), dass sie in eigene UPO-Familien
geordnet werden. Da die CfuCPO als erste entdeckt wurde und ihre Familie (innerhalb
der Gruppe-I-HTPs) wahrscheinlich phylogenetisch älter ist, wird der Name UPO1A1
für die Chlorperoxidase vergeben. Die UPO aus M. rotula ist zwar eine kurze UPO
(Gruppe-I-HTP), die sich aber deutlich von der CPO unterscheidet (29% Identität)
und gehört demnach in eine eigene Familie UPO2A1. Die UPO aus A. aegerita als
17http://www.ebi.ac.uk/intenz/query?cmd=SearchEC&ec=1.14.14.1
18http://www.ebi.ac.uk/intenz/query?cmd=SearchEC&ec=1.11.2.1
19HTP wird bislang nur in einer einzigen Sequenz verwendet: htp, human translocation protein.
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erster Vertreter der langen UPO-Proteine ist demnach UPO3A1; die anderen lan-
gen Sequenzen aus A. aegerita (upo2-upo15) gehören ebenfalls der Familie UPO3A
an. Die UPOs aus C. radians und C. verticillata entsprechen dann UPO3A2 bzw.
UPO3A3. Die Familien UPO1 (CfuCPO) und UPO2 (MroUPO) gehören dem Clan
UPO1 (Gruppe-I-HTP) an. Die kurzen Sequenzen in Oomyceten und Kieselalgen (zur
Gruppe I gehörig) werden in die UPO100-Familie geordnet und gehören ebenfalls zum
Clan UPO1.
6.3. DyP-type-Peroxidasen
Die DyP-type-Peroxidasen stellen eine große Protein-Superfamilie in Pilzen und Bak-
terien dar. Die überwiegende Mehrheit der hypothetischen Sequenzen findet sich zwar
in bakteriellen Genomen, jedoch sind Wildtyp-Enzyme bislang nur von Pilzen identifi-
ziert worden. Gegenwärtig sind acht pilzliche Enzyme (BadDyp, MsP1, MsP2, TAP,
AauDyP, EglDyP, MepDyP, IlaDyP (cpop21); Tab. 6.3, Kap. 2.3) aus Kulturüber-
ständen gereinigt und ausführlich charakterisiert worden. Zudem sind derzeit etwa
600 hypothetische pilzliche Sequenzen bekannt (Kap. 5.2.3). In dieser Arbeit wurden
die Nukleotidsequenzen von drei charakterisierten DyPs sowie vier hypothetischen
DyPs ermittelt. Die Tab. 6.3 fasst die Eigenschaften der abgeleiteten Proteinsequen-
zen und die aller bislang bekannten pilzlichen DyPs zusammen.
6.3.1. Differentiell exprimierte Isoenzyme
Die charakterisierten DyPs „AjP1“ und „AjP2“ (Produkte des dyp1-Gens) aus
A. auricula-judae wurden aus einer Flüssigkultur im Tomatensaftmedium gereinigt
[138]. In einer Festphasekultur auf Buchenholz zeigte A. auricula-judae ebenfalls
hohe DyP-Aktivitäten [138]. Die ermittelten Peptidsequenzen eines aus der Fest-
phase gereinigten als „MiP“ bezeichneten Enzyms (eine N -terminale Sequenz, vier
De-novo-Peptide, Tab. A.2; Ch. Liers, unveröffentlichte Daten) sind bis auf ein
De-novo-Peptid eindeutig als DyP-Sequenzen erkennbar. Sie lassen sich jedoch nicht
dem dyp1-Genprodukt zuordnen. Die Peptidsequenzen weichen zwischen einer und
fünf Aminosäuren vom dyp1-Genprodukt ab und deuten auf die Existenz eines wei-
teren, differentiell aktivierten DyP-Gens hin. Die hier geschilderte Situation von
mehreren Isoformen eines Genprodukts (Proteine „AjP1“ und „AjP2“ als Genpro-
dukte des dyp1-Gens von A. auricula-judae; vgl. Ergebnisteil auf Seite 127) sowie
unterschiedlichen Isoenzymen („AjP“, „MiP“) ist auch für die DyP aus B. adus-
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Tab. 6.3.: Eigenschaften charakterisierter und hypothetischer pilzlicher
DyP-Proteinsequenzen
Angaben bezogen auf reife Proteine ohne Signalpeptid (falls dieses bekannt
ist). AS = Aminosäuren; MW = experimentell ermitteltes Molekularge-
wicht der Monomere, MW in Klammern berechnet ohne Glykosilierung
und Häm. Zahl der Glykosilierungsstellen und pI -Werte sind theoretisch
berechnete Eigenschaften, es sei denn, Referenzen sind angegeben.
Protein Signal-peptid
Länge
[AS]
MW
[kDa] pI
Glykosilierungs-
stellen Referenzen
AauDyP1
(AjP1-Isof.)
jaa 448 51
a
(46,9) 4,3
a 2-3 (N -Acetyl-
glucosamin)a,b
a[138] b[142]
EglDyP1 jac 440 56
c
(46,4) 3,6
c 2 c[139]
MepDyP1 jac 463 61
c
(49,7) 3,5
c 3 c[139]
BadDyP jad 442 60
d
(47,5) 3,8
d
3 (N -Acetyl-
glucosamin,
Mannose)d
d[130]
MsP1 jae 458 64
e
(49,2) 3,7
e 7 e[136]
MsP2 jae 453 52
e
(48,1) 3,5
e 3 e[136]
TAP jaf 449 67
f
(48,6) 4,6 6
f[134]
IlaDyP jag 447 57
g
(48,5) 3,9
g 7 g[140]
AaeDyP1 nein 490 (54,1) 8,3 4
AaeDyP2 (ja) 483 (54,6) 6,2 2
Signalpeptid
manuell
zugeordnet
AaeDyP3 nein 497 (54,9) 6,2 0
ApeDyP1 nein 484 (52,6) 6,1 0
ta beschrieben [135]. Die Isoformen „DyP1“ und „DyP2“ unterscheiden sich durch
unterschiedlich starke Glykosilierungen, werden jedoch vom gleichen Gen kodiert.
Eine dritte Isoform „DyP3“ zeigt abweichende Peptidsequenzen und repräsentiert
damit ein anderes Genprodukt (Nukleotidsequenz unbekannt). Ähnliche Andeu-
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tungen machten die Autoren zu den DyPs aus M. scorodonius [136]. Die beiden
Enzyme MsP1 und MsP2 unterscheiden sich deutlich in ihrer Aminosäurensequenz,
die Autoren fanden während der Aufklärung dieser Sequenzen stets auch leicht abwei-
chende Nukleinsäuresequenzen (~98% Identität), die die Autoren als allele Varianten
deuteten.
6.3.2. Hypothetische Sequenzen
Von zwei Agrocybe-Arten wurden hypothetische Sequenzen auf cDNA-Ebene ermit-
telt. Diese liegen in der phylogenetischen Analyse abseits der charakterisierten Prote-
ine (Abb. 5.22 auf Seite 134), weisen jedoch bis auf eine Ausnahme alle essen-
ziellen Aminosäuren des katalytischen Zentrums auf. Dem hypothetischen Protein
AaeDyP2 fehlt das in der H2O2-Spaltung als Protonenakzeptor dienende Aspartat
(vgl. Abb. 5.21 auf Seite 133); stattdessen steht ein Glycin im Alignment. Damit
fehlt eine für die Bildung der Compound I wesentliche Aminosäure. Eine Modellierung
des Proteins mit I-Tasser ergab eine zur DyP aus B. adusta ähnliche Raumstruktur
(nicht gezeigt). Die Funktion des fehlenden Aspartats könnte eventuell ein benach-
bartes Asparagin an Position 364 (im reifen Protein) übernehmen, welches zwei Po-
sitionen neben dem als Ladungsstabilisator dienendem Arginin sitzt (Position 362).
Ebenso fehlt eine weitere das H2O2-Molekül bindende Aminosäure; das hochkonser-
vierte Phenylalanin (Abb. 5.21) ist durch ein Valin ersetzt. Ob dieses Protein - falls
es gebildet wird - überhaupt funktionell wäre, ist damit fraglich. Es könnte sich um
ein noch transkribiertes Pseudogen handeln.
6.3.3. Biologische Funktion
Zur biologischen Funktion von pilzlichen DyP-type-Peroxidasen, ihrem natürlichen
Substrat und der Physiologie der Enzymproduktion ist wenig bekannt. Induziert wer-
den die pilzlichen Enzyme in pflanzlichen Komplexmedien in Festphase oder Flüssig-
kultur, welche einen hohen Anteil an Polyphenolen aufweisen (Kartoffelextrakt [130];
Tomatensaft, Sojamehl oder Buchenholzmehl [138, 139]; Maisquellwasser [140]) oder
ausnahmsweise auch in rein synthetischen Medien [136]. Das effizient umgesetzte
Modellsubstrat Reactive-Blue-5 ist ein künstlicher Anthrachinon-Farbstoff. Derivate
des Grundbausteins Anthrachinon sind in Pflanzen und Pilzen als Pigmente [149]
weit verbreitet (z. B. Emodin in Wurzeln und Stängeln von Rhabarber sowie Bildung
durch verschiedene Penicillium- und Aspergillus-Stämme), haben antibiotische Eigen-
schaften [150] und sind Vorstufen in der Biosynthese von Mycotoxinen (Aflatoxine
168
und Sterigmatocystin) [151]. Daher erscheint es plausibel, dass DyPs als unspezi-
fische Entgiftungsenzyme fungieren, die Verbindungen angreifen, die von Laccasen
und/oder klassischen Peroxidasen nicht angegriffen werden. In der Fähigkeit, nicht-
phenolische Ligninmodellverbindungen und andere nicht-phenolische methoxylierte
Aromaten zu oxidieren20, zeigen die DyPs des Pilzes A. auricula-judae [138] bzw.
die DyPs aus Exidia glandulosa und Mycena epipterygia [139] Ähnlichkeiten zu den
ligninolytischen ClassII-Peroxidasen. Die BadDyP zeigt ebenfalls eine, wenn auch
geringe, ligninolytische Aktivität [152]. Dies lässt die Vermutung zu, dass diese DyP-
type-Peroxidasen am pilzlichen Ligninabbau beteiligt sind und alternativ oder additiv
zu lignolytischen ClassII-Peroxidasen agieren.
Die physiologische Bedeutung bakterieller DyPs ist dagegen noch völlig unklar, da
diese nur als rekombinante Enzyme analysiert wurden. Daher gibt es keine Hinweise
auf natürliche Induktoren und ob sie extrazellulär wirksam sind. Prinzipiell könn-
ten diese DyPs ebenso als Entgiftungsenzyme wirken oder eine Rolle im hypotheti-
schen bakteriellen Ligninabbau haben. Jedoch ist der Autor bislang nicht überzeugt,
dass diese bakteriellen DyP-Proteine (und strukturverwandte bakterielle Proteine,
Kap. 6.3.5) physiologisch tatsächlich als extrazelluläre Peroxidasen wirken. Vielmehr
scheint es, dass diese Proteine vorwiegend intrazelluläre, nicht-enzymatische Funk-
tionen übernehmen (Eisenstoffwechsel, Abbau oxidativen Stresses, Pathogenese). Im
Anhang K werden bakterielle DyPs und ihre möglichen Funktionen detailierter be-
handelt.
6.3.4. Prokaryotischer Ursprung pilzlicher DyP-type-Peroxidasen
Eine BLAST-Suche mit den Sequenzen charakterisierter DyPs ergab etwa 600 ho-
mologe Sequenzen in pilzlichen Genomen21 sowie etwa 1.800 Sequenzen in bakte-
riellen Genomen22 (Kap. 5.2.3). Sowohl die Existenz von DyP-Sequenzen in etwa
einem Drittel aller vollständig sequenzierten bakteriellen Genome23 als auch das
ungleichmäßige und zahlenmäßig geringe Vorkommen (z. B. im Vergleich zu Häm-
Thiolat-Peroxidasen) homologer Sequenzen in Pilzen lässt die Vermutung zu, dass
Pilze DyP-Sequenzen durch einen horizontalen Gentransfer von Bakterien erhalten
20Spezifische Aktivitäten liegen etwa um eine Größenordnung niedriger als in lignolytischen ClassII-
Peroxidasen.
21Identität auf Proteinebene zur BadDyP: 35-60%.
22Identität auf Proteinebene zur BadDyP: ~30%.
23Unter http://www.ncbi.nlm.nih.gov/genome/?term=bacteria[organism] sind Zahl und Liste der
sequenzierten bakteriellen Genomen abrufbar.
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haben. Eine ungleiche Verteilung von Genen kann in größeren taxonomischen Einhei-
ten auch durch eine konvergente Evolution oder einen Taxon-spezifischen Genverlust
erklärt werden. Im Fall der DyPs ist jedoch selbst innerhalb von Gattungen eine mo-
saikartige Verteilung der entsprechenden Gene zu finden. Für das katabolische Gen
acdS (kodiert eine 1-Aminocyclopropan-1-Carboxylat-Deaminase) wurde ein mehr-
maliger, unabhängiger Gentransfer über Reiche hinweg von Bakterien zu Pilzen und
Oomyceten beschrieben [302]. Es stellt sich die Frage, durch welche Vektoren der
mutmaßliche Gentransfer von DyP-Genen erfolgt sein könnte.
Da pilzliche DyP-Sequenzen bislang nur in Asco- und Basidiomyceten gefunden
wurden, könnten DyPs, ebenso wie die Gruppe-II-HTPs („lange“ HTPs), als ein phy-
logenetischer Marker für „höhere“ Pilze (Dikarya) dienen. Jedoch spricht gegen die
Verwendung dieses Markers die erwähnte ungleichmäßige Verteilung von DyP-Genen
innerhalb einzelner Familien und teilweise innerhalb von Gattungen (Kap. 5.2.3).
6.3.5. DyPs sind Teil der strukturellen CDE-Superfamilie
Wie erwähnt finden sich zu den charakterisierten pilzlichen DyPs sequenzähnliche
hypothetische Proteine kodiert in den Genomen von Eubakterien. Bislang sind keine
entsprechenden bakteriellen Proteine als Wildtyp-Enzyme beschrieben worden. Je-
doch wurden zwei hypothetische Proteine aus dem Cyanobakterium Nostoc sp. PCC
7120 und dem Aktinobakterium Amycolatopsis sp. ATCC 39116 heterolog exprimiert
und als rekombinante Enzyme charakterisiert, die mit vergleichbarer katalytischer
Effizienz wie die pilzlichen DyPs Reactive-Blue-5, ABTS und phenolische Verbindun-
gen anzugreifen vermögen [144, 145]. Das Enzym aus Amycolatopsis zeigt zudem auch
eine geringe Mangan-Peroxidase-24 und Mangan-Oxidase-Aktivität [145]. Diese von
der Primär- bis zur Tertiärstruktur [145] sich stark ähnelnden Sequenzen aus Pilzen
und Bakterien können als eine monophyletische Proteinfamilie verstanden werden
und werden in dieser Arbeit als die eigentlichen DyP-type-Peroxidasen angesehen.
Diese Proteinfamilie entspricht der in der von Hofrichter et al. (2010) [57] aufgestell-
ten Klassifikation der „Sequenzfamile 1“ bzw. in der von Zámocký & Obinger (2010)
der „Familie-C“-Sequenzen aus Bakterien und der „Familie-D“-Sequenzen aus Pilzen
[55].
Im Unterschied dazu werden seit 2006 auch Proteinsequenzen zu den DyP-type-
Peroxidasen gezählt, die zu weniger als 6% zur DyP aus dem Pilz Bjerkandera
adusta identisch sind, jedoch hohe strukturelle Ähnlichkeit in ihrer Tertiärstruktur
24Etwa 2-3 Größenordnungen geringere Aktivität als pilzliche Mangan- und Versatile Peroxidasen.
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aufweisen und teilweise ähnliche katalytische Aktivitäten besitzen (Umsetzung von
Reactive-Blue-5) [128, 129, 146]. Solche DyP-Sequenzen finden sich in den Genomen
von Bakterien, Archaeen, Mollusken, Plattwürmern, einigen Protisten und Ascomy-
ceten ([57, 143, 147] und eigene Untersuchungen). Sie werden nach Hofrichter et al.
(2010) [57] als „Sequenzfamile 2“ bzw. von Zámocký & Obinger (2010) als „Familie-
A“- und „Familie-B“-Sequenzen bezeichnet [55]. Da es bislang unbewiesen ist, dass
diese Sequenzen mit derart geringer Ähnlichkeit einen gemeinsamen phylogenetischen
Ursprung mit der DyP haben, werden sie vom Autor nicht als homolog angesehen. Es
gibt zwei kurze Sequenzabschnitte in beiden Sequenzfamilien, die eine hohe Ähnlich-
keit aufweisen. Der Bereich um das „GXXDG“-Motiv25, welcher das distale als Proto-
nenakzeptor dienende Aspartat enthält, ist in beiden Familien konserviert [57, 139].
Zudem lassen sich weiter C -terminal die essentiellen Aminosäuren wie das proximale
Histidin („PXX(S/A)H“-Motiv) und das als Ladungsstabilisator dienende Arginin in
den bakteriellen Sequenzen erkennen (vgl. Abb. in [57, 139]; beide Publikationen sind
im Anhang auf Seite 310 und auf Seite 337 zu finden).
DyP-type-Peroxidasen werden als Teil der strukturellen CDE-Superfamilie angese-
hen, zu der Proteine gehören, die trotz unterschiedlicher Primärsequenz und damit
unterschiedlicher Abstammung eine vergleichbare Raumstruktur haben [148, 375].
Die CDE-Superfamilie ist eine diverse Gruppe von mindestens 20 Proteinfamilien,
die eine α,β-Fass-Domäne aufweisen. Sechs dieser Familien binden ein Häm-Molekül
innerhalb des Fasses [375]. Namensgebend für diese Superfamilie sind die bakteriellen
Chlorid-Dismutasen, die DyPs („Sequenzfamile 1“ bzw. DyP-Familien C+D) und die
EfeB-homologen Proteine („Sequenzfamile 2“ bzw. DyP-Familien A+B).
6.3.6. Heterologe Expression
Bislang wurden alle biochemisch charakterisierten, bakteriellen DyPs bzw. alle bakte-
riellen zur DyP strukturverwandten Enzyme („Sequenzfamile 2“) heterolog in E. coli
produziert. Dies belegt, dass DyPs erfolgreich in Bakterien (zumindest in E. coli)
exprimierbar sind. Besonders interessant ist, dass mit der Expression von DyP-
Sequenzen aus dem Cyanobakterium Anabaena sp. PCC 7120 und dem Aktinobak-
terium Amycolatopsis sp. ATCC 39116 [144, 145] zwei DyP-C-Proteine exprimiert
wurden, welche eine hohe Sequenz-Ähnlichkeit zu den pilzlichen Sequenzen haben
(~30% Identität, 46% Ähnlichkeit). Tatsächlich konnte die erfolgreiche heterologe
Expression in E. coli für das Modellenzym aus Bjerkandera adusta [249] und für
25(E/D)XXG(F/W/X)XDGXX(N/Q)P
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die DyP aus Auricularia auricula-judae [281] gezeigt werden. Seit 2010 ist das in
Aspergillus niger produzierte, kommerzielle Enzympräparat MaxiBright der Firma
DSM erhältlich, das nach Hersteller-Angaben eine pilzliche Peroxidase enthält und
als Aufheller für Molke verwendet werden kann.26 Tatsächlich ist darin die rekombi-
nant produzierte DyP-type-Peroxidase von M. scorodonius enthalten (M. Hofrichter,
persönliche Mitteilung).
26„MaxiBright® is a liquid MSP peroxidase preparation derived from a selected strain of Aspergillus
niger. It performs best in conditions of pH 4.5 – 6.5, making it ideal for use in standard whey
processing“
172
7. Ausblick
Pilze und die von ihnen sekretierten Peroxidasen erfüllen entscheidende ökologische
Funktionen in der Transformation und im Abbau pflanzlicher und mikrobieller Bio-
masse. Häm-Thiolat-Peroxidasen (HTP) sind extrazelluläre, pilzliche Werkzeuge, um
schwer abbaubare biologische Verbindungen zu oxyfunktionalisieren. Sie sind weit
verbreitet im Reich der Pilze und stellen vermutlich eine alte Protein-Superfamilie
dar. HTPs weisen eine hohe Oxidationskraft für aromatische Verbindungen auf und
könnten daher - neben den bekannten ClassII-Peroxidasen (insbesondere Mangan
oxidierende Peroxidasen) - an der Degradation von pflanzlichem Zellwandmaterial
(Lignin) und Humus beteiligt sein. Die tatsächlichen physiologischen Funktionen die-
ser Enzyme sind jedoch noch unbekannt. Viele Indizien sprechen jedoch für eine
Rolle als unspezifische Entgiftungsenzyme. Diese Aussagen gelten in ähnlicher Weise
für die DyP-type-Peroxidasen. Die phylogenetische Analyse gliedert die DyP-type-
Peroxidase-Superfamilie in zwei Gruppen. Eine Gruppe umfasst ausschließlich DyP-
Sequenzen aus höheren Pilzen, die andere nur bakterielle Sequenzen. Zudem gibt es
nicht-verwandte bakterielle Proteine mit ähnlicher Raumstruktur [148, 375], die nicht
als DyP-type-Peroxidasen bezeichnet werden sollten und deren biologische Funktion
derzeit unklar ist.
Etablierung von A. aegerita als Produktionsstamm für rekombinante Proteine
Im Moment ist es noch nicht möglich, HTP-Knock-out-Mutanten herzustellen. Dies
liegt zum einen daran, dass die untersuchten Pilze mehrere Dutzend HTP-Gene in
ihrem Genom kodieren. Zum anderen stellt die routinemäßige Transformation von
A. aegerita und anderen Basidiomyceten noch ein ungelöstes methodisches Problem
dar. Es besteht der Wunsch, den Stamm A. aegerita AaN als ein neues Modellsystem
für die Expression von rekombinanten Proteinen nutzbar zu machen. Dazu soll das
CRISPR/Cas9-System1 [304] verwendet werden. Da dieser Stamm unter keiner der
1C lustered Regularly Interspaced Short Palindromic Repeats/CRISPR-associated genes
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getesteten Bedingungen nachweisbar UPO-Enzyme exprimiert, bietet es sich hier ge-
radezu an, eine Transformation dieses Stammes mit dem upo1-Gen aus dem Stamm
A. aegerita TM-A1 zu versuchen. Im Erfolgsfalle können weitere UPO-Gene aus an-
deren Organismen sowie mutierte UPO-Gene getestet werden. Dazu müssen jedoch
die Genome beider Stämme noch umfassender analysiert werden.
Modellierung von P450-Funktionen mit Häm-Thiolat-Peroxidasen Da die Kris-
tallstrukturen für die Chlorperoxidase von C. fumago, die UPO aus A. aegerita
TM-A1 und die UPO aus M. rotula (unpubliziert) vor kurzem gelöst wurden, ist
es nun möglich, auf der Ebene einzelner Aminosäuren in hypothetischen HTP-
Sequenzen Funktionen vorherzusagen. Es besteht die Möglichkeit, mit Hilfe von
rekombinant exprimierten (und gentechnisch veränderten) HTPs spezifische P450-
Reaktionen (z. B. solche von CYP51 oder CYP61) nachzubilden. Da die Aminosäuren
für die Substratbindung in den entsprechenden CYPs bekannt sind, bietet sich auch
ein rationales Design von HTPs an. Vorteile der Katalyse durch Häm-Thiolat-
Peroxidasen sind: ein weites Substratspektrum, eine chemoselektive, regioselektive
und enantioselektive Synthese organischer Verbindungen, der Ersatz des teuren
Kofaktor-Regenerationsssystem von konventionellen P450-basierten Katalysen durch
Wasserstoffperoxid als einziges Kosubstrat. Ein Beispiel ist die umweltfreundliche
Synthese von Fein- und Plattform-Chemikalien für die Synthese von Kunstoffen und
Polymeren (z. B. 2,5-Furandicarbonsäure [307]).
Weitere Genomsequenzierungen Um die Komplexität des Agrocybe-aegerita-
Multispezieskomplexes besser zu verstehen, sollten die Genome weiterer Stämme
sequenziert werden. Kandidaten sind die zu einer deutlichen UPO-Bildung fähigen
Stämme aus dem „asiatisch-ozeanischen“ Clade A. parasitica ICMP16333 (Neu-
seeland), A. chaxingu SM960903 (China) und A. aegerita Aae392 (Indien). Von
besonderem Interesse sind die vor kurzem beschriebenen neuen Agrocybe- bzw. Cy-
clocybe-Arten A. wrightii [213] und C. erebioides [214]; falls diese Kulturen verfügbar
sind, sollten sie sowohl genomsequenziert als auch auf die UPO-Bildung hin unter-
sucht werden.
Folgende Genomsequenzierungen sind bereits im Gange, um die Datenlage für ei-
nige der in dieser Arbeit untersuchten Organismen zu verbessern: A. auricula-judae
DSMZ11326 (Zuordnung zweites exprimiertes DyP-Gen), M. rotula S31 (Regulation
der UPO-Expression) und C. fumago (Suche nach weiteren HTP-Genen).
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UPO-Induktion durch synthetische Peptide Durch eine Kultivierung in einem
nicht-induzierenden Medium (wie Czapek-Dox- oder Malzmedium) und dem Zu-
satz von synthetischen Sojapeptiden oder rekombinant produzierten Glycinin- bzw.
β-Conglycinin-Untereinheiten sollte sich die Hypothese, dass Abbauprodukte der
Speicherproteine als Induktoren der Peroxygenase dienen, überprüfen lassen.
Sekretome von A. aegerita TM-A1 und AaN Die Unterschiede der Sekretome bei-
der A.-aegerita-Stämme im Sojamedium und in einem synthetischen Medium könnten
Hinweise zur Regulation der UPO-Produktion geben. Zudem wäre es auch interessant,
die Sekretome in der Kultur mit Pappelholz zu untersuchen. Die Sekretom-Analyse
ließe zudem eine qualitative Aussage zur Genexpression einzelner Gene zu und würde
viele hypothetische Transkripte verifizieren. A. aegerita TM-A1 sekretiert hohe Akti-
vitäten an Peptidasen (Kap. 5.1.4.4, [204]); anhand der zu erwartenden Ergebnisse
könnten die Zahl und Art dieser Hydrolasen bestimmt werden.
Mikrokosmos-Experimente Transkripte von UPO- und DyP-Genen wurden in na-
hezu allen untersuchten Laubstreuproben nachgewiesen (Kap. 5.4). Dies legt zwar eine
biologische Funktion dieser neuen Hämperoxidase-Superfamilien nahe, jedoch fielen
die in denselben Laubstreuproben ermittelten Peroxidase-Aktivitäten zwischen 100-
bis 1.000-fach niedriger aus als in pilzlichen Reinkulturen. Mikrokosmos-Experimente
mit definiertem Substrat (z.B. nur Buchenlaub, Buchenholz) und der Reinkultur eines
Pilzes könnten helfen, die tatsächliche biologische Rolle der sekretierten DyP-type-
und Häm-Thiolat-Peroxidasen für den Abbau von Streu oder Totholz zu klären.
Bedarf an einer verbesserten Peroxidase-Datenbank Betrachtet man die über
3.000 gefundenen HTP-Sequenzen und beinahe 2.400 pilzlichen und bakteriellen DyP-
Sequenzen in der GenBank und dem JGI, so stellt sich die Frage, wieso in der Daten-
bank PeroxiBase gegenwärtig (Oktober 2015) nur 101 HTP- und 233 DyP-Sequenzen2
hinterlegt sind. PeroxiBase bezieht ihre Sequenzen aus den gleichen Quellen wie der
Autor. Vielleicht mag es daran liegen, dass diese Datenbank manuell gepflegt wird.
Jedoch waren bereits im Jahr 2010 mehrere Hundert HTP- und an die tausend DyP-
Sequenzen allein in der GenBank hinterlegt [57]. Auch die ClassII-Peroxidasen sind in
PeroxiBase unterrepräsentiert. Die Datenbank PeroxiBase diente zu Beginn ihrer Er-
stellung im Jahr 2006 ausschließlich den pflanzlichen ClassIII-Peroxidasen [260] und
2PeroxiBase enthält auch hypothetische Sequenzen.
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wurde später auf alle Peroxidase(super)familien ausgedehnt [22]. Deshalb wird diese
Datenbank immer noch deutlich von pflanzlichen Sequenzen dominiert. Von über
10.000 in PeroxiBase hinterlegten Hämperoxidase-Sequenzen gehören etwa 58% zu
den ClassIII-Peroxidasen. In dieser Konfiguration kann diese Datenbank keine kor-
rekte Übersicht über die pilzlichen Peroxidase(super)familien geben, daher wäre die
Erstellung einer neuen auf sekretorische pilzliche Peroxidasen fokussierte Datenbank
sinnvoll.
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8. Thesen
1. Die charakterisierten Unspezifischen Peroxygenasen stellen gemeinsam mit der
Chlorperoxidase Vertreter einer eigenen Superfamilie von Hämperoxidasen in
Pilzen dar - den Häm-Thiolat-Peroxidasen.
2. Häm-Thiolat-Peroxidasen stellen ein autapomorphes Merkmal aller echten Pilze
(Eumycota) dar und sind nur in echten Hefen und einigen hefeartig wachsenden
Basidiomyceten sekundär reduziert.
3. Häm-Thiolat-Peroxidasen (HTP) gliedern sich in zwei große Gruppen.
4. Gruppe-I-Enzyme („kurze“ HTPs) sind phylogenetisch älter und finden sich in
nahezu allen pilzlichen Taxa.
5. Gruppe-I-Sequenzen finden sich, vermutlich durch mehrmalige horizontale Gen-
transfers bedingt, in den Genomen von pflanzenpathogenen Oomycota sowie
einiger Kieselalgen.
6. Gruppe-II-Enzyme („lange“ HTPs) sind von Gruppe-I-Sequenzen abgeleitet
und stellen einen Marker für höhere Pilze (Dikarya) dar.
7. Proteinbestandteile lösen die Produktion von Gruppe-II-Enzymen in Laborkul-
turen von Basidiomyceten aus.
8. DyPs bilden ebenfalls eine eigene, neue Superfamilie von Hämperoxidasen. Ho-
mologe Sequenzen finden sich ausschließlich in höheren Pilzen und Eubakterien.
9. Pilzliche DyP-Sequenzen sind ungleichmäßig in den Genomen der Dikarya ver-
teilt und haben mutmaßlich einen prokaryotischen Ursprung.
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A. Peptidsequenzen
Tab. A.1.: Peptidsequenzen (De-novo-Peptide, Edman-Degradation) für
die UPO aus A. aegerita TM-A1
Peptide mit Buchstaben stammen von isoformenreinen UPO-Fraktionen
Peptidname m/z [Da] Vorgeschlagene (Teil-)Sequenz Zuordnung Bemerkungen/
Quellen
N -Terminus EPGKPPGPPESSA ! upo Isoform AaP II b, [122]
EPGKPGPPEES ! upo Isoform AaP II a, [122]
LPPGPLExSS ! upo1 Wiederholung
isoformenrein
2 1694,86 EPGLPPGPL------- ! upo1 N -terminal,
1xN -Acetylglucosamin
0 n. a. GPCPGLNTLASHGYLPR ! upo1 passt zu mehreren
Genprodukten, [123]
1a 1286,69 SLYPNPTVQLR ! upo1
1b 1229,68 SLYPNPTGLLR UPO-homolog 1 Abweichung zu upo1
3 942,38 MPDDFFR ! upo1 Oxidation M
4 1237,49 DDGQLDMDSAR UPO-homolog 1 Abweichung zu upo1
A 2153,03 KAMPSDGETTFPANYPVDGR ! upo1
B 1287,70 EAYPNPTVQLR ! upo1 Entspricht Peptid 1a
C 1862,94 EVGTSGVVLKAHPGSDGPR ! upo1
C-Metox 1878,96 ! upo1 Oxidation M
D 1970,95 ! upo1
D-Glykos 2174,04 ! upo1 1xN -Acetylglucosamin
E 927,40 ! upo1 Entspricht Peptid 3
F 918,45 ! upo1
G 2113,12 ! upo1
Ohne Zuordnung Peptide H-K: 1523,74; 1598,90; 1671,90; 2005,96
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Tab. A.2.: UPO-Peptidsequenzen (De-novo-Peptide, Edman-Degradation)
C. radians (CraUPO1), C. verticillatus (CveUPO1), M. rotula
(MroUPO1), A. parasitica (ApaUPO1)
Enzym Peptidname m/z [Da]
Vorgeschlagene
(Teil-)Sequenz
Zugeordnet? Bemerkungen/
Quellen
Cra-
UPO1
N -Terminus — VPGGLXPPPEYVgGKK ! upo1 4 Unterschiede,
[123]
A 1592,69 NVNGEMTFTGTPDPN ! upo1 nicht-konforme
C -terminale
Schnittstelle, [123]
B 965,49 ---NIALGH ! upo1 nicht-konforme
C -terminale
Schnittstelle, [123]
C 931,46 SSPATRWK % [123]
1a 966,54 MPDDFWR ! upo1
1b 1346,77 DHKMPDDFWR ! upo1
Cve-
UPO1
1266,65 RFAG(I/L)DMETAR
UPO-
homolog
entfernt ähnlich
zu CveUPO1
1859,98
(I/L)EHS(I/L)ANN-
FPGGADMMR
UPO-
homolog
entfernt ähnlich
zu CveUPO1
Mro-
UPO1
N -Terminus — SAHPWKAPGP ! upo1, 2, 3
1 1443,64 EFVNVFFAGEER ! upo1
2 1720,97 STTPITIPLLTTGIHR ! upo3
3 1776,01 STTPINIPQDVAIGPPR ! upo1
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Enzym Peptidname m/z [Da]
Vorgeschlagene
(Teil-)Sequenz
Zugeordnet? Bemerkungen/
Quellen
Apa-
UPO1
12-1 1245,62 SLYPNPTGQLR
UPO-
homolog
12-2 1460,67 MPDNFFRPPSPR
UPO-
homolog
12-3 1476,70 MPDNFFRPPSPR
UPO-
homolog
Oxidation M
12-4 1860,95 ATAGVEVVIQAHPMQPGR
UPO-
homolog
12-5 1876,95 ATAGVEVVIQAHPMQPGR
UPO-
homolog
Oxidation M
12-6 2169,05 YFTAYGETTFPANLFVDGR
UPO-
homolog
13-1 998,58 SGPGVDVVLR
UPO-
homolog
13-2 1245,67 SLYNPPTGQLR
UPO-
homolog
Entspricht
Peptid 12-1
13-3 1373,77 SLYNPPTGQLRK
UPO-
homolog
Beinhaltet
Peptid 12-1 &
13-2
13-4 2169,05 YFTAYGETTFPANLFVDGR
UPO-
homolog
Entspricht
Peptid 12-6
Ohne Zuordnung Peptide 14-1: 1467,71 (GVYPVGTQGDRYR); 14-2: 2140,12
(YPSTLDPGLYQDLYNPQR); 14-3: 2268,22 (KYPSTLDPGLYQDLYNPQR)
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Tab. A.3.: DyP-Peptidsequenzen (De-novo-Peptide, Edman-Degradation)
A. auricularia-judae (AauDyP1, Aau“MiP“), E. glandulosa (EglDyP),
M. epipterygia (MepDyP1)
Enzym Peptidname m/z [Da]
Vorgeschlagene
(Teil-)Sequenz
Zugeordnet? Bemerkungen
Aau-
DyP1
N -Terminus
AjP1
— ATSLNTIDIQGDILV ! dyp1 1 Abweichung
N -Terminus
AjP2
— AGTGIHGVIILASDT ! dyp1
1 1948,02 TPATVGLDPIIGQNNGGAPR ! dyp1
Aau-
„MiP“
N -Terminus — AQPLVALNIA
DyP-
homolog
1 Abw. zu dyp1
1 1313,58 SNNANFPPR
DyP-
homolog
3 Abw. zu dyp1
2 1396,73 ADIGGGAAPANTIIR %
3 1408,71 APWATGGSFIVFR
DyP-
homolog
3 Abw. zu dyp1
4 2160,10 DIAPVNDDPAIGADPIR
DyP-
homolog
5 Abw. zu dyp1
Egl-
DyP1
N -Terminus —
(A/S/V)LN(L/T)-
(N/D)DIQGD
! dyp1 Consensus aus
12 von 124.416
Varianten
1 1239,70 DALVAPANTVLR ! dyp1
2 1324,75 VLLVGGTNDPLAR ! dyp1
3 1612,76 APDGWMTGGS ! dyp1
4 1624,75 SDPG(OxW)NTGGSSDTGDR ! dyp1 Oxidation von 3
5 1628,75
SPVG(OxW)MTGGS-
(OxM)LAFR
! dyp1 Oxidation von 3
6 1863,97 NVQPGQDPLLGQNSGALR ! dyp1
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Enzym Peptidname m/z [Da]
Vorgeschlagene
(Teil-)Sequenz
Zugeordnet? Bemerkungen
Egl-
DyP1
7 2190,11
SGA(OxH)GDLTPL-
ADDPALGADPQR
! dyp1
8 2302,19
WVGLDPANPTGALS-
MGQ(OxM)VVSR
! dyp1
Mep-
DyP1
N -Terminus —
DD(A/T)(V/L)(D/-
G)(I/V)DNIQ
! dyp1 Consensus aus 16
von 1.024
Varianten
1 1651,84 GDLSPSAENPHFLLR ! dyp1
2 1693,85 VDASPEAENPH(OxM)LLR %
3 1835,05 AVEHLANLPPPLPGLAAR ! dyp1
4 2283,16
SGAPVFLSPTKDDPVL-
GADQNR
! dyp1 beinhaltet
Peptid 3
5 2339,09
SSLPYGEPVTDAEAAS-
STTSAGGGK
! dyp1
6 2708,39
QLKQFVPE(OxM)NQ-
(OxM)LADHPLDLPGR
! dyp1
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B. Genspezifische Oligonukleotide
Sequenzen sind nach dem IUPAC-Code (International Union of Pure and Applied
Chemistry) für Nukleinsäuren notiert. Der Buchstabe I repräsentiert die Wobbelbase
Inosin. Start- und Stopcodone sind fett markiert.
Tab. B.1.: Degenerierte DNA-Oligonukleotide für die Amplifikation von
UPO-Sequenzen. Zur leichteren Unterscheidung sind bei sehr ähnlichen
Primern die unterschiedlichen Codons fett markiert.
Name Sequenz (5’→3’)
85-GPCPGLNT-For-A GGICCNTGYCCNGGNCTNAAYAC
85-GPCPGLNT-For-B GGICCNTGYCCNGGNTTRAAYAC
85-GPCPGLNT-Rev NGTRTTIARNCCNGGRCANGGNCC
91-N(T/A) L ANHG-For-A AAYRCNTTRGCNAAYCAYGG
91-N(T/A) L ANHG-For-B AAYRCNCTNGCNAAYCAYGG
91-N(T/A)(M/I)ANHG-For AAYRCNATNGCNAAYCAYGG
91-N(T/A) L ANHG-Rev-A NCCRTGRTTNGCYAANGYRTT
91-N(T/A) L ANHG-Rev-B NCCRTGRTTNGCNAGNGYRTT
91-N(T/A)(M/I)ANHG-Rev NCCRTGRTTNGCNATNGYRTT
96-HG(Y/F)LPRNG-For-A CAYGGITWYYTNCCNCGNAAYGG
96-HG(Y/F)LPRNG-For-B CAYGGITWYYTNCCNAGRAAYGG
96-HG(Y/F)LPRNG-Rev-A NCCRTTNCINGGNAGRWANCCRTG
96-HG(Y/F)LPRNG-Rev-B NCCRTTNCINGGYAARWANCCRTG
172- FEGDAS-For-A TTYGARGGNGAYGCNTC
172- FEGDAS-For-B TTYGARGGNGAYGCNAG
172- FEGDAS-Rev NSWNGCRTCNCCYTCRAA
231
173- EHD(A/G)SL-For-A GARCAYGAYGSNTCNYTN
173- EHD(A/G)SL-For-B GARCAYGAYGSNAGYYTN
173- EHD(A/G)SL-Rev-A NARNGANSCRTCRTGYTC
173- EHD(A/G)SL-Rev-B NARRCTNSCRTCRTGYTC
171-G(M/I)EHDA-Rev (APO130R) GCRTCRTGYTCIATNCC
182-D(A/F) F F G(N/D)N-For GAYKYNTTYTTYGGNRAYAA
182-D(A/F) H F G(N/D)N-For GAYKYNCAYTTYGGNRAYAA
182-D A (F/H) F G(N/D)N-Rev RTTRTYNCCRAARWRNGCRTC
182-D F (F/H) F G(N/D)N-Rev RTTRTYNCCRAARWRRAARTC
182-D(A/F/H/Y/N) A (F/L)G(N/D)N-For GAYIHNGCNYTNGGNRAYAAY
182-D(A/F/H/Y/N)(F/Y/H) (F/L)G(N/D)N-For GAYIHNYWYYTNGGNRAYAAY
182-D A (F/Y/H/A)(F/L)G(N/D)N-Rev RTTRTYNCCNARNDVNGCRTC
182-D(F/H/Y/N) (F/Y/H/A)(F/L)G(N/D)N-Rev RTTRTYNCCNARNIVRWHRTC
227-S(M/I)A(T/N)NP(E/N)-For TCNATNGCNAMNAAYCCNRAY
228- (M/I)A(T/N)NP(E/N)-Rev RTYNGGRTTNKTNGCNAT
344-YPNP(T/K/N)(V/G)-For TAYCCNAAYCCNAMNGK
344-YPNP(T/K/N)(V/G)-Rev NMCNKTNGGRTTNGGRTA
372-(Q/E)VFPYG-For SARGTNTTYCCNTAYGG
372-(Q/E)VKPYG-For SARGTNAARCCNTAYGG
372-(Q/E)VFPYG-Rev NCCRTANGGRAANACYTS
372-(Q/E)VKPYG-Rev NCCRTANGGYTTNACYTS
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Tab. B.2.: DNA-Oligonukleotide für Real-Time-PCR für upo1 von A. ae-
gerita TM-A1. FAM = Fluorescein, TAMRA = Tetramethylrhodamin.
Name Sequenz (5’→3’)
fp-aap2 CACCCAGCCCGAGAAGTGGCACA
rp-aap2 TGTAGCTGTTGATCTTGCCGACATTTC
Sonde-aap2 FAM -TAGTTATACAGGCTCATCCTATGCAG-TAMRA
fp5.8 CGATGAAGAACGCAGCGAAA
rp5.8 GGAATACCAAGGAGCGCAAGG
S5.8 FAM -TAAGTAATGTGAGTTGCAGAATTCAGTGAA-TAMRA
Tab. B.3.: Von UPO-Peptidsequenzen aus A. aegerita TM-A1 abgeleitete
degenerierte Primer
Name Sequenz (5’→3’) basierend auf
AaP1-For GARCCIGGNAARCCICCIGGNCC N -Terminus
AaP2-For CCIGGIYTIAAYACNYTNGC Peptid 0
AaP2-Rev GCIARNGTRTTIARICCNGG Peptid 0
AaP4-For AAYGCIACNAAYCCNG Multiples Alignment, Peptid D
AaP4-Rev AARTCIGGRTTNGTNGC Multiples Alignment, Peptid D
AaP6-Rev ARICCNGTIGGRTTNGG Peptid 1b
Tab. B.4.: Primer für upo1 von A. aegerita TM-A1
Name Sequenz (5’→3’)
AaeAPO1-For8 GTACGTCTCAGCATGTCC
2AaP-Start1-For1 TTCTACATGAAATATTTTCC
2AaP-Start2-For3 GAGCCAGGATTACCTCCTGGTCCTCTC
2AaP-Rev6 CTCGAGTGTTGGGATTATAGCG
2AaP-Rev5 GCAAGTCCGTAATGAGATTGC
2AaP-Stop_rev3 ATATCAATCTCGCCCGTATG
2AaP-For6 TGCGGTCCAACAACCTGC
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Tab. B.5.: Primer für upo2 von A. aegerita TM-A1
Name Sequenz (5’→3’)
1AaP-Start1-For CGCAACATGAAATACTTCAGC
1AaP-Start2-For GAGCCAACACAACCTCCTGGAC
1AaP-Rev3 TCCTTGCGTCCATCGACG
1AaP-Stop-Rev2 TCAATCTCGCCCGTACGGGAATAC
1AaP-Rev4 GGCATAAGGTCACTGGAGTCC
Tab. B.6.: Primer für upo3, upo4 und upo17 von A. aegerita TM-A1
Name Sequenz (5’→3’)
AaeAPO3-5UTR-For8 CATCGAACGCTACACAGTGC
AaeAPO3-Start-For9 ATGAAATACTCATACCTA
AaeAPO3-For2 CGTCAACTTGAGATACCTG
AaeAPO3-Rev2 CAGGTATCTCAAGTTGACG
AaeAPO3-Rev3 CAACTGGCCGTTGTTCCTG
AaeAPO3-Stop-Rev10 TTAGTTTCGCCCATATGG
AaeAPO3-Rev7 CTGAAGGTCATTTGGCTGTGA
AaeAPO4-For1 CGTGCCATGAAATACCTC
AaeAPO4-Rev3 TATCAACGCCACTGAACC
AaeAPO17-Sonde3 CCATCATGTGTATCTCACC
AaeAPO17-Rev1 CTCGCTAATGCCCATCTCC
Tab. B.7.: Von UPO-Peptidsequenzen aus C. radians DSMZ888 abgeleite-
te degenerierte Primer
Name Sequenz (5’→3’) basierend auf
Cop1-For CCICCNCCIGARTAYGT N -Terminus
Cop5-For GAYCAYAARATGCC Peptid 1b
Cop6-Rev CCARAARTCRTCNGGCAT Peptid 1b
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Tab. B.8.: Primer für upo1 von C. radians DMSZ888
Name Sequenz (5’→3’)
CraAPO1-5UTR-For8 ATGGAGCTATGCACTCACC
CraAPO1-For1 GTCGGACCAAAGCTCGTC
CraAPO1-For2 AATGACGCAGACCACCCTTGG
CraAPO-Rev7 CAGATAACCATGAGACGCAAGG
CraAPO-Rev4 GAAGTCATCGCGAGTCATGC
1Cop-Rev2 CTATGTAAAGGACAGGACGAGC
Tab. B.9.: Primer für upo1 von C. verticillata DMSZ3397
Name Sequenz (5’→3’)
CveAPO1-Start-For6 ATGCGCTTTGTGATTCTC
CveAPO1-For1 CCTAAGACCGGCACTGACC
CveAPO1-For2 TGCTGATTCCATCGCTACC
CveAPO1-Rev3 CGTCGATGGAAGTCATCAGG
CveAPO1-Stop-Rev4 CTACAATCCGAAGGGATACC
CveAPO1-Rev5 CGTATCGTACAGACAGTCTGG
Tab. B.10.: Primer für upo1 von A. parasitica ICMP11668 und
ICMP16333
Name Sequenz (5’→3’)
ApaAPO1-For1 CGCACTCTTCGCGACATATG
ApaAPO1-For2 GCAAGACGCCACTCACTG
ApaAPO1-Rev3 CCTCTGGTCATACTAGCGTC
ApaAPO1-Rev4 GAATCGGTTACTGTAGTCAATG
Tab. B.11.: Primer für upo1 von M. rotula S31
Name Sequenz (5’→3’)
MroAPO1-5UTR-For6 GAACCAACACTCACCACTC
MroAPO1-Start-For5 ATGAAACTCGCTATCTCATCC
MroAPO1-Rev1 CCAGCGAGAATCAAGATGTC
MroAPO1-Stop-Rev5 CTAGAGGTCTGGACTGAG
MroAPO1-3UTR-Rev6 GGATTTAGAGGCAAGAGG
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Tab. B.12.: Degenerierte DNA-Oligonukleotide für die Amplifikation von
DyP-Sequenzen
Name Sequenz (5’→3’)
DyP-66-For GAYATHCARGGNGAYAT
DyP-66-Rev DATRTCNCCYTGDATRTC
DyP-219-For GGNCAYGARCAYTTYGG
DyP-219-Rev CCRAARTGYTCRTGNCC
DyP-283-For GTNCCNGARTTYVA
DyP-283-Rev TBRAAYTCNGGNAC
DyP-318-ForA GGNMGNTGGAAITCNGGNGCNCCN
DyP-318-ForB GGNMGNTGGAAIAGYGGNGCNCCN
DyP-318-RevA NGGNGCICCNSWNTTCCANCGNCC
DyP-318-RevB NGGNGCICCNSWNTTCCAYCTNCC
DyP-340-ForA GAYCCNCARMGNAAYAAY
DyP-340-ForB GAYCCNAAYMGNAAYAAY
DyP-340-RevA RTTRTTNCKYTGNGGRTC
DyP-340-RevB RTTRTTNCKRTTNGGRTC
DyP-359-For TGYCCNTTYDSNGCNCAY
DyP-359-Rev RTGNGCNSHRAANGGRCA
DyP-389-For CCNTWYGGNCCNGAR
DyP-389-Rev YTCNGGNCCRWANGG
DyP-407-ForA GANMGNGGNYTNCTNTTYG
DyP-407-ForB GANMGNGGNYTNTTRTTYG
DyP-407-ForC GANMGNGGNYTNGCNTTYG
DyP-407-RevA CRAANRVIARNCCNCGNTC
DyP-407-RevB CRAANRVIARNCCYCTNTC
DyP-480-For GGNGGIGARTAYTT
DyP-480-Rev RAARAARTAYTCICCNCC
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Tab. B.13.: Primer für dyp1 von A. auricula-judae DSMZ11326
Name Sequenz (5’→3’)
DyP-AjP-F2 GCIGGNACNGGIATHCAYGG
AauDyP1-Rev3 GCGAACTGAGGAATGCTAAG
AauDyP1-Rev9b CTGCTCAAGTTGCCGGAAAGCGAG
AauDyP1-Rev7 GAGGATGATGACGCCGTGGAT
AauDyP1-Rev9a GGAGCGATGTCGGAGGCAAGATG
AauDyP1-5UTR-For11 TCCATCCCGGTCCTCAAC
AauDyP1-Start-For12 ATGCGTCTCTCTCCTGTT
AauDyP1-Stop-Rev10 CTAGGCAGAAAGCCGTCCGC
AauDyP1-3UTR-Rev12 GTAGTGAGTACACTGCATGC
Tab. B.14.: Primer für dyp1 von E. glandulosa DSMZ1012
Name Sequenz (5’→3’)
DyP-Exidia425-Rev GGRTTIGCIGGRTCNARNCC
EglDyP1-For1 CGTGCCGATCTCGTTGC
EglDyP1-For2 TTCGTCTCGTACCAGTCG
EglDyP1-Rev6 CTAGGCGGCGAGTTTGC
EglDyP1-Rev3 CACGTTCTTGCCGAAGATG
EglDyP1-Rev5 GACGGCAGGAGCATTATCG
EglDyP1-5UTR-For7 CGATCCGACTTCGACACG
EglDyP1-Start-For8 ATGCGCCTGTCTCCCTCT
EglDyP1-Stop-Rev6 CTAGGCGGCGAGTTTGC
EglDyP1-3UTR-Rev9 GTCTAWTGCGACATGCTTGC
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Tab. B.15.: Primer für dyp1 von M. epipterygia K72
Name Sequenz (5’→3’)
MepDyP1-Rev3 GTGAACCTTGCGAATATGG
MepDyP1-Rev2 AAGCGGATGGTCAGCCAG
MepDyP1-For1 GTTCACGGATACAGTTCTC
MepDyP1-For2 TGGCTGACCATCCGCTTG
MepDyP1-Rev6 TCAAGCCGCGGCGATGGC
MepDyP1-Rev4 CCCGATGATTGGATCAACTCC
MepDyP1-Rev5 CCGACAGTCGTCGCCTCG
MepDyP1-5UTR-For8 CCTTGACCCTCATCCAGC
MepDyP1-Start-For9 ATGCGTAAATCCATATCCACC
MepDyP1-Stop-Rev6 TCAAGCCGCGGCGATGGC
MepDyP1-3UTR-Rev7 GTAGTTATCTGAACGCCGCCTACG
Tab. B.16.: Primer für dyp1 und dyp2 von A. aegerita TM-A1
Name Sequenz (5’→3’)
AaeDyP1-Start-For1 ATGTCGCAATCCCTTCTC
AaeDyP1-Stop-Rev4 TCAAGCAGGAGCAGCAAT
AaeDyP2-Start-For1 ATGTCGCGCCCAACACTTAG
AaeDyP2-For2 ATGTGGTTGCCATCATCC
Tab. B.17.: Primer für dyp1 von A. pediades CBS 101.39
Name Sequenz (5’→3’)
ApeDyP1-For1 TATTCCAGTAGAAGGCAGG
ApeDyP1-For2 AGCATGGCCGTGGTCTG
ApeDyP1-Rev6 CGAAGCCGTCTACGACTGG
ApeDyP1-Rev5 CGACGGTCTTGATGAGAGG
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Tab. B.18.: Erfolgreich eingesetzte degenerierte Primer für Gene
sekretierter, pilzlicher Hämperoxidasen in Umweltproben
Zielsequenz Name Sequenz (5’→3’) Referenz
Class II (v. a. MnP) peroxiF2 GGYGGIGGIGCBGAYGGYTC [256]
Class II (v. a. MnP) peroxiR2 GGIGTIGARTCGAABGG [256]
„kurze“ UPO APO65F AAYGCIATGGCNAAYCAYGG [255]
„kurze“ UPO APO130R GCRTCRTGYTCIATNCC [255]
DyP DyP360F TGYCCITTYGCIGCNCAYAT Diese Arbeit, [256]
DyP DyP485R RAARAARTAYTCICCNCC Diese Arbeit, [256]
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C. Verbreitung von HTP-Sequenzen
Falls für eine Art mehrere Stämme sequenziert wurden, wurde die Zahl an Sequenzen
für den Stamm mit den meisten Sequenzen angegeben.
Tab. C.1.: HTP-Sequenzen in Dikarya (Stand: Juni 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Taphrino-
mycotina
Saitoella complicata 2 Puccinio-
mycotina
Atractiellales sp. 1
Taphrina deformans 3 Cronartium quercuum 8
Saccharo-
mycotina
>40 Genome 0 Heterogastridium
pycnidioideum
1
Pezizo-
mycotina
Aaosphaeria arxii 3 Hyalopycnis blepharistoma 1
Acephala macrosclerotiorum 15 Melampsora laricis-populina 15
Acidomyces richmondensis 4 Melampsora lini 10
Acremonium chrysogenum 2 Microbotryum violaceum 2
Acremonium strictum 6 Mixia osmundae 1
Alternaria alternata 13 Puccinia graminis 6
Alternaria brassicicola 5 Puccinia striiformis 1
Amniculicola lignicola 4 Rhodosporidium toruloides 1
Anthostoma avocetta 9 Rhodotorula sp. 1
Apiospora montagnei 9 Rhodotorula graminis 1
Aplosporella prunicola 2 Septobasidium sp. 7
Arthrobotrys oligospora 2 Sporidiobolus salmonicolor 1
241
Tab. C.1.: HTP-Sequenzen in Dikarya (Stand: Juni 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Ascobolus immersus 1 Ustilagino-
mycotina
Acaromyces ingoldii 8
Ascocoryne sarcoides 1 Ceraceosorus sp. 3
Aspergillus acidus 6 Exobasidium vaccinii 5
Aspergillus aculeatus 4 Jaminaea sp. 1
Aspergillus brasiliensis 5 Meira miltonrushii 3
Aspergillus campestris 4 Melanopsichium
pennsylvanicum
1
Aspergillus carbonarius 2 Pseudozyma antarctica 6
Aspergillus clavatus 1 Pseudozyma aphidis 3
Aspergillus flavus 10 Pseudozyma brasiliensis 3
Aspergillus fumigatus 7 Pseudozyma flocculosa 2
Aspergillus glaucus 3 Pseudozyma hubeiensis 3
Aspergillus kawachii 5 Sporisorium reilianum 3
Aspergillus nidulans 8 Tilletiaria anomala 1
Aspergillus niger 17 Tilletiopsis washingtonensis 4
Aspergillus novofumigatus 4 Ustilago hordei 2
Aspergillus ochraceoroseus 2 Ustilago maydis 3
Aspergillus oryzae 11 Agarico-
mycotina
Agaricus bisporus 24
Aspergillus parasiticus 3 Agrocybe aegerita TM-A1,
AaN
22,
15
Aspergillus phoenicis 3 Agrocybe parasitica 1
Aspergillus rambellii 1 Amanita muscaria 4
Aspergillus ruber 3 Amanita thiersii 4
Aspergillus steynii 3 Antrodia sinuosa 4
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Tab. C.1.: HTP-Sequenzen in Dikarya (Stand: Juni 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Aspergillus sydowii 6 Aporpium caryae 17
Aspergillus terreus 3 Armillaria gallica 6
Aspergillus tubingensis 5 Armillaria mellea 4
Aspergillus ustus 3 Artolenzites elegans 4
Aspergillus versicolor 7 Auricularia delicata 16
Aspergillus wentii 3 Auricularia subglabra 3
Aulographum hederae 8 Auriscalpium vulgare 5
Aureobasidium
melanogenum
8 Bjerkandera adusta 4
Aureobasidium namibiae 8 Boletus edulis 19
Aureobasidium pullulans 8 Botryobasidium botryosum 7
Aureobasidium subglaciale 8 Calocera cornea 7
Baudoinia compniacensis 7 Calocera viscosa 6
Bimuria novae-zelandiae 7 Ceriporiopsis subvermispora 9
Bipolaris maydis 10 Cerrena unicolor 2
Bipolaris oryzae 8 Clavicorona pyxidata 4
Bipolaris sorokiniana 7 Clavulina sp. 6
Bipolaris victoriae 7 Coniophora puteana 2
Bipolaris zeicola 8 Coprinellus radians 1
Blastomyces dermatitidis 6 Coprinopsis cinerea 15
Botryosphaeria dothidea 10 Coprinopsis verticillata 1
Botrytis cinerea 16 Cortinarius glaucopus 11
Byssochlamys spectabilis 2 Cryptococcus vishniacii 1
Byssothecium circinans 5 Cylindrobasidium torrendii 5
Cadophora sp. 20 Dacryopinax sp. 6
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Tab. C.1.: HTP-Sequenzen in Dikarya (Stand: Juni 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Capronia semiimmersa 3 Daedalea quercina 4
Cenococcum geophilum 2 Dendrothele bispora 26
Ceratocystis platani 2 Dichomitus squalens 4
Cercospora zeae-maydis 17 Dioszegia cryoxerica 1
Chaetomium globosum 4 Exidia glandulosa 36
Chalara longipes 15 Fibroporia radiculosa 4
Cladonia grayi 4 Fibulorhizoctonia 34
Cladophialophora bantiana 2 Fistulina hepatica 3
Cladophialophora carrionii 1 Fomitiporia mediterranea 4
Cladophialophora immunda 3 Fomitopsis pinicola 4
Cladophialophora
psammophila
3 Galerina marginata 23
Cladophialophora yegresii 1 Ganoderma sp. 4
Cladosporium fulvum 21 Gloeophyllum trabeum 6
Clathrospora elynae 6 Guyanagaster necrorhiza 2
Claviceps purpurea 1 Gymnopilus chrysopellus 17
Clonostachys rosea 3 Gymnopus androsaceus 22
Cochliobolus lunatus 9 Gymnopus luxurians 13
Colletotrichum eremochloae 6 Gyrodon lividus 4
Colletotrichum falcatum 5 Hebeloma cylindrosporum 7
Colletotrichum fioriniae 11 Heterobasidion irregulare 4
Colletotrichum
gloeosporioides
22 Hydnomerulius pinastri 3
Colletotrichum graminicola 5 Hydnum rufescens 8
Colletotrichum
higginsianum
9 Hypholoma sublateritium 13
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Tab. C.1.: HTP-Sequenzen in Dikarya (Stand: Juni 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Colletotrichum orbiculare 10 Jaapia argillacea 8
Colletotrichum
somersetensis
6 Laccaria amethystina 7
Colletotrichum sublineola 6 Laccaria bicolor 5
Colletotrichum zoysiae 5 Laetiporus sulphureus 5
Coniochaeta sp. 2 Leiotrametes sp. 5
Coniochaeta ligniaria 2 Lentinus tigrinus 8
Coniosporium apollinis 1 Leucoagaricus gongylophorus 3
Corynespora cassiicola 6 Leucogyrophana mollusca 3
Cryphonectria parasitica 2 Macrolepiota fuliginosa 19
Cucurbitaria berberidis 3 Marasmius fiardii 12
Cyphellophora europaea 3 Marasmius rotula 1
Dactylellina haptotyla 4 Moniliophthora perniciosa 5
Daldinia eschscholzii 3 Moniliophthora roreri 17
Delitschia confertaspora 3 Mutinus elegans 10
Diaporthe ampelina 9 Neolentinus lepideus 7
Didymella exigua 8 Obba rivulosa 7
Diplodia seriata 5 Omphalotus olearius 6
Dissoconium aciculare 5 Onnia scaura 4
Dothidotthia symphoricarpi 11 Panellus stipticus 9
Dothistroma septosporum 21 Panus rudis 1
Drechslerella stenobrocha 1 Paxillus ammoniavirescens 5
Emmonsia crescens 2 Paxillus involutus 4
Emmonsia parva 2 Paxillus rubicundulus 4
Endocarpon pusillum 2 Peniophora aff. 2
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Tab. C.1.: HTP-Sequenzen in Dikarya (Stand: Juni 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Eutypa lata 6 Phanerochaete carnosa 3
Exophiala aquamarina 1 Phanerochaete
chrysosporium
5
Exophiala oligosperma 1 Phlebia brevispora 2
Exophiala spinifera 2 Phlebiopsis gigantea 4
Exophiala xenobiotica 6 Piloderma croceum 9
Fonsecaea multimorphosa 1 Piriformospora indica 2
Fonsecaea pedrosoi 2 Pisolithus microcarpus 3
Fusarium avenaceum 5 Pisolithus tinctorius 2
Fusarium fujikuroi 6 Pleurotus ostreatus 8
Fusarium graminearum 8 Plicaturopsis crispa 3
Fusarium oxysporum 8 Polyporus arcularius 4
Fusarium
pseudograminearum
5 Postia (Rhodonia) placenta 10
Fusarium sp. 1 Punctularia strigosozonata 9
Fusarium verticillioides 8 Pycnoporus coccineus 7
Gaeumannomyces graminis 5 Pycnoporus sanguineus 4
Glarea lozoyensis 12 Ramaria rubella 8
Glomerella acutata 9 Rhizoctonia solani 12
Glomerella cingulata 12 Rhizopogon salebrosus 6
Glonium stellatum 4 Rhizopogon vinicolor 5
Grosmannia clavigera 1 Schizophyllum commune 9
Hirsutella minnesotensis 13 Schizopora paradoxa 6
Histoplasma capsulatum 6 Scleroderma citrinum 4
Hypoxylon sp. 7 Serendipita vermifera 2
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Tab. C.1.: HTP-Sequenzen in Dikarya (Stand: Juni 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Hysterium pulicare 4 Serpula lacrymans 6
Ilyonectria sp. 6 Sistotremastrum
niveocremeum
27
Karstenula rhodostoma 7 Sistotremastrum suecicum 29
Lentithecium fluviatile 7 Sphaerobolus stellatus 112
Lepidopterella palustris 1 Stereum hirsutum 10
Leptosphaeria maculans 4 Suillus brevipes 5
Caldariomyces
(Leptoxyphium) fumago
1 Suillus hirtellus 8
Lindgomyces ingoldianus 2 Suillus luteus 4
Lophiostoma macrostomum 6 Thelephora ganbajun 2
Lophium mytilinum 7 Trametes cingulata 3
Loramyces juncicola 12 Trametes cinnabarina 3
Macrophomina phaseolina 5 Trametes ljubarskyi 3
Macroventuria anomochaeta 7 Trametes versicolor 3
Magnaporthe oryzae 5 Trichaptum abietinum 3
Marssonina brunnea 11 Tricholoma matsutake 5
Massarina eburnea 7 Trichosporon asahii 7
Melanomma pulvis-pyrius 6 Trichosporon chiarellii 1
Meliniomyces bicolor 8 Trichosporon oleaginosus 1
Meliniomyces variabilis 14 Tulasnella calospora 2
Metarhizium acridum 2 Volvariella volvacea 3
Metarhizium album 2 Wolfiporia cocos 5
Metarhizium anisopliae 6 Xerocomus badius 8
Metarhizium brunneum 4
Metarhizium guizhouense 2
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Tab. C.1.: HTP-Sequenzen in Dikarya (Stand: Juni 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Metarhizium majus 2
Metarhizium robertsii 4
Microascus trigonosporus 6
Myceliophthora thermophila 1
Mycosphaerella pini 1
Myriangium duriaei 6
Myrothecium inundatum 3
Mytilinidion resinicola 5
Nectria haematococca 3
Neofusicoccum parvum 6
Neosartorya fischeri 4
Neurospora crassa 2
Neurospora discreta 1
Neurospora tetrasperma 2
Niesslia exilis 10
Oidiodendron maius 4
Ophiobolus disseminans 9
Ophiocordyceps sinensis 7
Ophiocordyceps unilateralis 1
Paracoccidioides brasiliensis 4
Paracoccidioides sp. 3
Paraconiothyrium
sporulosum
12
Passalora arachidicola 1
Patellaria atrata 2
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Tab. C.1.: HTP-Sequenzen in Dikarya (Stand: Juni 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Penicillium bilaiae 4
Penicillium brevicompactum 4
Penicillium canescens 2
Penicillium chrysogenum 1
Penicillium expansum 5
Penicillium fellutanum 2
Penicillium glabrum 2
Penicillium janthinellum 2
Penicillium lanosocoeruleum 2
Penicillium oxalicum 3
Penicillium raistrickii 3
Penicillium roqueforti 2
Penicillium rubens 2
Penicillium solitum 2
Periconia macrospinosa 10
Pestalotiopsis fici 16
Phaeosphaeria nodorum 12
Phialocephala scopiformis 16
Phoma tracheiphila 5
Phyllosticta citriasiana 1
Pleomassaria siparia 2
Podospora anserina 5
Polychaeton citri 7
Polyplosphaeria fusca 7
Pseudocercospora fijiensis 16
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Tab. C.1.: HTP-Sequenzen in Dikarya (Stand: Juni 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Pseudogymnoascus
pannorum
3
Pseudovirgaria
hyperparasitica
11
Pyrenochaeta sp. 1
Pyrenophora teres 9
Pyrenophora tritici-repentis 8
Pyronema omphalodes 1
Rasamsonia emersonii 1
Rhinocladiella mackenziei 1
Rhizoscyphus ericae 7
Rhytidhysteron rufulum 1
Saccharata proteae 11
Sarcoscypha coccinea 2
Scedosporium apiospermum 1
Sclerotinia borealis 6
Sclerotinia sclerotiorum 4
Septoria populicola 10
Setosphaeria turcica 5
Sordaria macrospora 1
Sphaerulina musiva 16
Sporormia fimetaria 4
Stachybotrys chartarum 8
Stachybotrys chlorohalonata 4
Stagonospora sp. 10
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Tab. C.1.: HTP-Sequenzen in Dikarya (Stand: Juni 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Symbiotaphrina kochii 1
Talaromyces aculeatus 2
Talaromyces cellulolyticus 1
Talaromyces islandicus 1
Talaromyces marneffei 1
Talaromyces stipitatus 3
Teratosphaeria nubilosa 11
Thelebolus microsporus 1
Thermoascus aurantiacus 1
Thielavia appendiculata 3
Thielavia hyrcaniae 3
Thielavia terrestris 2
Thielaviopsis punctulata 1
Thozetella sp. 12
Torrubiella hemipterigena 8
Tothia fuscella 9
Trematosphaeria pertusa 7
Trichodelitschia bisporula 3
Trichoderma asperellum 3
Trichoderma atroviride 3
Trichoderma citrinoviride 4
Trichoderma harzianum 9
Trichoderma
longibrachiatum
4
Trichoderma reesei 5
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Tab. C.1.: HTP-Sequenzen in Dikarya (Stand: Juni 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Trichoderma virens 3
Trinosporium guianense 1
Trypethelium eluteriae 9
Valetoniellopsis laxa 2
Venturia inaequalis 6
Venturia pirina 6
Verruconis gallopava 5
Verruculina enalia 2
Verticillium alfalfae 1
Verticillium dahliae 1
Westerdykella ornata 1
Wilcoxina mikolae 1
Xanthoria parietina 2
Xylona heveae 3
Zasmidium cellare 32
Zopfia rhizophila 6
Zymoseptoria ardabiliae 16
Zymoseptoria brevis 16
Zymoseptoria pseudotritici 18
Zymoseptoria tritici 18
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Tab. C.2.: Restliche Pilze (Stand: Juni 2015)
Abteilung Spezies Sequenzen
Glomeromycota Rhizophagus irregularis 3
Mucoromycotina Backusella circina 2
Hesseltinella vesiculosa 1
Mucor ambiguus 1
Mucor circinelloides 2
Parasitella parasitica 1
Rhizopus delemar 2
Rhizopus microsporus 7
Umbelopsis ramanniana 1
Monoblepharidomycota Gonapodya prolifera 7
Cryptomycota Rozella allomycis CSF55 1
Chytridomycota Spizellomyces punctatus DAOM BR117 4
Homoloaphlyctis polyrhiza JEL 142 1
Zoopagomycotina keine Genomsequenzen 0
Entomophthoromycotina 2 Arten sequenziert 0
Kickxellomycotina 3 Arten sequenziert 0
Blastocladiomycota 1 Art sequenziert 0
Neocallimastigomycota 2 Arten sequenziert 0
Microsporida 8 Arten sequenziert 0
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Tab. C.3.: Heterokonta (Stand: Juni 2015)
Spezies Sequenzen
Bacillariophyta Fragilariopsis cylindrus 2
(Kieselalgen) Pseudo-nitzschia multiseries CLN-47 2
Thalassiosira oceanica CCMP1005 2
Oomycota Achlya hypogyna 1
Aphanomyces astaci 2
Aphanomyces invadans 2
Hyphochytrium catenoides 8
Phytophthora capsici 7
Phytophthora cinnamomi 7
Phytophthora infestans 6
Phytophthora parasitica 9
Phytophthora sojae 9
Pythium aphanidermatum 12
Pythium arrhenomanes 18
Pythium insidiosum 4
Pythium irregulare 10
Pythium iwayamai 9
Pythium ultimum 8
Pythium vexans 5
Saprolegnia diclina 1
Saprolegnia parasitica 2
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D. Verbreitung von DyP-Sequenzen
Tab. D.1.: DyP-Sequenzen in Pilzen (Stand: August 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Taphrino-
mycotina
>11 Genome 0 Puccinio-
mycotina
Chionosphaera apobasidialis 1
Saccharo-
mycotina
>40 Genome 0 Cronartium quercuum 3
Pezizo-
mycotina
Acephala macrosclerotiorum 1 Melampsora laricis-populina 2
Amniculicola lignicola 1 Melampsora lini 2
Anthostoma avocetta 1 Microbotryum violaceum 1
Ascocoryne sarcoides 1 Puccinia graminis 7
Aspergillus campestris 4 Puccinia sorghi 1
Aspergillus carbonarius 1 Puccinia striiformis 4
Aspergillus clavatus 1 Ustilagino-
mycotina
>15 Genome 2
Aspergillus flavus 5 Agarico-
mycotina
Amanita muscaria 2
Aspergillus fumigatus 2 Amanita thiersii 1
Aspergillus glaucus 3 Antrodia sinuosa 1
Aspergillus niger 4 Aporpium caryae 10
Aspergillus nomius 3 Armillaria gallica 4
Aspergillus novofumigatus 2 Armillaria mellea 4
Aspergillus oryzae 4 Artolenzites elegans 1
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Tab. D.1.: DyP-Sequenzen in Pilzen (Stand: August 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Aspergillus parasiticus 1 Auricularia auricula-judae 2
Aspergillus steynii 1 Auricularia delicata 2
Aspergillus sydowii 2 Auricularia subglabra 11
Aspergillus terreus 1 Bjerkandera adusta 19
Aspergillus versicolor 3 Botryobasidium botryosum 4
Aspergillus wentii 1 Ceratobasidium 5
Baudoinia compniacensis 1 Cerrena unicolor 5
Beauveria bassiana 2 Clavulina sp. 5
Bimuria novae-zelandiae 1 Coprinopsis cinerea 14
Bipolaris sorokiniana 1 Cortinarius glaucopus 7
Botrytis cinerea 2 Dendrothele bispora 15
Byssochlamys spectabilis 1 Dichomitus squalens 1
Byssothecium circinans 1 Exidia glandulosa 12
Cadophora sp. 2 Fibroporia radiculosa 1
Cenococcum geophilum 1 Fibulorhizoctonia 2
Cercospora zeae-maydis 1 Fistulina hepatica 1
Cladonia grayi 2 Fomitiporia mediterranea 4
Cladophialophora yegresii 1 Galerina marginata 7
Cladosporium fulvum 1 Ganoderma sp. 3
Coccidioides immitis 2 Ganoderma lucidum 1
Coccidioides posadasii 3 Guyanagaster necrorhiza 2
Colletotrichum fioriniae 1 Gymnopilus chrysopellus 2
Colletotrichum
higginsianum
1 Gymnopus androsaceus 2
Coniosporium apollinis 1 Gymnopus luxurians 12
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Tab. D.1.: DyP-Sequenzen in Pilzen (Stand: August 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Cyphellophora europaea 1 Hebeloma cylindrosporum 2
Diaporthe ampelina 1 Heterobasidion abietinum 2
Didymella exigua 1 Heterobasidion annosum 1
Dothistroma septosporum 1 Hydnomerulius pinastri 1
Endocarpon pusillum 6 Hypholoma sublateritium 5
Eurotium rubrum 2 Jaapia argillacea 1
Eutypa lata 1 Laccaria amethystina 2
Exophiala sideris 1 Laccaria bicolor 5
Fusarium oxysporum 9 Lentinus tigrinus 1
Glarea lozoyensis 3 Leucogyrophana mollusca 1
Hirsutella minnesotensis 1 Macrolepiota fuliginosa 1
Histoplasma capsulatum 1 Marasmius fiardii 1
Karstenula rhodostoma 1 Moniliophthora perniciosa 3
Lentithecium fluviatile 1 Moniliophthora roreri 11
Lizonia empirigonia 1 Mutinus elegans 7
Loramyces juncicola 1 Mycena epipterygia 1
Macroventuria anomochaeta 1 Mycetinis scorodonius 2
Massarina eburnea 1 Obba rivulosa 2
Melanconium 1 Omphalotus olearius 1
Melanomma pulvis-pyrius 2 Onnia scaura 1
Meliniomyces bicolor 2 Panellus stipticus 5
Metarhizium guizhouense 1 Panus rudis 2
Metarhizium majus 2 Phanerochaete carnosa 2
Metarhizium robertsii 1 Phlebia brevispora 3
Mycosphaerella graminicola 1 Phlebiopsis gigantea 6
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Tab. D.1.: DyP-Sequenzen in Pilzen (Stand: August 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Neosartorya fischeri 2 Piloderma croceum 5
Neosartorya udagawae 3 Piriformospora indica 2
Neurospora crassa 2 Pisolithus microcarpus 2
Neurospora discreta 1 Pisolithus tinctorius 1
Neurospora tetrasperma 2 Pleurotus ostreatus 9
Niesslia exilis 1 Pleurotus sapidus 1
Oidiodendron maius 1 Polyporaceae sp. 1
Paraconiothyrium
sporulosum
1 Polyporus arcularius 1
Penicillium bilaiae 6 Polyporus brumalis 1
Penicillium brevicompactum 1 Postia placenta 4
Penicillium camemberti 4 Punctularia strigosozonata 5
Penicillium canescens 2 Ramaria rubella 7
Penicillium chrysogenum 8 Rhizoctonia solani 29
Penicillium expansum 6 Rhizopogon salebrosus 2
Penicillium fellutanum 2 Rhizopogon vinicolor 1
Penicillium glabrum 2 Schizophyllum commune 1
Penicillium italicum 1 Schizopora paradoxa 4
Penicillium janthinellum 1 Scleroderma citrinum 1
Penicillium lanosocoeruleum 3 Sebacina vermifera 3
Penicillium raistrickii 2 Sphaerobolus stellatus 31
Penicillium roqueforti 3 Stereum hirsutum 3
Penicillium solitum 3 Suillus brevipes 1
Periconia macrospinosa 2 Suillus granulatus 3
Pestalotiopsis fici 1 Suillus luteus 2
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Tab. D.1.: DyP-Sequenzen in Pilzen (Stand: August 2015)
Ascomycota Spezies Seq. Basidiomycota Spezies Seq.
Phaeosphaeria nodorum 1 Termitomyces albuminosus 1
Phialocephala scopiformis 1 Termitomyces sp. 2
Pleomassaria siparia 2 Trametes cingulata 1
Polychaeton citri 1 Trametes cinnabarina 1
Polyplosphaeria fusca 2 Trametes ljubarskyi 1
Pseudogymnoascus
pannorum
1 Trametes versicolor 2
Sclerotinia borealis 1 Trametopsis cervina 2
Sclerotinia sclerotiorum 1 Trichaptum abietinum 1
Septoria musiva 1 Tricholoma matsutake 9
Septoria populicola 1 Trichosporon oleaginosus 1
Sordaria macrospora 1 Tulasnella calospora 3
Sphaerulina musiva 1 Volvariella volvacea 9
Talaromyces aculeatus 1
Talaromyces cellulolyticus 1
Trematosphaeria pertusa 1
Trichoderma atroviride 1
Trichoderma harzianum 2
Trypethelium eluteriae 2
Zasmidium cellare 1
Zymoseptoria ardabiliae 1
Zymoseptoria pseudotritici 1
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Abb. D.1.: Phylogramm von 385 (nach Qualität gefilterten) pilzlichen, charakteri-
sierten ( ) und hypothetischen DyP-Proteinsequenzen, aus Nukleotid-
Datenbanken (JGI und GenBank) und Ergebnissen dieser Arbeit (fett ge-
schrieben) stammend. Maximum-Likelihood-Analyse mit 100-fach Boot-
strap, Bootstrap-Werte <60 nicht gezeigt und entsprechende Äste zusam-
mengefasst. Ascomyceten in blau, Basidiomyceten in rot (Agaricomyco-
tina) bzw. gelb (Pucciniomycotina). Als Außengruppen dienen die zwei
rekombinant charakterisierten Proteine aus dem Cyanobakterium Nostoc
sp. PCC 7120 und dem Aktinobakterium Amycolatopsis sp. ATCC 39116.
Vertreter mit charakterisierter Kristallstruktur sind durch Pfeile gekenn-
zeichnet.
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E. Charakterisierte
ClassII-Peroxidasen
Die Tabelle E.1 summiert alle ClassII-Peroxidasen, die aus pilzlicher Kultur ge-
reinigt und biochemisch charakterisiert wurden (Literatur-Recherche). Die Tabelle
gibt auch Auskunft, ob zusätzlich Nachweise auf Proteinebene durch De-novo-
Peptidsequenzierung bzw. Edman-Degradation erfolgten (Uniprot-Datenbank, „Evi-
dence at protein level“) und die Tertiärstruktur experimentell ermittelt wurde (PDB-
Datenbank).
Pilze sekretieren häufig nur bestimmte Peroxidase-Isoenzyme (aus dem im Genom
enthaltenen Repertoire an ClassII-Peroxidase-Genen), die sich in ihren biochemischen
Eigenschaften unterscheiden und/oder sich nur unter bestimmten Produktionsbedin-
gungen induzieren lassen. Daher wurden meist nur ausgewählte Isoenzyme genau-
er untersucht. So wurden z. B. von den 16 bekannten ClassII-Peroxidase-Genen in
Phanerochaete chrysosporium (10 LiPs, 5MnPs, 1GP [351]), bislang nur zehn aktive
Genprodukte mit entsprechender Enzymaktivität (6 LiPs, 4 MnPs) identifiziert [310],
nur sechs davon eingehend charakterisiert und nur von dreien die Tertiärstruktur be-
stimmt.
Tab. E.1.: Darstellung aller auf proteinchemischer Ebene charakterisierten ClassII-
Peroxidasen [Eigene Erhebung, September 2015].
Spezies Enzym Uniprot-
Sequenz
3D-
Struktur
Referenz
Agaricus bisporus MnP [66]
Abortiporus biennis MnP-H1,
...,
MnP-H6
[360]
Agrocybe dura MnP [363]
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Tab. E.1.: Darstellung aller auf proteinchemischer Ebene charakterisierten ClassII-
Peroxidasen [Eigene Erhebung, September 2015].
Spezies Enzym Uniprot-
Sequenz
3D-
Struktur
Referenz
Agrocybe praecox MnP1,
MnP2
[67, 68]
Antrodia cinnamomea LnP (GP) C0IW58 [308]
Armillaria mellea MnP [363]
Armillaria ostoyae MnP [363]
Bjerkandera adusta VP
(MnLiP)
[314, 315,
316]
Ceriporiopsis subvermispora MnP6 4CZO [324]
Ceriporiopsis subvermispora MnP4 [324]
Coprinopsis cinerea CiP (GP) P28314 1ARP1 [69, 70]
Coprinopsis friesii GP-I,
GP-II
[63]
Coriolus pruinosum MnP [363]
Dichomitus squalens MnP1,
MnP2
[333]
Flavodon flavus MnP, LiP [331]
Ganoderma applanatum MnP2 [338]
Gymnopus dryophilus
(Collybia dryophila)
MnP [361]
Gymnopus (Marasmius)
quercophilus
MnP [363]
Heterobasidion annosum MnP [363]
Hydropus dusenii (Clitocybula
dusenii)
MnP [362]
1Struktur beschrieben als Arthromyces-ramosus-Peroxidase.
262
Tab. E.1.: Darstellung aller auf proteinchemischer Ebene charakterisierten ClassII-
Peroxidasen [Eigene Erhebung, September 2015].
Spezies Enzym Uniprot-
Sequenz
3D-
Struktur
Referenz
Irpex lacteus MnP partiell
(P83918)
[320]
Junghuhnia lacera
(separabillima)
LiP1,
LiP2,
LiP3; MnP
[359, 360]
Merulius tremellosus (Phlebia
tremellosa)
LiP-H1,
LiP-H2
[352]
Lentinula edodes MnP [323]
Lentinus (Panus) tigrinus VP [342]
Lilaceophlebia (Phlebia)
ochraceofulva
LiP-H1,
-H2, -H3,
-H4, -H5
[357]
Panaeolus papilionaceus
(sphinctrinus)
MnP [63]
Phanerochaete chrysosporium LiP-H8
(LiP1)
P06181 1B82 [310]
Phanerochaete chrysosporium LiP-H2
(LiP2)
P49012 1LLP [59]
Phanerochaete chrysosporium LiP-H1,
-H6, -H7,
-H10
[310, 311]
Phanerochaete chrysosporium MnP1 Q02567 1MNP [60]
Phanerochaete chrysosporium MnP-H3 P78733 [312]
Phanerochaete chrysosporium MnP-H4 P19136 [318, 312]
Phanerochaete chrysosporium MnP-H5 partiell
(Q9URB1)
[312]
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Tab. E.1.: Darstellung aller auf proteinchemischer Ebene charakterisierten ClassII-
Peroxidasen [Eigene Erhebung, September 2015].
Spezies Enzym Uniprot-
Sequenz
3D-
Struktur
Referenz
Phanerochaete sordida MnP,
LiP1, LiP2
[343, 344,
345]
Phlebia brevispora MnP1,
MnP2
[332]
Phlebia radiata MnP2,
MnP3
Q70LM3,
Q96TS6
[325]
Phlebia radiata LiP-I,
LiP-II,
LiP-III
[326]
Phlebia sp. Nf b19
(Nematoloma frowardii)
MnP1,
MnP2
[330]
Physisporinus
(Cerioporiopsis) rivulosus
MnP [328]
Pleurotus eryngii VP1 (vpl1) Q9UR19 [349]
Pleurotus eryngii VP2 (vpl2) O94753 2BOQ [349]
Pleurotus eryngii VP3
(vpl32)
[355]
Pleurotus eryngii VP
(VPS1)
Q9UVP6 [62]
Pleurotus ostreatus VP1 4BLK [313, 356]
Pleurotus ostreatus VP2
(MnP2)
[317, 356]
Pleurotus ostreatus MnP1,
MnP3
[317]
2Dieses Protein wurde ursprünglich als VP von Lepista irina beschrieben [340].
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Tab. E.1.: Darstellung aller auf proteinchemischer Ebene charakterisierten ClassII-
Peroxidasen [Eigene Erhebung, September 2015].
Spezies Enzym Uniprot-
Sequenz
3D-
Struktur
Referenz
Pleurotus ostreatus MnP4 W5IDB6,
nur
rekomb.
exprimiert
4BM1 [317, 356]
Pleurotus pulmonarius MnP partiell
(B3EWG7,
[309])
[309]
Pleurotus sapidus VP [339]
Rigidoporus microporus
(lignosus)
MnP [347]
Schizophyllum sp. F17 MnP [336]
Stropharia coronilla MnP1,
MnP2,
MnP3
[67]
Trametes gibbosa LiP-H1,
MnP-H2
[360]
Trametes hirsuta MnP-H1,
...,
MnP-H6
[360]
Trametes trogii MnP-H1,
-H2, -H3;
LiP-H4,
-H5
[360]
Trametes versicolor LiP-C P20013 [319]
Trametes versicolor LiP-A,
LiP-B
partiell
(P20011,
P20012)
[321]
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Tab. E.1.: Darstellung aller auf proteinchemischer Ebene charakterisierten ClassII-
Peroxidasen [Eigene Erhebung, September 2015].
Spezies Enzym Uniprot-
Sequenz
3D-
Struktur
Referenz
Trametes versicolor MnP1, ...,
MnP5;
LiP1, ...,
LiP16
[337]
Trametopsis cervina LiP Q60FD2 3Q3U [322]
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F. ClassII-Aktivitäten in Reinkulturen
Für eine Reihe von Pilzen wurden (ohne die entsprechenden Enzyme zu isolieren)
in Reinkulturen ClassII-Peroxidase-Aktivitäten (insbesondere von MnP) in Kultur-
überständen oder durch Plattentests nachgewiesen (Tab. F.1).
Tab. F.1.: In Kultur nachgewiesene ClassII-Peroxidase-Aktivitäten [Eigene Erhe-
bung, September 2015].
Spezies Referenz
Agaricus arvensis [65]
Agaricus balchaschensis [65]
Agaricus bernardii [65]
Agaricus campestris [65]
Agaricus bitorquis [335]
Agrocybe pediades [256]
Collybia tuberosa [256]
Cyathus stercoreus [363]
Daedalea flavida [348]
Daedaleopsis confragosa [353]
Dichomitus squalens (LiP) [348]
Exidia glandulosa [354]
Fomitopsis pinicola [334]
Funalia (Coriolopsis) polyzona [358]
Fuscoporia torulosa (Phellinus torulosus) [354]
Ganoderma australe [341, 354]
Ganoderma lucidum [327]
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Ganoderma valesiacum [329]
Hypholoma fasciculare [363]
Irpex lacteus [363]
Kuehneromyces mutabilis [363]
Lentinula edodes (LiP) [350]
Lentinus (Pleurotus) sajor-caju [349]
Lenzites betulinus [334]
Loweporus tephroporus (Perenniporia tephropora) [363]
Lycoperdon perlatum [256]
Merulius (Phlebia) tremellosus (MnP) [350]
Mutinus caninus [256]
Phallus impudicus [363]
Piptoporus betulinus [346]
Phaeolus schweinitzii [354]
Phanerochaete flavidoalba [350]
Phanerochaete laevis [363]
Phanerodontia (Phanerochaete) magnoliae [350]
Phellinus igniarius (trivialis) [354]
Phellinus pomaceus (tuberculosus) [354]
Phlebia floridensis [348]
Phlebia lividina (fascicularia) [348]
Phlebia subserialis [350]
Phylloporia (Phellinus) ribis [354]
Physisporinus vitreus [363]
Psilocybe (Stropharia) cubensis [363]
Polyporus ciliatus/brumalis [353]
Porodaedalea (Phellinus) pini [350]
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Pulcherricium caeruleum [354]
Stereum hirsutum [329]
Stropharia aeruginosa [363]
Stropharia rugosoannulata [64]
Trametes villosa [353]
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G. Physiologie von A. aegerita
TM-A1 in Sojamedien
Seit der Entdeckung im Jahr 2003, dass Sojamehl die UPO-Produktion in A. aegerita
TM-A1 anregt, wurden durch mehr als ein Dutzend Studenten und Wissenschaftler
Erkenntnisse zum Wachstum und zur Induktion in sojahaltigen Medien1 gewonnen
(Abb. G.1).
Charakteristischer pH-Verlauf Das Medium wird zunächst leicht sauer, um dann
ab ungefähr Kulturtag 6-8 innerhalb von etwa einer Woche auf einen pH-Wert über
acht zu steigen. Mit Erreichen eines basischen pH-Wertes steigt im Medium die UPO-
Aktivität rasant an. Der hohe pH-Wert selbst ist kein Auslöser der UPO-Produktion:
Ein im neutralen pH-Bereich gepuffertes Sojamedium führte zu einer leicht später ein-
setzenden, jedoch gleich hohen UPO-Aktivität [263, 266]. In einem synthetischen so-
jafreien Medium, in dem der pH-Wert manuell im basischen Bereich gehalten wurde,
konnte keine UPO-Aktivität gemessen werden [266].
Anstieg der Ammonium-Konzentration Bereits der „urinähnliche“ Geruch des So-
jamediums späterer Kulturtage legte nahe, dass der starke pH-Anstieg durch eine
Zunahme von Ammoniumionen im Medium verursacht wird. Glenn Gröbe konnte
dies nachweisen [266].
Rascher Proteinabbau Der Anstieg der Ammonium-Konzentration kann durch
einen rasch erfolgenden Abbau der Proteine im Medium erklärt werden. Bereits am
6. Kulturtag sind zwischen 60% und 80% der Proteine im Medium degradiert, zwi-
schen Kulturtag 11 und 13 sinkt die Proteinkonzentration im Medium schließlich
auf 3-4% der ursprünglichen Proteinmenge. Zu bedenken ist, dass der zur Protein-
konzentrationsbestimmung verwendete Bradford-Assay nur quantitative Aussagen in
Bezug zum Referenzprotein (hier Rinderserumalbumin) erlaubt und Peptide < 2 kDa
1Sojamehlsuspension (2% w/v in Wasser) bzw. Sojamilchmedium (33% v/v in Wasser)
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Abb. G.1.: Kultur von A. aegerita TM-A1 in Sojamedien.
Daten stammen aus einer Kultur im Sojamilchmedium (Triplikate,
Standardabweichung ≤ 5%); NH4-Konzentration gemessen im Sojamehl-
medium durch G. Gröbe [266].
nicht detektieren kann [272, 271]. Die qualitative Aussage des schnellen Abbaus be-
hält dennoch Gültigkeit. Ammonium als Aminosäure-Abbauprodukt wird vermut-
lich entweder von den Zellen selbst sekretiert oder es entsteht durch Wirkung in-
trazellulärer Aminosäure-Lyasen oder extrazellulärer l-Aminosäure-Oxidasen (Des-
aminasen). Diese Enzyme setzen unter Beteiligung von Luftsauerstoff als Elektro-
nenakzeptor Aminosäuren zu α-Ketosäuren, Ammonium und H2O2 um. Pilzliche l-
Aminosäuren-Oxidasen sind als extra- und intrazelluläre Enzyme beschrieben worden
[284, 285], zwei entsprechende Gene wurden exprimiert in A. aegerita TM-A1 gefun-
den (Tab. 5.7).
Hohe Peptidase-Aktivität Die rasche Degradation der Sojaproteine im Medium
kann auf eine hohe Aktivität sekretierter Metallo- und Aspartyl-Peptidasen zu-
rückgeführt werden (Abb. 5.18). In der ersten Kulturwoche beginnt die Sekretion der
Peptidasen in das Medium. Um etwa zwei Tage versetzt folgt der (durch Ammonium-
ionen bewirkte) Anstieg des pH-Wertes im Medium. Die Peptidase-Aktivität nimmt
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bis etwa Kulturtag 11-13 weiter zu und verbleibt bis zum Ende der Kultivierung auf
hohem Niveau. In dem von Biomasse aus sojahaltigen Medien dominiertem Transkrip-
tom finden sich Sequenzen für drei Aspartyl- und 41 Metallo-Peptidasen (Tab. 5.7).
Rascher Kohlenhydratabbau Nahezu alle Mono- und Disaccharide werden durch
A. aegerita TM-A1 innerhalb der ersten Kulturwoche aus dem Sojamedium ent-
fernt (A. Ruf, persönliche Mitteilung, 2013). Diese hohe glykolytische Aktivität kann
durch nahezu 100 verschiedene, aktive Gene für Glykosyl-Hydrolasen erklärt werden
(Tab. 5.7). Die in hohen Konzentrationen vorhandenen Raffinosezucker werden je-
doch nicht angegriffen (unveröffentlichte HPLC-Daten, persönliche Mitteilung durch
C. Dolge, 2012).
Wachstum Das Biomassebildung endet in Sojamedien etwa am 10. bis 11. Kul-
turtag, noch bevor die UPO-Aktivität im Medium deutlich ansteigt. Eine ab die-
sem Zeitpunkt konstante ribosomale RNA-Menge bestätigte diese visuelle Schätzung
(Abb. G.2B). Die gebildete UPO-Menge ist scheinbar abhängig von der vorhandenen
Biomasse (Zahl der Hyphezellen), aber nicht vom Biomassewachstum (Zellteilung).
Mit steigendem Gehalt des Mediums an Proteinen und Mono- bzw. Disacchariden
wird mehr pilzliche Biomasse produziert (vgl. „Gröbes Medium2“, Malzmedium3,
Galaktosezusatz (Abb. 5.12B), [121, 266]). Sojamedien mit höherer Biomasse zeigten
regelmäßig höhere UPO-Aktivitäten. So wurde die in einer Malzkultur gebildete große
Menge an Pellets in Kolben mit Sojamedium überführt. Dies führte (teilweise) zu
einer deutlich höheren UPO-Aktivität als in der Sojamedium-Kontrolle (Abb. 5.10).
Ein Austausch der Kulturflüssigkeit einer Sojakultur dagegen durch ein Malzmedium
regte zwar deutlich die Biomassebildung an, führte jedoch zum Stopp nachfolgen-
der UPO-Produktion (Daten nicht gezeigt). Medien, welche mit drei- bis fünftägigen
Vorkulturen von A. aegerita TM-A1 aus Schüttelkolben mit beliebigen Medien an-
geimpft wurden, führten zu rund 30-50% höheren Enzymaktivitäten, selbst in den
Negativkontrollen.
Transkription des upo1-Genes Etwa 3-5 Tage vor dem ersten Auftreten von UPO-
Aktivität im Medium und damit etwa zeitgleich mit dem pH-Anstieg begann die Zahl
an Transkripten des upo1-Genes zu steigen (Abb. G.2A, [228]). Davor konnte bereits
eine geringe Aktivität des Gens festgestellt werden. Dies deutet entweder auf eine
22,8% Glucose, 1,2% Sojapepton, 0,3% Malzextrakt, 0,3% Hefeextrakt [124]
32% Malzextrakt. Malzextrakt enthält über 60% Zucker, v. a. Maltose und Maltotriose.
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zweiphasige Induktion oder auf eine geringe, konstitutive Aktivität des upo1-Gens
hin. Die molekularen Details der Induktion des upo1-Genes sind noch ungeklärt.
Die Sequenz des upo1-Genes (inkl. Introns, Kernpromotor und proximaler Promotor-
bereich) und die Sequenz des abgeleiteten UPO1-Proteins unterscheiden sich nicht
wesentlich von denen der anderen langen UPO-Gene in A. aegerita TM-A1 (vgl.
Kap. 5.1.1.1). Die im Vergleich starke Expression des upo1-Gens (gemeinsam mit
upo2) könnte auf nicht identifizierte distale Promotorbereiche (distal transcription
enhancer) zurückzuführen sein, an denen Faktoren aus dem Sojamedium bzw. durch
das Sojamedium induzierte durch den Pilz gebildete Effektoren binden. Diese distalen
regulatorischen Elemente können stromaufwärts, stromabwärts oder in einem Intron
des regulierten oder eines benachbarten Gens lokalisiert sein und wurden schon bis
zu 1Mb vom Transkriptionsstart entfernt gefunden [287]. Umgekehrt könnte auch
die Transkriptionsrate der anderen UPO-Gene durch eine Chromatinmodifikation,
welche die Bindung von Transkriptionsfaktoren erschwert, verringert sein (gene si-
lencing). Ein UPO-Gen (upo1?) in A. aegerita TM-A1 ist offensichtlich konstitutiv
aktiv, denn in jedem getesteten leguminosenfreien Negativmedium konnte bislang im-
mer noch eine geringe UPO-Enzymproduktion nachgewiesen werden, die vergleichbar
hoch zu der von UPO-negativen A. aegerita-Stämmen (wie z. B AaN) in Sojamedien
ist.
Abb. G.2.: Expression des upo1-Gens von A. aegerita TM-A1.
Daten stammen aus einer Kultur im Sojamehlmedium (Details in [228]).
Gezeigt ist der Zeitverlauf der upo1-Expression und Enzymaktivität (A),
der Konzentration der als internem Standard verwendeten 5.8S-rRNA (B)
sowie des pH-Wertes (C).
274
H. Einfluss der Soja-Inhaltsstoffe auf
die UPO-Produktion
in A. aegerita TM-A1
Die in dieser Arbeit zur UPO-Produktion getesteten sojahaltigen Medien enthielten
Bestandteile des Sojasamens in Form von Sojamehl, Sojamilch, Sojaproteinisolat, To-
fu oder Sojawasser. Diese Bestandteile unterschieden sich in ihrer Zusammensetzung
von Kohlenhydraten, Fetten, Proteinen, Ballaststoffen und weiteren Komponenten
(siehe Anhang I). Die beobachteten Wirkungen dieser Komponenten auf die UPO-
Induktion fasst Tab.H.1 zusammen. Als Induktoren werden i. A. Stoffe bezeichnet,
welche die Transkription eines Gens durch direkte Bindung an die DNA oder durch In-
teraktion mit einem DNA-bindenden Regulator-Protein steigern. Im Folgenden wird
das Wort „Induktor“ in einem weiteren Sinne verstanden und beschreibt die Stoffe
im Kulturmedium, die eine Enzymproduktion auslösen.
Ballaststoffe
Als Ballaststoffe werden in der Ernährungswissenschaft größtenteils die pflanzlichen
Polymere Zellulose, Hemizellulose, Pektine und Lignine verstanden, welche für die
meisten Säugetiere unverdaulich sind. Der Pilzstamm A. aegerita TM-A1 ist in der
Lage, auf Zellulose, Buchenholz-Xylan und Xylose als einziger Kohlenstoffquelle zu
wachsen und diese abzubauen. Jedoch zeigte er dabei nur eine geringe UPO-Aktivität
[264]. Zellulose und Hemizellulose sind auch in anderen pflanzlichen Komplexmedien
vorhanden, welche erfolglos auf eine UPO-Produktion hin getestet wurden (z. B.
Medien mit Tomatensaft, Kartoffeln, Reis oder Hafer). Eine Prüfung des Transkrip-
toms von A. aegerita TM-A1 ergab aktive Gene für zellulose- und hemizellulose-
spaltende Enzyme. Eine Kultivierung des Pilzes in Sojamilch oder Tofu führte vergli-
chen zu Sojamehl zu einer halb bis gleich hohen Peroxygenase-Aktivität, jedoch mit
deutlich geringerem Ballaststoffanteil als Sojamehl (Tab. I.1). Ebenso hatte ein mit
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Tab. H.1.: Welche Sojainhaltsstoffe induzieren UPO-Aktivität in der Kul-
tur von A. aegerita TM-A1?
Enzymaktivität im Vergleich zur Kontrolle: „const“ keine Änderung, „+“
Steigerung, „−“ Senkung; „n.b.“ nicht bestimmt.
Abbau (im Positivmedium) Zusatz (zum Negativmedium)
Protein (+)2 bis − − −3 Soja: +
4 ++5 +++6
Nicht-Soja: const7
Fett const bis +8 const9
Lecithin n.b.8 const9,10
Oligosaccharide const bis +11 const12
Polysaccharide const bis +11 const13
Isoflavone const14,15 n.b.16
Sonstiges1 n.b. const17
1Phytosterine, Saponine, DNA, Geruchskomponenten, Maillard-Produkte, Peptidase-Inhibitoren
(BBI, KI, Soyacystatin), Lunasin
2Selektive Hydrolyse durch Trypsin, 3Vollständige Hydrolyse durch „Pronase“
42% Sojapepton (Wirkung ist chargenabhängig), 52% Tofu, 62,4% β-Conglycinin oder Glycinin
7Casein, Gluten, Fleischextrakt, Fleischpepton, Eiklarprotein, Hefeextrakt, BSA (Eigene Unter-
suchungen und [266])
8Verwendung entfettetes Sojamehl [266], 90,5% (v/v) Sojaöl [125], 100,25% Lecithin
11Enzymatischer Abbau durch „Oligase600“
121% Raffinose; die Disaccharide Saccharose und Maltose sind Bestandteile vieler Standardmedien
13Wachstum auf Cellulose, Xylan oder Amylose als einziger Kohlenstoffquelle [264]
14Isoflavonoide Genistein und Daidzein sowie ihre Glykone Genistin und Daidzin werden während
der Kultivierung bis zum Kulturtag 16 vollständig abgebaut, HPLC-Daten [266]
15Mit Methanol behandeltes Sojamehl zeigte eine vergleichbar hohe Aktivität[266]
16Genistin und Daidzin in methanolischer Lösung führen zu keiner Induktion, jedoch bewirkt
Methanol den gleichen Effekt [266]
17Kultivierung in „Sojawasser“ (Rest der Sojamilch nach Präzipitation der Proteine [265])
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einer Kombination aus Laccase, Zellulase und Xylanase behandeltes Sojamehl keinen
Effekt auf das UPO-Produktionsmaximum [266]. Die gemessenen UPO-Aktivitäten
von A. aegerita TM-A1 in Festphasenkultur auf feuchtem Buchenholz [215] lassen sich
auf eine geringe konstitutive Expression von UPO in diesem Stamm zurückführen und
nicht auf eine Induktion durch Holzbestandteile.1 Ballaststoffe (d. h. lignocellulose-
haltige Bestandteile) lassen sich daher als Induktoren für die UPO-Produktion aus-
schließen.
Kohlenhydrate
Ungefähr 12% des Trockengewichts des reifen Sojasamens werden durch nicht-struk-
turelle Kohlenhydrate verursacht. Diese bestehen überwiegend aus Saccharose (41-
68%) und den Raffinose-Zuckern2 Stachyose (12-35%) und Raffinose (5-16%). Stär-
ke stellt typischerweise 1-3% des Samentrockengewichtes; auch Fruktose, Gluko-
se, Galaktose, Mannotriose, Pinitol, Galaktopinitol und Myo-Inositol sind in gerin-
gen Mengen vorhanden [216]. Saccharose wurde nicht direkt getestet, kommt je-
doch in vielen Medien ohne UPO-Produktion vor. Die Raffinose-Zucker im Soja-
milchmedium werden anscheinend durch A. aegerita TM-A1 nicht abgebaut.3 Ein
mit α-Galaktosidase vorbehandeltes Sojamilchmedium verzögerte den typischen pH-
Verlauf sowie den Beginn der UPO-Produktion und steigerte leicht die maximale
UPO-Aktivität (Abb. 5.12). Die direkte Zugabe von Galaktose ins Sojamilchmedium
führte zum gleichen Effekt. Das deutet darauf hin, dass die enzymatische Spaltung
der Raffinose-Zucker mehr verfügbaren Zucker (Galaktose und Saccharose) für die
Biomassebildung lieferte und dadurch zu einer leicht höheren UPO-Produktion führ-
te. Dieses Ergebnis steht in guter Übereinstimmung mit den hohen UPO-Aktivitäten
in sojahaltigen Medien für Marasmius rotula bzw. Coprinellus radians, welche sehr
hohe Glukosekonzentrationen enthielten [123, 124]. Die direkte Zugabe von Raffino-
se in ein synthetisches Medium (inkl. Nicht-Sojaprotein) bewirkte keine Induktion
(Daten nicht gezeigt). Obwohl nicht alle Zucker und andere Kohlenhydrate4 direkt
getestet wurden, ist es unwahrscheinlich, dass sie für eine UPO-Induktion benötigt
werden. Jedoch können diese das Wachstum und die Proliferation der pilzlichen Zel-
1Bislang konnte für den Stamm A. aegerita TM-A1 in nahezu jedem Flüssigmedium (unabhängig
von Sojabestandteilen) eine Aktivität von 50-150U/L beobachtet werden.
2
α-Galaktosyl-Derivate von Saccharose
3Im Transkriptom wurde ein schwach exprimiertes α-Galaktosidase-Gen ermittelt.
4Glukose ist Bestandteil des verwendeten synthetischen Negativmediums; der polymere Stärkebe-
standteil Amylose wurde durch M. Kluge getestet [264].
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len fördern, welche dann in der Lage sind, UPO zu produzieren – vorausgesetzt, der
induzierende Faktor ist ebenfalls im Kulturmedium vorhanden.
Fett
Ein synthetisches Medium mit Glukose und Sojaöl [125] oder Sojalecithin (Abb. 5.12)
induzierte keine UPO in der Kultur von A. aegerita TM-A1. Halbfett-Sojamehl-
medium (Tab. I.1) führte zur gleich hohen UPO-Aktivität, jedoch mit geringerer
Biomasseproduktion [266]. Fette erscheinen daher nicht notwendig, um eine Induktion
auszulösen.
Weitere Inhaltsstoffe
Neben Fett, Kohlenhydraten und Ballaststoffen enthalten Sojasamen neben Proteinen
(siehe nächstes Unterkapitel) noch eine Vielzahl von (Nicht-Nährstoff-)Komponenten
in geringerer Konzentration [269, 270]. Dazu zählen die DNA des Samens, die Phytin-
säure5, Vitamine6, Mineralstoffe und Spurenelemente7, Geruchskomponenten8, durch
die Hitzebehandlung der Sojasamen entstandene Maillard-Produkte sowie sogenann-
te bioaktive Komponenten. Letztere umfassen Phytosterine9, Saponine10, bioaktive
Peptide11 und die auch als Phytoöstrogene bezeichneten Isoflavone. Diese weiteren
Inhaltsstoffe der Sojabohne wurden gemeinsam in einer Kultivierung in „Sojawasser“
(Kap. 4.3.15.2) getestet. Es konnte keine Induktion beobachtet werden (Daten nicht
gezeigt). Isoflavone wurden durch Glenn Gröbe gesondert bearbeitet [266].
Der mit Abstand höchste Isoflavongehalt12 in der Natur macht den Sojasamen
einzigartig. Isoflavone werden von der Sojapflanze als Reaktion auf umweltbedingten
Stress gebildet. Dazu zählen u. a. Trockenheit und Parasitenbefall. Isoflavone sind ein
Teil der chemischen Abwehr von Insekten und Parasiten wie Phytophthora spp13. Zu-
dem stimulieren Isoflavone die Knöllchenbildung durch stickstoff-fixierende Rhizobien
5Inositol-Hexaphosphat
6Riboflavin, Folsäure u. a.
7Unter anderem Fe, Zn, Cu und Mn im mg/g-Bereich
82-Pentyl-Pyridin, 2-Pentyl-Furan, Butansäure u. a.
9ZB. β-Sitosterin
10Glykoside von Triterpen-Derivaten, z. B. von Steroiden
11Lunasin und die Peptidase-Inhibitoren Bowman-Birk, Kunitz und Soyacystatin
12Zwischen 1-3mg/g Trockengewicht [268]
13Bei Pathogen-Kontakt werden in der Sojapflanze Isoflavone durch P450-Enzyme zu Glyceollinen
umgebaut, welche als Phytoalexine wirken. Eine gute Übersicht findet sich in [273].
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und spielen damit eine wichtige Rolle imWachstum der Sojapflanze. Genistein (4’,5,7-
Trihydroxyisoflavon) und Daidzein (4’,7-Dihydroxyisoflavon) sowie ihre zugehörigen
β-Glykoside Genistin und Daidzin (Zucker sind an der 7-Position angehängt) ma-
chen über 90% des gesamten Isoflavongehaltes in Sojabohnen aus. Deutlich geringere
Mengen finden sich vom dritten Isoflavon der Sojabohne Glycitein (4’,7-Dihydroxy-
6-Methoxyisoflavon) und seinem Glycosid Glycitin. In nicht-fermentierten Sojapro-
dukten überwiegen Isoflavone als glykosidische Konjugate. [269, 270]
Isoflavone werden während der Kultivierung von A. aegerita TM-A1 im Sojamehl-
medium bis zum Kulturtag 16 nahezu komplett degradiert (unveröffentlichte HPLC-
Daten) und können in vitro als ein Substrat für die Peroxygenase dienen [264]. Es
ist hier erwähnenswert, dass ascomycetale und oomycetale Sojaschädlinge14 in der
Lage sind, die von den Isoflavonen abgeleiteten Phytoalexine der Sojapflanze (Gly-
ceolline) durch eine Hydroxylierung am aromatischen Ring zu entgiften [274]. Der
Zusatz von methanolischen Extrakten des Sojamehls15 als auch von in Methanol
gelösten reinen Isoflavonen (Genistin, Daidzin) zu synthetischen Medien führte zur
einer starken Laccase-Induktion, aber keiner UPO-Induktion [266]. Jedoch wurde ge-
zeigt, dass der alleinige Zusatz von Methanol oder Ethanol [267] ins Sojamedium
ebenfalls die UPO-Aktivität und/oder -Induktion zu hemmen scheint und eine hohe
Laccase-Aktivität hervorruft. Methanolextrakte des Sojamehls führten auch zu einer
starken Hemmung der UPO-Enzymaktivität in vitro. Da die Isoflavone nur in me-
thanolischer Lösung getestet wurden und Methanol allein die UPO-Induktion oder
-Aktivität hemmt, können sie daher prinzipiell als Induktoren nicht ausgeschlossen
werden. Methanolbehandeltes, d. h. isoflavonabgereichertes Sojamehl führte jedoch
zu einer vergleichbaren UPO-Aktivität wie in unbehandeltem Sojamehl [266].
Sojaproteine
Die Sojapflanze wird vorwiegend wegen des hohen Ölgehaltes, aber zunehmend
auch wegen des hohen Proteingehaltes der Sojabohne kultiviert. Im Ergebnisteil
wurde dargelegt, dass die Anwesenheit spezifischer Speicherproteine des Sojasamens
in einem synthetischen Kulturmedium ausreicht, eine UPO-Produktion auszulösen
(vgl. Kap. 5.1.4.3). Über 240 in ihrer Sequenz unterschiedliche Proteine wurden
bislang in reifen Sojasamen identifiziert [305]. Die überwiegende Mehrheit (50-
14Alle untersuchten Arten kodieren UPO-Sequenzen in ihren Genomen.
15Diese beinhalten den Großteil der Isoflavone des Mehls.
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70%) des Gesamtproteins stellen die Samenspeicherproteine (seed storage proteins)
β-Conglycinin und Glycinin dar. Diese beiden phylogenetisch verwandten Prote-
ine repräsentieren Vertreter einer alten Pflanzensamen-Speicherprotein-Familie, die
mindestens 100 Millionen Jahre alt ist [365]. In allen großen Clades der Rosiden
(eine große Abteilung der bedecktsamigen Pflanzen) finden sich zu Glycinin und
β-Conglycinin homologe Proteinsequenzen. Zu den Arten, in denen solche Sequen-
zen in den Genomen gefunden wurden, zählen neben Leguminosen (zu denen Soja
und Klee zählen) auch eine Pappelart. Pappeln und Pappelholz sind die natürlichen
Substrate des Pilzes A. aegerita. In diesem Zusammenhang ist es erwähnenswert,
dass Glenn Gröbe erfolgreich Medien ohne Sojabestandteile, jedoch mit Blättern von
Luzerne (Medicago sativa) und Klee (Trifolium sp.) zur UPO-Induktion in mehreren
Coprinellus-Arten (u. a. C. radians) verwendet hat [266].
Ein steigender Sojaproteingehalt führt zu steigender UPO-Produktion Bereits
im Jahr 2003 vermuteten Jörg Spantzel [121] und René Ullrich [122, 125] eine Abhän-
gigkeit der UPO-Produktion vom hohen Proteingehalt des Sojamehls. Ihre Kulturver-
suche mit anderen proteinreichen Medien zeigten jedoch nur eine schwache bis mäßige
UPO-Produktion. Die höchsten Aktivitäten wurden dabei stets in mit Soja nahe ver-
wandten Samen anderer Pflanzen gemessen (also in Hülsenfrüchten wie Linsen oder
weißen Bohnen). Sie beobachteten, dass ein höherer Sojamehlanteil im Medium eine
höhere UPO-Aktivität hervorruft, aber ein höherer Proteingehalt in Medien ohne So-
ja oder anderen Hülsenfrüchten keinen solchen Effekt hatte. Eine Kultivierung von A.
aegerita TM-A1 in einem synthetischen, von Sojabestandteilen freien Medium führt
zu einer maximalen UPO-Aktivität zwischen 50 bis 150U/L. Eine deutliche Stei-
gerung der UPO-Produktion in synthetischen Medien kann nur durch Zugabe von
proteinhaltigen Sojaprodukten wie Sojamehl oder Tofu (Abb. 5.13) erreicht werden
und nicht durch Zugabe anderer proteinreicher Bestandteile wie Bactopepton [125],
Casein, Caseinpepton, Hefeextrakt, Fleischextrakt, Fleischpepton, Rinderserumalbu-
min oder Gelatine (Daten nicht gezeigt und [266]).
Abbau der Sojaproteine senkt die UPO-Produktion Eine Vorbehandlung des So-
jamilchmediums mit der spezifischen Peptidase Trypsin (schneidet nur nach den basi-
schen Aminosäuren Arginin und Lysin) führte zu einer leicht erhöhten UPO-Aktivität
im Medium. Ein in-silico-Trypsinverdau aller in GenBank verfügbarer Proteinsequen-
zen aller Untereinheiten von Glycinin und β-Conglycinin führte zu mehreren Dut-
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zend möglicher Fragmente. Die nativen Samenspeicherproteine sind für eine Trypsin-
Behandlung jedoch nur an wenigen Stellen für eine Hydrolyse zugänglich [280]. Daher
könnte es sein, dass die Trypsinierung (Abb. 5.14) nur zu einer unvollständigen Ver-
dauung der Sojaproteine geführt hat.
Um die Sojaprotein-Induktionshypothese negativ zu testen (d. h. kein Sojaprote-
in führt zu keiner UPO-Aktivität), wurden alle Sojaproteine in Sojamilchmedium
vor Inokulation enzymatisch komplett abgebaut. Pronase ist eine kommerzielle Mi-
schung zehn verschiedener unspezifischer Peptidasen aus Streptomyces griseus, wel-
che gewöhnlich das Substrat in die einzelnen Aminosäuren zerlegt. Eine Kultur von
A. aegerita TM-A1 in Sojamilchmedium führte zur Induktion und Produktion von
UPO. Dagegen führte eine Kultur in mit Pronase behandeltem Sojamilchmedium
zu einer deutlich geringeren UPO-Produktion. Diese Ergebnisse legen nahe, dass die
induzierende(n)/elicitierende(n) Substanz(en) Sojaproteine sind bzw. davon abgelei-
tet sind. Diese Folgerung wird auch durch Beobachtung geringerer UPO-Aktivität in
säure- oder alkalibehandeltem Sojamehlmedium unterstützt [266]. Diese Behandlun-
gen führten neben anderen Effekten auch zur unspezifischen Hydrolyse von Proteinen.
Bestimmte Sojabestandteile hemmen reversibel die UPO-Aktivität Syntheti-
sche Medien mit Zusatz von Sojaproteinisolat (Proteingehalt 88%, Tab. I.1) zeigten
trotz guter Biomasseproduktion und charakteristischem pH-Verlauf nur eine geringe
Steigerung der UPO-Aktivität (Daten nicht gezeigt). Auch Kulturen in unverdünn-
ter Sojamilch bewirkten verglichen zum routinemäßig verwendeten Sojamilchmedium
(33% v/v Sojamilch in Wasser) nur geringe UPO-Aktivitäten. Dies deutet auf Be-
standteile des Sojasamens hin, die in hohen Konzentrationen die UPO-Produktion
oder UPO-Enzymaktivität hemmen. Diesen Effekt im Sojamehlmedium untersuchte
im Detail S. Fiedler [263]. Eine bestimmte Menge an gereinigtem Enzym wurde in un-
terschiedlicher Konzentration in Wasser oder Sojamehlmedien gelöst. Es ergab sich
eine konzentrationsabhänge Hemmung der spektrophotometrisch messbaren UPO-
Aktivität. Dies deutet auf einen UPO-hemmenden Stoff im Medium hin.
Kommerzielle Sojaproteinisolate enthalten eine Vielzahl an apolaren volatilen Kom-
ponenten [275, 276]. Detektiert wurden Alkylester von Fettsäuren, Phenole, Phe-
nolėster und Derivate der Abietinsäure. Die Stoffe trans-3,5-Dimethoxy-Stilben und
Dehydroabietinal fanden sich nur in kommerziellen, aber nicht in selbst hergestellten
Sojaproteinisolaten wieder [276]. Die Autoren schließen auf herstellungsbedingte Ver-
unreinigungen bzw. prozessbedingte Synthesen aus natürlich vorhandenen Sojakom-
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ponenten. Die Sojaprodukte Tofu und Sojaproteinisolat unterscheiden sich im Her-
stellungsprozeß stark voneinander [277, 278], und auch Sojaproteinisolate unterschei-
den sich deutlich [279]. Zudem ist der NaCl-Gehalt in Sojaproteinisolaten deutlich
höher (Neutralisierung der Salzsäure mit NaOH) als in Sojamehl. Ein höherer NaCl-
Gehalt führte in der Kultur von Sojamehl zu deutlich niedrigeren UPO-Aktivitäten
im Medium [125]. Zusammenfassend kann die nur geringe UPO-Induktion bei Zu-
satz von Sojaproteinisolaten zu synthetischen Medien auf eine Reihe von Ursachen
zurückgeführt werden.
Um diese Nachteile kommerzieller Proteinisolate zu umgehen, wäre es interessant,
ein Proteinisolat aus Sojamilch selbst herzustellen. Ein Protokoll wurde veröffent-
licht, in dem ein hochreines Sojaspeicherproteinisolat durch eine Ca2+-Fällung aus
gemahlenen, getrockneten Sojabohnen bzw. Sojamilch gewonnen werden konnte. Im
Präzipitat befanden sich in Summe nur zwölf verschiedene Proteine; 98% der Pro-
teinmenge entfielen auf die α-, α’- und β-Untereinheiten von β-Conglycinin sowie die
sauren und basischen Untereinheiten von Glycinin (elf verschiedene Proteinsequen-
zen); zu einem sehr geringen Anteil (2%) Sucrose-binding protein [306].
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I. Inhaltsstoffe von Sojamedien
Tab. I.1.: Zusammensetzung sojahaltiger Medienbestandteile. Sojamehle,
Sojamilch und Sojaproteinisolat nach Herstellerangaben. Tofu und Soja-
wasser wurden aus Sojamilch selbst hergestellt [265], die Angaben zum To-
fu stammen von kommerziell produziertem Tofu1. Alle Werte in g bezogen
auf 100 g bzw. 100mL (Sojamilch, Sojawasser).
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Protein 40 50 3,6 88 47,9 <1
Kohlenhydrate 12 15 2 <1 14,6 2,0
davon Zucker 5 7 0,8 0,8
Ballaststoffe 14 16 0,2 7,2
Fett 21 7,5 2,2 3,7 30,3
gesättigte Fettsäuren 3 1 0,6 0,7 4,4
einfach ungesättigte
Fettsäuren
5 2 0,7 6,7
mehrfach ungesättigte
Fettsäuren
12 4 0,9 17,1
Natrium 0,005 0,02 0,02 0,006
Isoflavone 0,259 0,275 0,290
1„Tofu, dried-frozen“ (http://ndb.nal.usda.gov/ndb/)
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J. Transkriptomanalyse A. aegerita
TM-A1
Abb. J.1.: Gelanalysen zur cDNA-Bibliothek von A. aegerita TM-A1.
a) Gesamt-RNA-Mischprobe (~0,5µg), b) amplifizierte cDNA vor (N0)
und nach (N1) der Normalisierung (je 150 ng), c) N1-cDNA nach Größen-
fraktionierung (20 ng)
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Tab. J.1.: Ursprung der RNA für die Transkriptomsequenzierung von
A. aegerita TM-A1. Wenn nicht anders vermerkt, Sojamehl stets 2%
(w/v) in Wasser, andere feste Medienbestandteile stets 2% in Czapek-Dox-
Medium. M = Mischung, MeOH = Methanol, ACN =Acetonitril.
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14, 16, 20, 16, 16,
16, 16
! 200 1,89 2,33 807 161
Soja 7 ! 25 350 8,8
Soja 12 ! 25 710 17,8
Soja 17 ! 25 420 10,5
Soja 19 ! 25 570 14,3
M: Mais-Malz-Agarplatte, Soja-
Malz-Agarplatte
42 150 1,76 1,04 153 23
50% Tomatensaft 15 50 1,83 0,41 28 1,4
M: Malz, Kartoffel, Hafer, Czapek-
Dox, Kirk
15, 7, 7, 7, 15 ! 50 1,75 0,27 17 0,85
2% Soja + 0,5% Hämin 25, 37, 45
50 3,09 0,13 13 0,65
2% Soja + 0,25% Al 10, 28
2% Soja + 1% Biomasse 11, 25, 34
1% Soja + 2% Biomasse 11, 25, 36
2% Biomasse in Czapek-Dox 11, 18, 23, 36
2% Soja + 1% Aronia-Extrakt 29, 51
Buchenspäne 14-21 50 1,11 0,63 10 0,5
Kartoffel 35 33 24 0,8
Hafer 35 32 25 0,8
Czapek-Dox 35 33 12 0,4
Gesamt-RNA-Mischprobe: 745 1,92 2,17 322 240
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Abb. J.2.: Sequenzlänge und coverage rate der erhaltenen Reads
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K. Bakterielle DyP-type-Peroxidasen
Die bakteriellen Vertreter der DyP-type-Peroxidasen teilen sich aufgrund ihrer Ami-
nosäuresequenz in drei Familien auf: die miteinander verwandten Familien A und
B (beide Sequenzfamilie 2; ~8.500 bakterielle Seq., ~120 Seq. in Halobakterien (Ar-
chaea); August 2015) sowie Familie C (~1.800 bakterielle Seq.; August 2015), die
sequenzähnlich zu den pilzlichen DyPs ist (Sequenzfamilie 1) [57, 55]. Es ist bemer-
kenswert, dass nicht alle Bakterien sowohl Familie-A-, B- und C-Gene aufweisen. Die
Mehrheit besitzt nur Familie-B-Sequenzen [Eigene Untersuchungen].
Familie-A-Sequenzen besitzen in ihren Signalpeptiden ein „twin-arginine transloca-
tion“-Motiv (Tat-Motiv), dieses wird in einem Sekretionsmechanismus genutzt, der
unabhängig vom klassischen Sec-Weg, Proteine in das Periplasma transloziert. Für
Familie-A-Vertreter wird eine Rolle im Eisenstoffwechsel [241, 242] und im Abbau
von oxidativem Stress angenommen [246]. Eine Familie-A-DyP aus Pseudomonas
fluorescens wurde als ein Virulenzfaktor durch Schädigung an Pflanzen und Samen
(insbesondere von Kiefern) identifiziert [250].
Familie-B-Proteine werden in Nanokompartimente verpackt [243, 240] und dienen
mutmaßlich der Abwehr von oxidativem Stress [245, 243, 244]. In dieser Familie finden
sich auch etwa 140 hypothetische ascomycetale Sequenzen. Da alle (pilzliche und bak-
terielle) Sequenzen der B-DyP-Familie keine eindeutigen Sekretionsignale aufweisen
und kein Enzym aus dieser Familie als ein Wildtyp-Enzym charakterisiert wurde, soll-
ten diese Proteine als intrazelluläre Proteine angesehen werden. Das Enzym DyP-B
von Rhodococcus jostii RHA1 wurde als ein ligninolytisches Enzym1 beschrieben, je-
doch ist die in vitro Aktivität der rekombinanten Dyp-B mit Lignocellulose „ziemlich
bescheiden“ (Zitat aus [239]).
Die rekombinant produzierten Proteine der Familie C haben in vitro eine den pilz-
lichen DyPs vergleichbare ligninolytische Aktivität [144, 145].
1Die Autoren behaupten, dass DyP-B „logischerweise“ extrazellulär sein muss, da spektrophotome-
trische Messungen der ligninolytischen Aktivität in Anwesenheit von H2O2 im Kulturüberstand
von Wildtyp-Zellen im Gegensatz zum DyP-B-Knock-out-Stamm erfolgreich waren. Dies ergibt
sich jedoch nicht beim genauen Studium des Material- und Methodenteils.
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Kritik
Es ist bemerkenswert, dass kein einziges der als bakterielle „DyP-type-Peroxidasen“
beschriebenen Enzyme als Wildtyp-Enzym charakterisiert wurde [144, 239, 236, 146,
235, 242]. Das bedeutet, dass die tatsächliche biologische Funktion und die extrazel-
luläre Lokalisation dieser Enzyme trotz aller Vorhersagen in vivo niemals bewiesen
wurde.
Man könnte argumentieren, dass Pilze auch nicht in ihrem natürlichen Substrat
wachsen, sondern in unnatürlichen, also künstlichen Medien, um bestimmte Enzy-
me in größerer Menge zu produzieren. Tatsächlich lässt sich aber in diesen Fällen
auf den Induktor schließen, da der Pilz auf einen extrazellulären Reiz reagiert und
nicht gentechnisch verändert wurde. So lassen sich z. B. Laccasen oft mit Kupfer
oder Vanillinsäure induzieren (Kupfer-Ionen sind Bestandteil des aktiven Zentrums
dieser Enzyme, Vanillinsäure ein naturähnliches Substrat der Laccasen). Mangan-
Peroxidasen lassen sich in einem synthetischen Medium mit MnCl2 induzieren (Mn
ist das natürliche Substrat). Lignolytische und zellolytische Enzyme lassen sich oft in
Medien mit Holzschnipseln, Stroh und hohem Pektinanteil induzieren (viele ClassII-
Peroxidasen, Glykosyl-Hydrolasen wie z. B. XpoGH78), Peptidasen in Medien mit
hohem Proteinanteil sowie pilzliche DyPs in Tomatensaft (hoher Polyphenolanteil).
Das bedeutet nicht, dass ein bestimmtes, induzierendes Medium immer den natür-
lichen Induktor enthält. Doch die Kenntnis eines selbst nur chemisch ähnlichen In-
duktors lässt Vermutungen über die physiologische Funktion der induzierten Enzyme
zu. Es liegt zudem nahe, dass induzierbare Enzyme eine physiologische Funktion für
den Organismus haben, die unmittelbar mit dem Medium zusammenhängt. Dass bis-
lang keine eindeutige DyP-type-Peroxidase-Aktivität in Laborkulturen von genetisch
unveränderten Bakterien gemessen wurde, kann daher mehrere Gründe haben:
1. Sie werden nicht sekretiert. Mehr als 10.000 DyP-type-Sequenzen
(~1.800 DyB-C, ~8.500 DyP-A und DyP-B; eigene Untersuchungen) aus meh-
reren Tausend Bakterienspezies legen nahe, dass diese Sequenzen eine wichtige
biologische Funktion für die Spezies haben. Diese Funktion kann jedoch auch
intrazellulär oder periplasmatisch sein. Wenn dem so wäre, dann wäre es frag-
lich, ob die durch die rekombinant produzierten Enzyme gezeigten katalysierten
Reaktionen physiologisch wirklich bedeutsam sind. Mangan-Ionen und Lignin-
modellverbindungen finden sich nicht intrazellulär und Bakterien sind nicht
zur membranvermittelten Endocytose fähig, d. h., größere Moleküle (wie z. B.
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Farbstoffe und Lignocellulose) müssen durch spezielle Carrierproteine aktiv
oder passiv in das Zellinnere transportiert werden. Dies wurde bislang nicht ge-
zeigt. Es ließe sich durch einen Zellaufschluss der Bakterien testen, ob im Lysat
bakterieller Zellen DyP-type-Aktivität zu finden ist. Durch eine Western-Blot-
Färbung mit DyP-Protein-spezifischen Antikörpern würde sich das Verhältnis
von DyP-type-Proteinen im extra- und intrazellulären Raum bestimmen lassen.
2. Sie werden generell nur in geringer Menge exprimiert (und/oder
sekretiert). Das könnte bedeuten, dass diese Enzyme eventuell nicht indu-
ziert werden können, sondern nur in geringer, konstitutiver Weise exprimiert
werden. Eine Rolle im Sekundärstoffwechsel der Bakterien wäre damit unwahr-
scheinlich.
3. Sie werden durch Aktivitäten anderer Enzyme überlagert. Welche
anderen bakteriellen, extrazellulären Peroxidasen sind bekannt? Es finden sich
nur einige über 25 Jahre alte Arbeiten zu Aktinobakterien der Gattung Strepto-
myces, die Lignin-Peroxidase-Aktivitäten beschreiben. Die erste Isolation einer
bakteriellen Peroxidase erfolgte 1988 aus Streptomyces viridosporus („actino-
mycete lignin peroxidase P3“ [248] 2). Die Autoren dieser Studie konnten mit
dem gereinigten Enzym verschiedene Ligninmodellverbindungen umsetzen. Es
könnte gut sein, dass die Autoren damals bereits die erste bakterielle DyP-
type-Peroxidase aus einer Kultur gereinigt haben. Interessanterweise zitieren
diese Autoren eine andere Studie, in welcher der gleiche Bakterienstamm direkt
in einem Flüssigmedium mit ebendiesen Ligninmodellverbindungen kultiviert
wurde, aber keine Spaltung zeigte. Ähnliche Arbeiten aus den 70er und 80er
Jahren des letzten Jahrhunderts sind nur in russischer oder chinesischer Spra-
che verfügbar. Wenn also keine andere bakterielle, extrazelluläre Peroxidase-
Aktivität bekannt ist, kommt der nächste Punkt in Betracht.
4. Sie werden unter den gewählten Laborbedingungen nicht indu-
ziert. Tatsächlich wurden, nach bestem Wissen, nur in einer Arbeit zum bak-
teriellen Ligninabbau Kulturversuche zur Induktion in verschiedenen Medien
durchgeführt [238]. Diese Studie wies methodische Mängel auf (es wurde nur
auf Stroh und in einem einfachen, synthetischen Medium kultiviert) und be-
wies nicht, dass bakterielle DyP-type-Peroxidasen eine Rolle dabei spielen.
2Die Autoren reichten 1988 ein Patent für diese bakterielle Lignin-Peroxidase ein, das aufgrund
fehlender Gebührenzahlung verfallen ist.
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Wenn die bakteriellen DyPs tatsächlich wesentlich in der extrazellulären Ver-
wertung/Entgiftung von organischen Substraten (sei es Lignin oder anderen
komplexen Verbindungen) sind, muss es eine Kulturbedingung geben, die dazu
führt, dass Bakterien diese Enzyme in ähnlich hoher Konzentration wie ligni-
nolytische Pilze ins Medium bzw. zumindest ins Periplasma abgeben, falls es
überhaupt extrazelluläre Enzyme sind. Sowohl für intra- als auch extrazelluläre
Enzyme kommt auch der nächste Punkt in Betracht.
5. Sie setzen physiologisch völlig andere Substrate als die pilzli-
chen DyPs um. Dies ist durchaus möglich, bislang jedoch nur für das Protein
Yfex aus E. coli beschrieben (ein DyP-A-Protein). Es besitzt in vitro eine
Porphyrinogen-Oxidase-Aktivität [242].
6. Sie erfüllen keine enzymatischen Funktionen in vivo. Nicht alle häm-
haltigen Proteine sind Enzyme. So dienen bekannterweise Hämoglobin und
Myoglobin dem Transport von molekularem Sauerstoff. Dennoch haben diese
Proteine in vitro unter bestimmten, nicht-physiologischen Bedingungen auch
Peroxidase-Aktivität. Mit den bakteriellen DyPs könnte es sich genauso verhal-
ten, insbesondere wenn man an die bakteriellen DyP-B-Proteine denkt, von de-
nen die meisten wahrscheinlich in intrazelluläre Mikrokompartimente verpackt
werden [243]. Man könnte hier spekulativ eine Rolle im Eisenmetabolismus ver-
muten, die DyP-B-Proteine könnten dabei als Speicher von Eisen oder Redoxä-
quivalenten (Elektronen) dienen. Ebenfalls könnten diese Mikrokompartimente
Schutz vor oxidativem Stress bieten, insbesondere bei pathogenen Bakterien
wie Mycobacterium spp. (oxidative burst des Wirtsorganismus). Das DyP-A-
Protein YwbN (ein Yfex-Homolog) ist ein über das Tat-System in die innere
Wandzone („Periplasma“ von grampositiven Bakterien) transloziertes Protein
in B. subtitlis und ist vermutlich Teil der Eisenpermease YwbLMN [247].
292
L. Publikationen
• Marek J. Pecyna, René Ullrich, Britta Bittner, André Clemens, Katrin
Scheibner, Roland Schubert, Martin Hofrichter (2009). Molecular characteri-
zation of aromatic peroxygenase from Agrocybe aegerita. Applied Microbiology
and Biotechnology. 84:885-897. Unfreier Link. Im Anhang dieser Arbeit.
• Marek J. Pecyna, Kirk Matthew Schnorr, René Ullrich, Katrin Scheibner,
Martin Gunter Kluge, Martin Hofrichter (2008). Fungal peroxygenases and me-
thods of application. Patent WO/2008/119780. Link. Im Anhang dieser Arbeit
in gekürzter Form.
• Christiane Liers, Caroline Bobeth, Marek Pecyna, René Ullrich, Martin Hof-
richter (2010). DyP-like peroxidases of the jelly fungus Auricularia auricula-
judae oxidize nonphenolic lignin model compounds. Applied Microbiology and
Biotechnology. 85(6):1869-1879. Unfreier Link.
• Martin Hofrichter, René Ullrich, Marek J. Pecyna, Christiane Liers, Taina
Lundell (2010). New and classic families of secreted fungal heme peroxidases.
Applied Microbiology and Biotechnology. 87(3):871-897. Unfreier Link. Im An-
hang dieser Arbeit.
• Glenn Gröbe, René Ullrich, Marek J. Pecyna, Danuta Kapturska, Stephanie
Friedrich, Martin Hofrichter, Katrin Scheibner (2011). High-yield production of
aromatic peroxygenase by the agaric fungus Marasmius rotula. AMB Express.
1(1):31. Link.
• Christiane Liers, Marek J. Pecyna, Harald Kellner, Anja Worrich, Holger
Zorn, Kari T. Steffen, Martin Hofrichter, René Ullrich (2013). Substrate oxi-
dation by dye-decolorizing peroxidases (DyPs) from wood- and litter-degrading
agaricomycetes compared to other fungal and plant heme-peroxidases. Applied
Microbiology and Biotechnology. 97(13):5839-5849. Unfreier Link. Im Anhang
dieser Arbeit.
293
• Klaus Piontek, Eric Strittmatter, René Ullrich, Glenn Gröbe, Marek J. Pe-
cyna, Martin Kluge, Katrin Scheibner, Martin Hofrichter, Dietmar A. Plattner
(2013). Structural basis of substrate conversion in a new aromatic peroxygenase:
cytochrome P450 functionality with benefits. The Journal of Biological Che-
mistry. 288(48):34767-34776. Unfreier Link.
• Witoon Purahong, Danuta Kapturska,Marek J. Pecyna, Elke Schulz, Micha-
el Schloter, François Buscot, Martin Hofrichter, Dirk Krüger (2014). Influence of
different forest system management practices on leaf litter decomposition rates,
nutrient dynamics and the activity of ligninolytic enzymes: a case study from
Central European forests. PLoS ONE. 9(4):e93700. (Erstautoren unterstrichen)
Link. Im Anhang dieser Arbeit.
• Witoon Purahong, Michael Schloter, Marek J. Pecyna, Danuta Kapturska,
Veronika Däumlich, Sanchit Mital, François Buscot, Martin Hofrichter, Jessi-
ca L.M. Gutknecht, Dirk Krüger (2014). Uncoupling of microbial community
structure and function in decomposing litter across beech forest ecosystems in
Central Europe. Scientific Reports. Scientific Reports. 4:7014. Link.
• Harald Kellner, Patricia Luis, Marek J. Pecyna, Florian Barbi, Danuta Kap-
turska, Dirk Krüger, Donald R. Zak, Roland Marmeisse, Micheline Vandenbol,
Martin Hofrichter (2014). Widespread occurrence of expressed fungal secretory
peroxidases in forest soils. PLoS ONE. 9(4):e95557. Link. Im Anhang dieser
Arbeit.
• Witoon Purahong, Danuta Kapturska, Marek J. Pecyna, Katalee Jariyavi-
dyanont, Jennifer Kaunzner, Kantida Juncheed, Tanaporn Uengwetwanit, Re-
nate Rudloff, Elke Schulz, Martin Hofrichter, Michael Schloter, Dirk Krüger,
François Buscot (2015). Effects of forest system management practices in tem-
perate beech forests on bacterial and fungal communities involved in leaf litter
degradation.Microbial Ecology. 69(4):905-913. (Erstautoren unterstrichen) Link
• Witoon Purahong, Tesfaye Wubet, Guillaume Lentendu, Michael Schloter,Ma-
rek J. Pecyna, Danuta Kapturska, Martin Hofrichter, Dirk Krüger, François
Buscot (2015). Life in leaf litter: novel insights into community dynamics and
roles of bacteria and fungi during leaf litter decomposition. Manuskript einge-
reicht.
294
• Martin Hofrichter, Harald Kellner, Marek J. Pecyna, René Ullrich (2015).
Fungal unspecific peroxygenases: heme-thiolate proteins that combine peroxidase
and cytochrome p450 properties. In: Hrycay, Eugene G.; Stelvio M. Bandiera
(Hrsg.). Chapter monooxygenase, peroxidase and peroxygenase properties and
mechanisms of cytochrome P450. Volume 851 der Serie Advances in Experimen-
tal Medicine and Biology. S. 341-368. Unfreier Link
295
BIOTECHNOLOGICALLY RELEVANT ENZYMES AND PROTEINS
Molecular characterization of aromatic peroxygenase
from Agrocybe aegerita
Marek J. Pecyna & René Ullrich & Britta Bittner &
André Clemens & Katrin Scheibner & Roland Schubert &
Martin Hofrichter
Received: 19 January 2009 /Revised: 31 March 2009 /Accepted: 1 April 2009 /Published online: 12 May 2009
# Springer-Verlag 2009
Abstract Recently, a novel group of fungal peroxidases,
known as the aromatic peroxygenases (APO), has been
discovered. Members of these extracellular biocatalysts
produced by agaric basidiomycetes such asAgrocybe aegerita
or Coprinellus radians catalyze reactions—for example, the
peroxygenation of naphthalene, toluene, dibenzothiophene,
or pyridine—which are actually attributed to cytochrome
P450 monooxygenases. Here, for the first time, genetic
information is presented on this new group of peroxide-
consuming enzymes. The gene of A. aegerita peroxygenase
(apo1) was identified on the level of messenger RNA and
genomic DNA. The gene sequence was affirmed by peptide
sequences obtained through an Edman degradation and de
novo peptide sequencing of the purified enzyme. Quantita-
tive real-time reverse transcriptase polymerase chain reaction
demonstrated that the course of enzyme activity correlated
well with that of mRNA signals for apo1 in A. aegerita. The
full-length sequences of A. aegerita peroxygenase as well as
a partial sequence of C. radians peroxygenase confirmed the
enzymes’ affiliation to the heme-thiolate proteins. The
sequences revealed no homology to classic peroxidases,
cytochrome P450 enzymes, and only little homology (<30%)
to fungal chloroperoxidase produced by the ascomycete
Caldariomyces fumago (and this only in the N-terminal part
of the protein comprising the heme-binding region and part
of the distal heme pocket). This fact reinforces the novelty of
APO proteins. On the other hand, homology retrievals in
genetic databases resulted in the identification of various
APO homologous genes and transcripts, particularly among
the agaric fungi, indicating APO’s widespread occurrence in
the fungal kingdom.
Keywords Peroxygenase . Chloroperoxidase .
Cytochrome P450 . Heme-thiolate . Oxygenation .
Coprinellus
Introduction
Few years ago, an exceptional peroxide-consuming en-
zyme—Agrocybe aegerita peroxidase—was discovered in
the agaric Black poplar mushroom (Ullrich et al. 2004). The
purified enzyme was found to be a heme-thiolate protein as
indicated by its characteristic spectroscopic properties
(Ullrich and Hofrichter 2005). Catalytic studies revealed
that A. aegerita peroxidase is able to perform reactions
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formerly only assigned to intracellular cytochrome P450
monooxygenases (P450s; catalytical potential is reviewed in
Bernhardt (2006) and references therein) or to extracellular
chloroperoxidase (CPO; catalytical properties are discussed
in Ullrich and Hofrichter (2007) and references therein).
Among other reactions, A. aegerita peroxidase catalyzes
the regioselective epoxidation/hydroxylation of naphtha-
lene, the sulfoxidation of dibenzothiophene and thioanisole,
the N-oxidation of pyridine, the O-dealkylation of alkylaryl
ethers, the oxidation of aryl alcohols and aldehydes as well
as the bromination of phenol (Aranda et al. 2008; Kinne et
al. 2008; Kluge et al. 2007; Ullrich et al. 2008; and unpub-
lished results). These reactions including oxygen transfers
are catalyzed in vitro solely by the purified enzyme in the
presence of hydrogen peroxide acting as electron accepting
cooxidant and oxygen source (Kluge et al. 2009). This
catalytic behavior accounted for the renaming of the en-
zyme into A. aegerita peroxygenase (abbreviated as AaP;
Ullrich et al. 2008) and later, due to the identification of
similar biocatalysts in other fungi, we proposed to designate
these enzymes as aromatic peroxygenases (APO) by
following the term “aromatic monooxygenases” used for
certain P450 enzymes (Zhou et al. 1999).
The haloperoxidase activity of APO resembles that of
CPO from the ascomycete Caldariomyces fumago but the
oxygen transfer reactions which include various aromatic
oxygenations are unique among peroxidases. After discov-
ery and purification of a second peroxygenase capable of
aromatic peroxygenation from the coprophilous fungus
Coprinellus radians (C. radians peroxygenase, abbreviated
as CrP; Anh et al. 2007) and the detection of relevant
enzyme activities in Coprinopsis verticillata, Marasmius sp.,
and other Agrocybe spp. (unpublished results), it is assumed
that a novel group of fungal oxidoreductases (probably the
second peroxidase sub-subclass; EC 1.11.2.x) has been
found. Though AaP and CrP were purified and characterized
regarding their physical and catalytic properties, the encod-
ing genes have not been identified so far. Thus, here we
present conclusive data from molecular studies on fungal
peroxygenases including, for the first time, a full-length
nucleotide sequence of an aromatic peroxygenase. Further-
more, the characteristic features of A. aegerita cultivation in
soybean medium stimulating AaP production were studied
along with gene expression by quantitative real-time reverse
transcription polymerase chain reaction (qRT-PCR).
Materials and methods
Culture conditions, enzyme activity measurement, and
protein purification Cultivation of A. aegerita strain TM-
A1 (deposited at the German collection of microorgan-
isms and cell cultures—DSMZ, collection number DSM
22459) and C. radians strain DSMZ 888 was performed
in 3% (w/v) soybean flour medium (“Hensel Voll-Soja”,
Schoenenberger GmbH, Magstadt, Germany) in agitated
Erlenmeyer flasks at 24°C. For comparison, the A.
aegerita strain CBS 127.88 that produces low amounts
of APO was used. APO activity was measured with
veratryl alcohol, and the proteins were purified by fast
protein liquid chromatography as described previously
(Ullrich et al. 2004; Ullrich and Hofrichter 2005; Anh et
al. 2007).
Determination of amino acid sequences Sequences of AaP
and CrP on the protein level are based on earlier studies
(Anh et al. 2007; Ullrich et al. 2004) and were repeatedly
determined by de novo sequencing of the isoform-pure
protein fraction II of AaP prepared by Mono P separation
(R. Ullrich, unpublished data) and an equally pure fraction of
CrP using nanoliquid chromatography/mass spectrometry–
mass spectrometry and matrix assisted laser desorption/
ionization-time of flight (Protagen Co., Dortmund, Germany).
Experimentally determined masses of tryptic peptides were
compared with theoretical peptide masses calculated using the
program PeptideMass (Wilkins et al. 1997) and the cDNA
sequence of AaP translated into amino acids (peptide mass
fingerprinting).
Enzymatic deglycosylation of AaP Purified isoform AaP II
(12.5 μg) was denaturated with sodium dodecyl sulfate
(SDS) and deglycosylated for 3 h with the Enzymatic
Protein Deglycosylation Kit from Sigma (Saint Louis, MO,
USA). The latter one contained PNGase F, O-glycosidase,
two α-2(3,6,8,9) neuramidases as well as β-1,4-galactosi-
dase and β-N-acetylglucosaminidase and was used accord-
ing to the instructions of the provider. Molecular mass of the
deglycosylated protein was determined by SDS-
polyacrylamide gel electrophoresis (PAGE) using a 12% gel.
Isolation of nucleic acids and cDNA synthesis Mycelium of
agitated cultures of C. radians (strain DSMZ 888, cultiva-
tion day 12) and A. aegerita (strain TM A1, cultivation
day 16) was separated from the culture liquid (200 mL) by
filtration. After lyophilization of the mycelium using an
Alpha 2–4 freeze dryer (Christ, Osterode, Germany),
genomic DNA was isolated using a protocol previously
described by Nikolcheva and Bärlocher (2002). Trizol
reagent (Invitrogen, Carlsbad, CA, USA) was used to
isolate total RNA, which was stored at −80°C.
For cDNA synthesis, total RNA (1 μg) was primed by
using a poly(dT)-anchor primer. Afterward, the total mRNA
was reversely transcribed into cDNA with the anchor
sequence added to the 3′ end using a “RevertAid H Minus
First Strand cDNA Synthesis Kit” (Fermentas, St. Leon-
Rot, Germany). Furthermore, by adding 1 μl primer TS-
886 Appl Microbiol Biotechnol (2009) 84:885–897
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short (10 μM) to the reaction mix, an anchor sequence was
added to the 5′ end of the cDNA using a protocol according
to Matz et al. (1999).
PCR conditions For conventional PCR amplifications, a
“MasterCycler EP Gradient S” gradient cycler (Eppendorf,
Hamburg, Germany) was applied. All primers were
obtained from Eurofins-MWG-Operon (Ebersberg, Ger-
many). Primers used in this study are listed in Table 1.
The PCR reaction mixtures (25 μL) contained 10 μL
PCR Master Mix (“HotMaster Mix”, 2.5-fold concentrated;
5Prime, Hamburg, Germany), 1 μL of each primer from
10 μM stock solution in case of specific primers and from
100 μM stock solution for degenerated primers, 1 μL of
cDNA, and 12 μL PCR grade water. The PCR was started
with an initial denaturation at 95°C for 3 min, followed by
35 cycles of denaturation at 95°C for 45 s, annealing at
50.4°C (in case of degenerated primers) or temperatures
according to the “4+2 rule” (in case of specific primers;
Rychlik and Rhoads 1989) for 45 s, and elongation at 72°C
for 1.5 min. Final elongation took 10 min at 72°C. Result-
ing PCR products were purified (“SureClean”, Bioline,
Luckenwalde, Germany) and cloned in Escherichia coli.
Cloning, sequencing, and sequence analysis Plasmids
derived from dU/A-cloning of PCR fragments with the
“pSTBlue-1 AccepTor Vector Kit” (Merck (Novagen), Darm-
stadt, Germany) were verified by colony PCR (Woodman
2008) and several independent clones were used for
sequencing. Sequencing was performed on ALFexpressII
equipment in combination with an AutoRead Sequencing
Kit (both GE Healthcare, Munich, Germany). Software
BioEdit 7.0.9 was used for sequence analyses (Hall 1999).
The program iPSORT (Bannai et al. 2002) was used to
calculate the Kyte–Doolittle hydrophobicity index. Possible
glycosylation sites were predicted using the programs
NetNGlyc 1.0 (available via http://www.cbs.dtu.dk/services/
NetNGlyc/) and NetOGlyc 3.1 (Julenius et al. 2005). Further
parameters of the deduced protein such as the molecular
weight and isoelectric point (pI) were calculated using the
ProtParam tool (Gasteiger et al. 2005). Protein fold recog-
nition was performed on the phyre web server (Bennett-
Lovsey et al. 2008; available via http://www.sbg.bio.ic.ac.uk/
phyre/).
Sequencing strategy for the A. aegerita apo1 gene By
using the peptide sequences of two internal peptide
fragments of AaP (Anh et al. 2007), the degenerated
primers AaP2-Rev and AaP4-Rev were designed. These
primers were used on the cDNA level to amplify fragments
of a peroxygenase gene from A. aegerita (strain TM-A1). A
5′ rapid amplification of cDNA end (RACE) experiment
(Matz et al. 1999) was performed with the specific primer
SO-Mix (containing 90% heel-specific primer and 10%
heel-carrier primer, 10 μM) and the degenerated primer
AaP4-Rev. The 1:100 diluted PCR product was then used
in a nested PCR with the SO-Mix and degenerated primer
AaP2-Rev. The resulting band with a size of approximately
350 bp was excised from the gel, purified, and cloned.
Several independent clones were fully sequenced. Based on
these data, the specific primer 1AaP-For1 was designed.
For completion of the sequence at the cDNA level, a 3′
RACE experiment (Frohman et al. 1988) was performed:
Primer name Sequence (5′ → 3′)
Poly(dT)-anchor primer TAGCTCGATGCTTGCACGCTTTTTTTTTTTTTTTTT
AP primer TAGCTCGATGCTTGCACGC
TS-short primer AAGCAGTGGTATCAACGCAGAGTACGCrGrGrG
Heel-carrier primer GTAATACGACTCACTATAGGGCAAGCAGTGGTATCAACGCAGAGT
Heel-specific primer GTAATACGACTCACTATAGGGC
Aap2-Rev GCIARNGTRTTIARICCNGG
Aap4-Rev AARTCIGGRTTNGTNGC
Cop1-For CCICCNCCIGARTAYGT
Cop6-Rev CCARAARTCRTCNGGCAT
1Aap-For1 TTCTACATGAAATATTTTCC
1Aap-Rev2 AAGCAGGTTGTTGGACCG
Scaap FAM-TAGTTATACAGGCTCATCCTATGCAG-TAMRA
fpcaap CACCCAGCCCGAGAAGTGGCACA
rpcaap TGTAGCTGTTGATCTTGCCGACATTTC
S5.8 FAM-TAAGTAATGTGAGTTGCAGAATTCAGTGAA-TAMRA
fp5.8 CGATGAAGAACGCAGCGAAA
rp5.8 GGAATACCAAGGAGCGCAAGG
Table 1 Oligonucleotides used
as primers
Sequences are written according
to International Union of Pure
and Applied Chemistry nucleo-
tide code, and FAM and TAMRA
denote dyes labeled to oligonu-
cleotides (hydrolysis probes)
rG ribonucleotide guanosine, I
inosine wobble base, FAM car-
boxyfluorescein, TAMRA car-
boxytetramethylrhodamine
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PCR with the primer combination 1AaP-For1 and 3′ anchor
primer AP resulted in an about 1,300-bp long fragment.
This fragment was cloned; two clones were fully sequenced
and revealed the whole cDNA sequence of a putative AaP
gene, designated as A. aegerita apo1. This sequence was
identified as a homolog to CPO sequence by a Basic Local
Alignment Search Tool (BLAST) search. After completion
of cDNA sequence, specific primers 1AaP-For1 and 1AaP-
Rev2 were used in PCR to amplify complete CDS and 3’
untranslated region of the AaP gene from genomic DNA
(about 1,500 bp). The PCR product was purified, cloned,
and finally, two independent clones were fully sequenced.
Sequencing strategy for the C. radians apo1 gene Based on
the knowledge of the peptide sequence of the N terminus
(Anh et al. 2007) and one internal peptide fragment (this
study) of the CrP protein, degenerated primers Cop1-For
and Cop6-Rev were designed and used on cDNA level to
partially amplify a fragment of the peroxygenase gene from
C. radians. The PCR product, which derived from the
application of both degenerated primers (size of approxi-
mately 700 bp), was purified from agarose gel, cloned, and
sequenced. The obtained sequence was recognized as a
putative homologue to the CPO sequence by a BLAST
search.
Expression analysis of the A. aegerita apo1 gene by
quantitative real-time reverse transcription PCR For qRT-
PCR experiments, A. aegerita strain TM-A1 and A. aegerita
strain CBS 127.88 were cultivated in soybean flour medium
(3% w/v) in agitated flasks (200 mL suspension, 100 rpm) in
triplicate for 42 days at 24°C. Samples (1 mL) were
collected at intervals of 3 to 5 days. After centrifugation,
the pH as well as peroxygenase activity was determined in
the supernatant; biomass was obtained from the precipitated
pellet. This fresh biomass (200 mg each sample) was snap
freezed in liquid nitrogen and stored at −80°C. Total RNA
was extracted by “TRIzol Plus RNA Purification Kit”
(Invitrogen) and was spectrophotometrically quantified by
determining the optical density at 260 nm. Integrity of RNA
was checked by agarose gel electrophoresis. Afterward,
RNA was treated with RNase-free DNaseI (Fermentas). For
reverse transcription of the RNA samples, “RevertAid H
Minus First Strand cDNA Synthesis Kit” (Fermentas) was
used with random hexamer primers according to the
manufacturer’s instructions.
For qRT-PCR amplifications, a “Rotor-Gene 3000”
cycler (Corbett Research, Sydney, Australia) with a 36-
well rotor was applied. The PCR reaction mixtures (25 μL)
in 0.2 mL tubes contained 10 μL PCR Master Mix
(“RealMasterMix Probe”, 2.5-fold concentrated; 5Prime,
Hamburg, Germany), 0.5 μL of each primer from 15 μM
stock solution, 0.5 μL of dual-labeled probe from 10 μM
stock solution, 2 μL of cDNA or 5 μL of plasmid DNA,
5 μL MgSO4 (25 mM), and PCR grade water. The PCR
program comprised of an initial denaturation step at 95°C
for 2 min, followed by 40 cycles of denaturation (at 94°C
for 15 s) and annealing as well as elongation (at 60°C for
30 s). Carboxyfluorescein (FAM) fluorescence at 510 nm
(gain factor 5) was measured at the end of each cycle after
excitation at 470 nm.
For both the A. aegerita TM-A1 apo1 mRNA sequence
and the A. aegerita TM-A1 5.8 S-rDNA gene (unpublished
data), specific primers and dual dye-labeled probes (5′-FAM,
3′-carboxytetramethylrhodamine) were designed (Table 1),
purchased from Eurofins MWG Operon and applied on
plasmid DNA preparations in several dilutions containing
these genes for the determination of standard curves in quan-
titative real-time PCR. Optimal threshold was selected in the
exponential phase of amplification by the least-square fit
method. Application of primers fpcaap and rpcaap in cDNA
as well as genomic DNA resulted in an apo1-specific
amplicon of 93 bp in length, which was detected by
hydrolysis probe Scaap. The application of the primer pair
fp5.8 and rp5.8 resulted in a 5.8S-specific amplicon of 96 bp
in length, which was detected by hydrolysis probe S5.8.
Samples from cultivation days 7, 11, 14, 18, 23, 25, 28,
30, 35, and 42 were measured in quadruplicates. No-
template controls as well as standards (five dilutions in
common logarithm steps of plasmid containing either gene
of interest or reference gene) were performed in duplicate
during each amplification run. Software Rotor-Gene 6.1
build 93 (Corbett Research) was used for analysis and raw
fluorescence data were processed by dynamic tube back-
ground subtraction and noise slope correction. Threshold
and linear equation of external standard curve were im-
ported; linear equation was adjusted to the standards in every
single run (slope of linear equation of standard curve was
fixed to external standard, only y-intercept was adjusted).
Target copy numbers were calculated as a function of
threshold cycle based on the linear equation of the obtained
standard curve. Finally, in order to evaluate the relative
expression of A. aegerita apo1 gene, the ratio of average
copy numbers of quadruplicates of the tested genes (apo1/
5.8S) was calculated and calibrated to day 11. The relative
error of the expression ratio was estimated as the square
root of the sum of the squares of the two relative errors
(coefficient of variation) of the calculated mean copy
number.
Phylogenetical analyses By performing BLASTn, BLASTx,
and tBLASTx searches in December 2008 (BLAST;
Altschul et al. 1997) with CPO, AaP, and CrP nucleotide
sequences, homologous nucleotide sequences were identi-
fied (Table 3). Translated sections of messenger RNA and
expressed sequence tag (EST) sequences comprising an
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approximately 100 amino acid long sequence from the
heme-binding region to the second conserved region (EGD
motif in the distal heme environment) were aligned by
program ClustalW 2.0 with standard parameters (Larkin et
al. 2007), visually revised, and modified if necessary using
BioEdit. Following species were excluded from multiple
alignment due to the incompleteness in this area: Pleurotus
ostreatus, Amanita muscaria, Hebeloma cylindrosporum,
Uromyces appendiculatus, and Hyperamoeba dachnaya.
The phylogeny was assessed with randomized input order
using maximum likelihood (with global rearrangements)
and maximum parsimony analysis as implemented in
Phylip package (Felsenstein 1989, 2005), being based on
mentioned protein sequence alignment of three true and 12
putative fungal peroxygenase sequences and 110 amino
acid positions. Branch support was estimated using 1,000
bootstrap replicates.
Accession numbers Sequences of A. aegerita and C.
radians apo genes were deposited in European Molecular
Biology Laboratory nucleotide database under following
accession numbers: FM872457 (A. aegerita apo1 gene),
FM872458 (A. aegerita apo1 mRNA), and FM872459 (C.
radians apo1 partial mRNA).
Results
Gene sequence of an aromatic peroxygenase from A.
aegerita A gene designated as A. aegerita apo1 was found
to be transcribed into mRNA in liquid cultures of A.
aegerita showing peroxygenase activity, and it was com-
pletely sequenced at the cDNA (1,279 bp) and genomic
DNA (1,489 bp) level (Fig. 1). The deduced open reading
frame of 1,374 nt encodes for 371 amino acids and contains
five introns. The introns in the range from 49 to 59 nt
follow the GT–AG rule (Shapiro and Senapathy 1987). By
comparing the theoretical peptide masses after tryptic
digestion of the putative apo1 gene product and the real
masses of tryptic peptides derived from an isoform-pure
AaP protein preparation, apo1 was confirmed to be the
gene encoding for AaP (Table 2). Eight peptides, perfectly
matching and equally distributed across the whole sequence
of the apo1 gene product, were identified, i.e., a 35%
sequence coverage was achieved. Furthermore, the N-
terminal sequence of the mature AaP protein derived from
an earlier Edman analysis (Ullrich et al. 2004) fits quite
well with the found gene sequence apo1 (80% identity). In
addition, one de novo peptide confirms the first amino acids
of the mature protein AaP (Table 2). These data furthermore
indicate that an initial precursor of 371 amino acids will be
posttranslationally cleaved to form the 328 amino acid long
mature protein that starts with an unusual glutamic acid
residue (Fig. 1).
Predicted features of AaP The predicted molecular mass
and pI of the mature AaP protein without glycosylation are
35.9 kDa and 5.52, respectively. These data correspond
well with those experimentally determined for the purified
AaP protein: 37 kDa (after enzymatic deglycosylation;
Fig. 2) and pI values between 4.9 and 5.7 (the major
isoform has a pI of 5.3; Ullrich et al. 2004). Six potential N-
glycosylation sites were identified, among which that at
position 161 was predicted to be the most likely one.
Furthermore, the possible N-glycosylation site at the amino
acid position 11 is located at a homologous region of CPO
(at the amino acid position 12), which is high-mannose N-
glycosylated (see also Fig. 4; Sundaramoorthy et al. 1995).
No indication for the presence of an O-glycosylation site
was found.
According to the gene sequence, the mature protein AaP
contains three cysteine residues. One cysteine (Cys36) in the
putative heme-binding region may act as the fifth ligand
(axial thiolate ligand) of the central iron (Fe3+) in the
porphyrin ring; the two other cysteines were found in the C-
terminal region. The Kyte–Doolittle hydrophobicity index
shows more hydrophobic residues around these C-terminal
cysteines and more hydrophilic residues between them.
Since disulfide bonds are mostly found in secretory proteins
or exoplasmatic domains of membrane proteins, it is to
assume that both cysteines form a Cys278–Cys319 disulfide
bond exposing the region between them to the hydrophilic
outer surface of the protein.
Expression studies of aromatic peroxygenase from A.
aegerita After demonstrating that the apo1 gene of A.
aegerita corresponds to the protein previously characterized
as AaP, the induction and the expression pattern of apo1
were studied by quantitative real-time PCR accompanied by
enzymatic measurements. Though the actual inducer of
peroxygenase in A. aegerita TM-A1 is not yet known,
enzyme production can be specifically triggered in media
containing soybean flour. Figure 3a shows representative
results of a cultivation in soybean medium of three parallel
experiments with TM-A1. Within the first 14 days of
cultivation, the gene apo1 (relative to 5.8S rDNA expres-
sion) was transcribed at a low basal level, which corre-
sponds to low enzyme activities near the detection limit
(5–20 U/L). Between days 14 and 18, induction took place
resulting in gene activation and the drastic rising of apo1
expression between days 18 and 23. Activation was
followed by a respective increase in enzyme activity in
the medium. After day 28, the expression of apo1 dropped
noticeably and declined to the basal level on day 42. After
decrease of the mRNA signal, the enzyme was still present
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in the culture liquid due to the high stability of the APO
protein. In summary, the experiment clearly demonstrates
that enzyme activity almost perfectly follows the mRNA
signal and always appeared later than the mRNA signal.
The time course of the absolute copy number for the
5.8S rRNA is shown in Fig. 3b and proves the applicability
of 5.8S rRNA for normalization in qRT-PCR.Between days 11
and 35, the absolute copy number of this ribosomal RNA
component changed only slightly. Thus, changes in the ex-
pression level of apo1 between days 11 and 35 were mainly
caused by changes in the number of apo1-mRNA copies.
As a control, A. aegerita strain CBS 127.88 (that
secretes 50–100 times less peroxygenase than TM-A1;
Ullrich et al. 2004) was studied in parallel to strain TM-A1.
Throughout the cultivation, it showed only low peroxyge-
nase activity (comparable to those of A. aegerita TM-A1
during the first days of culturing) and the expression level
of apo1 in CBS 127.88 changed only marginally. The
highest expression level was observed for day 18 with a
fivefold increase (data not shown); however, compared to
the 27-fold increase in expression in TM-A1 at the same
day, this change is negligible.
Partial gene sequence of an aromatic peroxygenase from C.
radians One gene fragment (denoted as C. radians apo1,
687 bp) was identified at cDNA level by PCR using de-
Fig. 1 Nucleotide sequence and
deduced amino acid sequence of
the A. aegerita peroxygenase
gene apo1. The signal peptide
sequence is underlined and writ-
ten in italics. The heme-binding
region with the cysteine residue
serving as axial thiolate ligand as
well as the second conserved
domain (putative part of the
distal heme pocket) are high-
lighted by boxes (interruptions
by introns are marked with the
tilde sign). Possible N-glycosyla-
tion sites are underlined. Lower
case letters represent intron
sequences and complete untrans-
lated regions. The polyadenyla-
tion signal consisting of the
positioning element and the as-
sociated actual site of polyade-
nylation are shown in the
downstream region in gray
shading (Zhao et al. 1999). The
amino acids of the eight perfectly
matching tryptic peptides and
one partly matching peptide
identified by de novo peptide
sequencing and peptide mass
fingerprinting of the A. aegerita
peroxygenase protein are marked
in bold letters. Position, length,
and orientation of used primers
are marked by arrows. The nu-
cleotide sequence beyond the
primer binding sites of 1AaP-
For1 and 1AaP-Rev2 was only
confirmed by cDNA sequencing.
The nucleotide sequence is num-
bered on the left, the amino acid
sequence on the right side (num-
bering starts with the first amino
acid of the mature protein, i.e., at
the first amino acid after the
signal peptide)
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generated primers, which were based on known amino acid
sequences of the N terminus (Anh et al. 2007) and one
tryptic peptide from CrP (DHKMPDDFWR; this study). The
N-terminal fragment of this putative CrP encoding gene
shows 65% identity and 75% similarity, respectively, to the
apo1 sequence of A. aegerita. Three possible N-glycosyla-
tion sites were found in this sequence confirming the heavily
glycosylated nature of the protein (37% glycosylation; Anh
et al. 2007).
Discussion
Two new members of the heme-thiolate protein family have
recently been described for the agaric mushrooms A.
aegerita and C. radians, and according to their catalytic
properties, they have been characterized as APO (Aranda et
al. 2008; Kluge et al. 2009; Ullrich et al. 2008; Hofrichter
and Ullrich 2006). They combine unique capabilities of
P450s (oxygen transfer) and “classic” properties of perox-
idases (phenol oxidation, halide oxidation). In the present
study, we were able to obtain full-length mRNA and DNA
sequences of APO from A. aegerita and a partial mRNA
sequence of APO from C. radians.
Table 2 Assigned peptide masses, de novo peptide sequences, and N-terminal protein sequence (from Edman degradation) for the apo1 gene
product of A. aegerita
Experimental mass of tryptic peptides from isoforms of
purified A. aegerita peroxygenase enzyme (this study)
Predicted
mass
Length in
amino acids
Position
of peptide
Sequence
pI 5.7 (m/z) pI 5.27 (m/z) pI 6.1 (m/z)
1 – 918.4467163 918.4440918 918.4468 7 221–227 SFFQFSR
2 – 927.4025879 – 927.4029 7 228–234 MPDDFFR
3 1,287.698608 1,287.695435 1,287.680054 1,287.7055 11 291–301 SLYPNPTVHVR
4a 1,862.946899 1,862.942139 1,862.931641 1,862.9541 18 240–257 SGTGVEVVIQAHPMQPGR
4b 1,878.950562 1,878.961426 1,878.931763 1,878.9490 18 240–257 SGTGVEVVIQAHPMQPGR
(Met oxidized)
5 1,970.956177 1,970.952271 1,970.947144 1,970.9606 17 173–189 IQDSIATNPNFSFVDFR
6 – 2,113.124268 – 2,113.1301 18 16–33 LVNDEAHPWKPLRPGDIR
7 2,153.033936 2,153.031982 2,153.033936 2,153.0338 19 190–208 FFTAYGETTFPANLFVDGR
8 De novo peptide sequence obtained from
Anh et al. 2007
17 34–50 GPCPGLNTLASHGYLPR
9a De novo peptide sequence obtained from
one tryptic peptide of purified A. aegerita
peroxygenase enzyme mixture (pI 4.9–5.7)
(this study)
m/z Probability Length Position of
peptide
Sequence
1,694.8588 67.85 16 EPGLPPGPLQDMPFGK
9b Peptide sequence obtained by Edman
degradation from earlier study
(Ullrich et al. 2004)
14 EPGKPPGPPXESSA
Peptide sequence of N terminus derived
from apo1 gene sequence of A. aegerita
17 1–17 EPGLPPGPLENSSAK
Fig. 2 SDS-PAGE of enzymatically deglycosylated A. aegerita
peroxygenase (isoform AaP II). Lane 1 protein standard (protein
molecular mass marker, Fermentas, St. Leon-Rot, Germany), lane 2
enzymatically deglycosylated AaP II, lane 3 glycosylated AaP II
(SDS-PAGE 12%; staining with Colloidal Blue from Invitrogen,
Carlsbad, CA, USA). The main band of the deglycosylated protein has
a molecular mass of 37 kDa; the other bands represent incompletely
deglycosylated AaP; the weak bands in the high-molecular mass
region (50–150 kDa) are proteins from the deglycosylation kit
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Heme-thiolate proteins bear a protoporphyrin IX (heme)
as prosthetic group in the active site that is coordinated by
the thiolate anion of a cysteine residue (fifth or axial
ligand). They constitute one of the two major heme-protein
groups found in living organisms; the other one is the
heme-imidazole group (bearing a histidine residue instead)
that includes hemoglobin and most heme-peroxidases (e.g.,
horseradish peroxidase, ligninolytic peroxidases; Ortiz de
Montellano 1992; Kincaid et al. 1979). The intracellular
P450s are ubiquitous in all kingdoms of life and were the
first heme-proteins found to contain a thiolate residue as the
axial ligand. A few other heme-thiolate proteins including
mammalian nitric oxide synthase and fungal chloroperox-
idase were later found (Omura 2005). All these heme-
thiolate enzymes as well as the APOs described here can
catalyze the transfer of oxygen functionalities to various
substrates, even if to different extents (Ullrich and
Hofrichter 2007).
BLAST searches for protein sequences Based on the
nucleotide sequences of aromatic peroxygenases (AaP and
CrP), BLASTp searches produced no matches with any
heme-imidazole peroxidase (i.e., ligninolytic or phenol
oxidizing peroxidases) or P450s. On the other hand, the
sequences of AaP and CrP matched to some extent
(maximum 27% identity) with that of CPO from the
ascomycete C. fumago (Leptoxyphium fumago). Protein
domain and motif scan performed on the website of the
Swiss Institute of Bioinformatics (Hulo et al. 2008)
confirmed this exclusive match with CPO and corresponds
to the earlier observation of N-terminal similarity of AaP
and CPO (35% identity; Ullrich et al. 2004). However, this
similarity only concerns the N-terminal moiety of CPO
comprising the proximal heme-binding region and part of
the distal heme pocket (see also Fig. 4). Comparison of
these sequences revealed that the heme-binding regions
of A. aegerita and C. radians peroxygenases contain a
conserved cysteine residue (in both proteins Cys36) that
serves in CPO as the fifth heme ligand (Cys29). This finding
confirms on the molecular level the enzymes’ affiliation to
the heme-thiolate proteins, which had already been deduced
from spectral studies (Ullrich and Hofrichter 2005).
However, it must be stressed that the AaP sequence differs
completely from that of CPO in the C-terminal part, which
may explain the considerable differences of both enzymes
concerning their catalytical properties (e.g., oxygenation of
aromatic substrates, chloride oxidation; Ullrich et al. 2004,
2008; Ullrich and Hofrichter 2007).
Due to the high degree of conservation of the heme-
binding domain, it is conceivable that the conformation of
the polypeptide chain near the cysteine ligand in AaP and
CrP will be similar to that of CPO, forming a helix which is
perpendicular to the heme stabilized by peptide amide–
sulfur hydrogen bonds between the cysteine ligand and the
surrounding residues (Sundaramoorthy et al. 1995). Such a
helix starting with the cysteine was also calculated for the
AaP sequence by phyre protein fold prediction (Bennett-
Lovsey et al. 2008). However, based on an alignment of
CPO and AaP sequences (Fig. 4), the substrate-binding as
well as the distal heme pocket are seemingly different. In
CPO, the proposed substrate-binding pocket is bracketed by
the amino acid residues Phe103 and Phe186 (both also
present in AaP, Phe121 and Phe199). The heme is held in
place by primarily backbone atoms interacting with the
propionates of the heme molecule. The loop between
Glu104 and Ser110 in CPO (Glu122 and Thr128 in AaP)
Fig. 3 a Time course of relative expression level of apo1 gene and
peroxygenase production in A. aegerita strain TM-A1 while growing
in a soybean-based medium. Both assays were performed in
independent triplicates; only one representative result is shown. Gene
expression levels of apo1 (empty circles) were detected by qRT-PCR
with gene-specific probes; obtained copy number for apo1-mRNA
was normalized by copy number of 5.8S rRNA from the same sample;
each calculated ratio was then calibrated to the ratio of day 11. Each
error bar shows propagated standard deviation derived from quadru-
plicate measurements from one sample. Enzymatic activity (filled
squares) was measured by determining the peroxidation of veratryl
alcohol into veratrylaldehyde at pH 7 (Ullrich et al. 2004). Data points
represent mean values for three repeated measurements (coefficient of
variation <5%). b 5.8S-rRNA copy number as detected by qRT-PCR
(nonnormalized same samples used as in a). Standard deviation is
given as error bars. c Time course of pH in the culture supernatant
(same samples used as in a)
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provides the primary set of interactions and also contributes
to the formation of the distal heme cavity together with a
negatively charged glutamic acid residue at position 183
(position 196 in AaP). It was proposed that a positively
charged histidine residue at position 105 in the distal heme
cavity indirectly participates in the cleavage of the peroxide
bond by hydrogen bonding to and correctly positioning of
the direct acid–base catalyst, Glu183, within the heme center
(Sundaramoorthy et al. 1995). Although there is weak sup-
port (many gaps have to be introduced for this site in the
alignment) for an acid–base catalyst glutamate at position
196 in AaP, a histidine residue at the comparable site in
AaP is exchanged by a neutral glycine (Gly123; Fig. 4) and
therefore, AaP does not necessarily follow the same
catalytical mechanism as CPO does.
Interestingly, AaP does not have cysteines at the
comparable position—where CPO has a disulfide bridge
(Cys79–Cys87)—but a number of consecutive proline
residues. In AaP, two cysteines at the C-terminal end
(Cys278–Cys319)—also present in constant distance and at
conserved positions in the identified closely related hypo-
thetical APO sequences (see below)—let us assume that
they form a disulfide bridge in the mature protein. If so, the
existence of a posttranslationally cleaved C-terminal pep-
tide like in chloroperoxidase from C. fumago will be
unlikely, as a cleavage in AaP after amino acid residue 301
(which is the last amino acid confirmed in protein sequence
data) would inhibit disulfide bridging. Some of these
assumptions may appear rather speculative; however, the
sequences reported here will facilitate ongoing crystallo-
graphic studies to determine the tertiary structure of
aromatic peroxygenase and to recognize the exact position
of key residues responsible for its particular catalytical
properties.
Expression studies on aromatic peroxygenase from A.
aegerita According to earlier studies and unpublished data,
soybean-based growth substrates are the most suitable
media to induce peroxygenase production, not only in case
of the fungal species tested here (A. aegerita, C. radians)
but also in case of C. verticillata, Agrocybe alnetorum,
Marasmius sp., and Agaricus bisporus (Ullrich et al. 2004;
Anh et al. 2007; unpublished results). Other plant-based
media (oat, potato, malt, tomato) only marginally promoted
peroxygenase production, although enabling substantial fun-
gal growth. Besides soybean flour, dried clover (Trifolium
spp.) and alfalfa (Medicago sativa) leaves, as well as ground
seeds from common beans (Phaseolus vulgaris), have been
found to stimulate peroxygenase production in C. radians
and to some extent also in A. aegerita TM-A1. These plants
as well as the soybean (Glycine max) belong to the family of
Fabaceae and are rich in organic nitrogen (proteins, peptides)
and phenolic ingredients (flavonoides; Saloniemi et al. 1995;
Wu et al. 2004). In the course of A. aegerita cultivation on
soybean-based medium, the pH increased considerably
(above pH 8), which was accompanied by the inset of
APO secretion (Fig. 3c; Ullrich et al. 2004). This strong
alkalization may be caused by the release of ammonium
from soybean components (González et al. 2002). The pH
increase alone, however, is not responsible for the enzyme
induction (unpublished result). Thus, the actual induction of
peroxygenase in agaric fungi depends on still unknown
ingredients or compounds released from mentioned compo-
nents of soybeans or other Fabaceae by the fungi. Therefore,
Fig. 4 Alignment of deduced protein sequences of A. aegerita
peroxygenase (AaP) and chloroperoxidase (CPO). High homology
of both sequences is particularly pronounced in the heme-binding
region around the cysteine residue serving as axial heme ligand as
well as, to some extent, in the region around the propionate residues of
the heme and near the distal heme pocket. Hypothetically (AaP) and
experimentally (CPO) determined N-glycosylation sites are under-
lined. Identical residues are shaded in dark gray. Chemically similar
residues are shaded in light gray. Numbering starts with the first
amino acid of the mature proteins. Homology seemingly ends after
two third of the sequences, i.e., the C-termini of AaP and CPO differ
considerably
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an important future objective will be the identification of the
specific inducing agent(s) in soybean flour.
In order to answer the question when and how strong
apo1 is induced in A. aegerita TM-A1, quantitative real-
time PCR was performed and the peroxygenase activity
was measured in parallel. Gene expression of apo1 was
induced after a pH of 8 had been exceeded between the
14th and 19th day of cultivation and boosted afterwards till
day 23. Enzyme activity always appeared later than the
mRNA signal with an offset of about 7 days, which sub-
stantiates the fact that apo1 encodes the protein previously
characterized as AaP (Ullrich et al. 2004).
It is conceivable that a low basal level of apo1 is always
present in the fungi tested and hence a low APO activity as
well. This may apply not just to Agrocybe and Coprinellus
spp. but also to many other agaric fungi and even to other
microbes. This admittedly daring hypothesis would explain
why so many other fungal species code for APO-like
proteins in their genomes or even transcribe apo-like
mRNA (see below).
BLAST searches for nucleotide sequences Strong similari-
ties of the peroxygenase sequences of AaP and CrP with
putative protein sequences, provided through whole ge-
nome sequencing projects and transcriptome studies, were
found in BLASTx searches. A substantial number of
homologous genomic DNA sequences (over 100 sequen-
ces) from as many as 22 fungal species of 15 genera were
retrieved. Surprisingly, these sequences do not only belong
to related agaric species of A. aegerita and C. radians, such
as Coprinopsis cinerea, but also to saprotrophic ascomy-
cetes as Chaetomium globosum, Podospora anserina, and
different Aspergillus species. Furthermore, the search hits
comprise phytoparasitic fungi as the basidiomyceteous corn
smut (Ustilago maydis), the ascomyceteous rice blast fungus
(Magnaporthe grisea), and the potato blight fungus Phy-
tophthora infestans (that is actually not a true fungus but a
fungus-like heterokont). Finally, multiple APO homologous
sequences are also present in the first fully sequenced
ectomycorrhizal basidiomycete, Laccaria bicolor. Since it
is unlikely that similar sequences have developed several
times independently in the evolution, the occurrence of APO
homologous sequences in taxonomically distant organisms
points to a phylogenetically old protein (super) family.
The highest values of identity to AaP and CrP sequences
(approximately 60%) were found for hypothetical protein
Table 3 Messenger RNA and EST sequences of putative heme-thiolate peroxygenases found throughout the fungal kingdom and beyond that
Class Species Strains References and/or accession numbers
Agaricomycetes Agaricus bisporus D649 AJ293759
Agrocybe aegerita TM-A1 This study (FM872458)
Amanita muscaria No strain isoated
(Mycorrhiza with Populus
tremula × P. tremuloides)
AJ641329
Coprinellus radians DSMZ 888 This study (FM872459)
Coprinopsis cinerea Okayama7#130 DR752511
Hebeloma cylindrosporum Homocaryon h1+h7, dicaryon d2 Lambilliotte et al. 2004 (CK991695)
Phanerochaete chrysosporium Not mentioned DV761776
Pleurotus ostreatus ASI2029 Lee et al. 2002 (AT004300)
Pucciniomycetes Phakopsora pachyrhizi Taiwan 72-1 Posada-Buitrago and Frederick 2005
(DN739810, DN739785, DN739461);
EH238661
Uromyces appendiculatus Race41 (on Phaseolus vulgaris) Cooper et al. 2007 (EH303709)
Eurotiomycetes Aspergillus nidulans FGSC A4 Brown et al. 1996 (ENU34740, stcC)
Aspergillus niger N400, N402, ATCC1015 Semova et al. 2006 (DR700090, DR701944);
EY226567; EY242387
Dothideomycetes Caldariomyces fumago Not mentioned Conesa et al. 2001 (AJ300448)
Cochliobolus heterostrophus C5 FK697079
Phaeosphaeria nodorum SN15 Hane et al. 2007 (EH399801, EH396465)
Sordariomycetes Gibberella zeae PH-1 BI750276, BI750029
Podospora anserina S mat+ Espagne et al. 2008
(CU887087, CU869645, CU870077)
Oomycetes Phytophthora capsici LT1534 BT031644, FG026369
Phytophthora infestans DDR7602 AF424685, AF424690
Mycetozoa (Myxogastrites) Hyperamoeba dachnaya Not mentioned EC853454
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sequences derived from genomic sequences of the agaric
fungi L. bicolor and C. cinerea. However, we have to
notice that despite the constant conservation of certain
regions (in particular of the heme-binding domain), the
homology of AaP and CrP to other sequences could be as
low as to the sequence of CPO (27% identity, limited to the
N-terminal part), thus indicating at least two groups of
hypothetical peroxygenase-like proteins: proteins of the
actual APO family (AaP, CrP, and the mentioned hypothet-
ical proteins) and the CPO family (CPO and homologous
hypothetical proteins).
Though the enzymatic proof of APO existence for these
species is still pending, the hypothesis is supported by the
evidence of transcribed APO-like and CPO-like genes.
Apart from the known mRNA sequences of A. aegerita, C.
radians, and C. fumago, a number of incomplete mRNA
sequences from 17 species could be retrieved from data
bases (Table 3). Using part of these sequences around and
between the highest conserved regions (heme-binding and
heme-propionate motifs), a multiple alignment was per-
formed (Fig. 5). It appears that the sequence between the
highly conserved domains of heme-binding and heme-
propionate environments varies much and that again two
groups of peroxygenase-like proteins can be distinguished.
One group (“APO-like”) is defined by high bootstrap
values in phylogenetical analysis and comprises mRNA
sequences of the known enzymes AaP and CrP as well as
mRNA sequences of hypothetical proteins from C. cinerea,
Gibberella zeae, and Phaeosphaeria nodorum. The other
group (“CPO-like”) is simply defined by nonmatching with
the first group and contains just one characterized protein,
CPO from C. fumago. In this context, it is remarkable that
P. nodorum has sequences present in both groups, indicat-
ing that some organism may have the potential for
expressing proteins of both peroxygenase-like families
and that the existence of APO is not restricted to
basidiomyceteous agarics. It is conceivable that more and
more APO-like sequences will be found in fungi (and
probably beyond that) in ongoing sequencing projects. Last
but not least, heme-thiolate peroxidases as such, which
have been an isolated position within in classification
system of peroxidases so far, now appear in a different light
and may be part of a larger protein superfamily.
Since there are strong indications for the existence of
further aromatic peroxygenases in such different fungal or
fungal-like phyla as basidiomycetes, ascomycetes, deuter-
omycetes, and oomycetes, the question arises: When and
for which physiological and ecological functions the ances-
tral gene had been evolved in the evolution? At this time,
we can only speculate whether the gene products are in-
volved in the extracellular production of unspecific defense
agents (e.g., hypohalides, organohalogens) or the modifi-
Fig. 5 Alignment of three true and 12 putative peroxygenase-like
protein sequences derived from mRNA sequences of AaP, CrP, and
CPO and data base matches. The latter matches are given as
abbreviated scientific names of the fungi (for full names compare
Table 3), from which the mRNA fragments were isolated. AaP and
CrP stand for the purified and characterized aromatic peroxygenases
of A. aegerita and C. radians; CPO chloroperoxidase from C. fumago
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cation of recalcitrant biomolecules (oxygenation of aromat-
ic compounds, e.g., lignin fragments). Taking into account
the ability of AaP and CrP to oxidize and oxygenize a
broad spectrum of recalcitrant compounds (polycyclic
aromatics, heterocycles, phenolics, etc.), it appears reason-
able that they act in both respect.
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Abstract Heme-containing peroxidases secreted by fungi are
a fascinating group of biocatalysts with various ecological and
biotechnological implications. For example, they are involved
in the biodegradation of lignocelluloses and lignins and
participate in the bioconversion of other diverse recalcitrant
compounds as well as in the natural turnover of humic
substances and organohalogens. The current review focuses
on the most recently discovered and novel types of heme-
dependent peroxidases, aromatic peroxygenases (APOs), and
dye-decolorizing peroxidases (DyPs), which catalyze remark-
able reactions such as peroxide-driven oxygen transfer and
cleavage of anthraquinone derivatives, respectively, and
represent own separate peroxidase superfamilies. Further-
more, several aspects of the “classic” fungal heme-containing
peroxidases, i.e., lignin, manganese, and versatile peroxidases
(LiP, MnP, and VP), phenol-oxidizing peroxidases as well as
chloroperoxidase (CPO), are discussed against the back-
ground of recent scientific developments.
Keywords Peroxidases . Peroxygenases . P450 .
Oxygen transfer . Basidiomycota
Introduction
Peroxidases are secreted, microsomal, cytosolic, or organelle-
localized enzymes found in all domains of life. They use
hydrogen peroxide (H2O2) or organic hydroperoxides (R-
OOH) as electron accepting cosubstrates while oxidizing a
variety of compounds. The majority of peroxidases are heme
proteins bearing an iron protoporphyrin IX in the active site;
in addition, there are several nonheme peroxidases contain-
ing either metals (vanadium haloperoxidases, manganese
catalases) or specific metal-free prosthetic groups like the
thiol peroxidases or the alkyl hydroperoxidases (Welinder
1992; Poulos 1993; Dunford 1999; Passardi et al. 2007b).
All peroxidases are, so far, grouped under EC 1.11.x
[donor: hydrogen peroxide oxidoreductases] in the NC-
IUBMB1 system of enzyme classification and nomenclature
(Fleischmann et al. 2004), and not more than 16 different
peroxidase numbers, among them three exclusive biocata-
lysts of basidiomycetous fungi, are accepted there. Against
the background of thousands of cloned genes or genome-
predicted peroxidase-annotated sequences that are deposit-
1 Nomenclature Committee of the International Union of Biochemis-
try and Molecular Biology
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ed in nucleotide data banks and listed in PeroxiBase (http://
peroxibase.toulouse.inra.fr; Passardi et al. 2007b; Oliva et
al. 2009),2 this may be astonishing and even confusing but
is in accordance with the enzyme nomenclature, which is
principally based on enzyme catalytic functions, i.e., the
reactions catalyzed and not on the primary or higher level
protein structure, nor on the cellular localization or
physiological purpose of individual enzymes.
The basis of this enzyme classification is the assignment of
a specific numerical identifier, the EC number, which
identifies the enzyme in terms of the particular catalytic
reaction or reactions in question. To date, some 4,000 different
enzymes (or rather enzyme-catalyzed reactions) are covered in
this system. In the case of peroxidases, however, it is difficult
to strictly adhere to this catalysis-based classification rule,
since one peroxidase may accept diverse electron-donating
substrate compounds and use different catalytic modes of
oxidation (e.g., one-electron vs. two-electron oxidations).
Ambiguity with classification applies to several other types
of oxidoreductases as well, such as tyrosinases, which are
copper-containing enzymes with dual activity performing
both oxidase and monooxygenase functions upon catalytic
cycle. Therefore, tyrosinase is described with two EC
identifiers: EC 1.10.3.1 and EC 1.14.18.1, respectively
(Schomburg and Schomburg 2006).
For peroxidases, the situation is quite opposite when
enzymes with highly divergent molecular architecture and
mechanistic behavior are classified under the same EC
number. For example, fungal chloride peroxidases (EC
1.11.1.10) bear either vanadium (halide peroxidases) or
heme (chloroperoxidase) in the active site and are very
different proteins by 3D structure. Confusingly, a third
peroxidase efficiently oxidizing chloride—the mammalian
myeloperoxidase—is classified under EC 1.11.1.7 due to
historical reasons (Klebanoff 2005; van der Veen et al.
2009). Reaction definition of EC 1.11.1.7 is very broad and
actually would comprise all kinds of peroxidases:
donor þ H2O2 ! oxidized donor þ 2 H2O
Considering these incongruities, it is just reasonable to
classify peroxidases also according to other characteristics,
preferably protein structural properties and sequence informa-
tion (Passardi et al. 2007b). Concerning the heme-containing
peroxidases, this has led to the principal diversification into
twomain superfamilies, that is the peroxidase-cyclooxygenases
(former animal or mammalian peroxidases) and the nonanimal
peroxidases (synonym plant peroxidases), which include most
of the so far recognized and deposited heme-dependent
peroxidase sequences (see also list below). According to the
sequence, host organism, and physiological function, the
nonanimal peroxidase superfamily comprises three main
classes: class I (intracellular nonanimal peroxidases), class II
(secreted fungal peroxidases), and class III (secreted plant
peroxidases; Everse et al. 1991a; Everse et al. 1991b; Welinder
1992; Petrides and Nauseef 2000; Conesa et al. 2002;
Passardi et al. 2007a; Zamocky et al. 2009; Lundell et al.
2010). Within the peroxidase–cyclooxygenase superfamily,
similar subgrouping according to physiology and enzyme func-
tion into, e.g., lactoperoxidases, thyroid peroxidases, myeloper-
oxidases, etc., is acceptable irrespective of large variations
between protein primary structures (Zamocky et al. 2008).
However, currently there exists a number of new fungal
heme-containing peroxidases which do not fit into the two
previous superfamilies: (a) the so-called heme-thiolate
peroxidases, comprising the classical Caldariomyces
fumago chloroperoxidase (CfuCPO) and aromatic peroxy-
genases (APOs) from agaric basidiomycetes, as well as (b)
the dye-decolorizing peroxidases (DyPs) from fungi and
eubacteria (Conesa et al. 2002; Faraco et al. 2007; Sugano
et al. 2007; Passardi et al. 2007a; Passardi et al. 2007b;
Pecyna et al. 2009; Sugano 2009).
Peroxidases (EC 1.11.x)
Non-heme peroxidases (5 superfamilies)
Heme-containing peroxidases (6 superfamilies)
Peroxidase-cyclooxygenases (7 classes, e.g. thyroid peroxidase,
EC 1.11.1.8)
Non-animal heme peroxidases (3 classes)
Class I (intracellular and/or bacterial peroxidases, e.g. APx, EC
1.11.1.11)
Class II (secreted fungal peroxidases)
CiP (Coprinopsis cinerea peroxidase, EC 1.11.1.7)
MnP (manganese peroxidase, EC 1.11.1.13)
LiP (lignin peroxidase, EC 1.11.1.14)
VP (versatile peroxidase; EC 1.11.1.16)
Class III (secreted plant peroxidases, e.g. HRP, EC 1.11.1.7)
Catalases (EC 1.11.1.6)
Di-heme cytochrome c peroxidase (EC 1.11.1.5)
DyPs (Dye decolorizing peroxidases/DyP-type peroxidases, EC
1.11.1.x)
Family 1 (fungal and bacterial DyPs)
Subfamily 1A (fungal DyPs)
Subfamily 1B (bacterial DyPs)
Family 2 (bacterial and ascomycetous DyPs)
Subfamily 2A (bacterial Tat-DyPs)
Subfamily 2B (TyrA and BtDyP homologous DyPs)
Heme-thiolate peroxidases (“Haloperoxidases”)
CPO (Caldariomyces fumago chloroperoxidase, EC 1.11.1.10)
APO (e.g. Agrocybe aegerita aromatic peroxygenase, EC 1.11.x)
The survey on heme peroxidases on previous page as
well as in Fig. 1 follow the sequence-based classification of
2 A recent search in GenBank in February 2010 revealed more than
1,500 fungal nucleotide and 2,200 predicted fungal protein sequences
annotated as “peroxidases.”
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peroxidases and focuses on secretory fungal enzymes. They
are based in larger parts on PeroxiBase (http://peroxibase.
toulouse.inra.fr/index.php), a database that includes also
nonheme peroxidases and interlinks with nucleotide sequence
and protein structure accessions in other databases. The EC
numbers are given according to the Enzyme Nomenclature
(http://www.chem.qmul.ac.uk/iubmb/enzyme). The grouping
of DyP-type peroxidases and APOs refers to recent
publications of Sugano (2009) and Pecyna et al. (2009).
Due to their catalytic versatility and enzymic stability
peroxidases are (together with fungal laccases; Baldrian
2006; Sakurai and Kataoka 2007) of particular interest as
potential biocatalysts for industrial oxidations and redox
conversion processes (Conesa et al. 2002; Azevedo et al.
2003; Hatakka et al. 2003; Xu 2005; Martínez et al. 2009).
This is not least demonstrated by the large number of
peroxidase patents recently applied for (Alvarado and
Torres 2009) and by attempts to chemically mimic the
peroxidative oxidation catalysis (Que and Tolman 2008).
Here, we focus on the most recently discovered heme-
containing peroxidases—aromatic peroxygenases (APOs)
and DyP-type peroxidases (DyPs)—both with remarkable
catalytic properties. Furthermore, several aspects of the
“classic” fungal heme peroxidases (lignin, manganese,
versatile peroxidases, and phenol-oxidizing peroxidases as
well as chloroperoxidase) are discussed against the back-
ground of recent scientific developments in this field.
Table 1 lists all types of secreted heme-containing perox-
idases from fungi and summarizes some of their physical
and chemical data.
Fungal class II peroxidases: structure and function
The class II peroxidases belong to the “plant peroxidase
superfamily” (Welinder 1992), now generally referred to as
“nonanimal peroxidase superfamily.” The latter divides into
three subgroups (classes) comprising the (a) class I
intracellular bacterial and eukaryotic organelle-localized
(mitochondria, chloroplasts, peroxisomes) peroxidases and
catalase–peroxidases, (b) class II secreted fungal heme
peroxidases including the lignin-modifying peroxidases -
[lignin peroxidase (LiP), manganese peroxidase (MnP),
versatile peroxidase (VP)] and (c) class III secreted plant
heme peroxidases involved in, e.g., lignin biosynthesis
(Passardi et al. 2007a; Oliva et al. 2009; Zamocky et al.
2009). The class II secreted fungal enzymes show an
exceptional broad substrate spectrum that includes various
organic and inorganic compounds (Dunford 1999; Hammel
and Cullen 2008; Martínez et al. 2005; Martínez et al. 2009;
Ruiz-Dueñas et al. 2009).
All class II fungal peroxidases are extracellular (“diges-
tion enzymes”) and contain protoporphyrin IX (heme) as
prosthetic group (Poulos et al. 1978; Dunford 1991; Piontek
et al. 1993; Poulos et al. 1993; Petersen et al. 1994). Novel
nomenclature and grouping is established in the PeroxiBase
(http://peroxibase.toulouse.inra.fr/) (Oliva et al. 2009). The
overall 3D protein structures of fungal LiP and MnP, both
from Phanerochaete chrysosporium, and the peroxidases
CiP and ArP from Coprinopsis (Coprinus) cinerea (syn.
Arthromyces ramosus) came available during the early
1990s. The crystal structures show an overall compact and
Fig. 1 Main superfamilies
of heme-containing fungal and
related peroxidases [class I, II,
and III peroxidases, fungal
heme-thiolate peroxidases/per-
oxygenases, dye-decolorizing
peroxidases (DyPs), and bacte-
rial peroxicins]. The initial
maximum parsimony tree was
created based on core alignment
of 28 selected translated perox-
idase sequences and compared
with C. elegans dual oxidase 1
as outgroup. Less than 50%
supported branches are illustrat-
ed as dotted lines. Uniprot
accessions are followed by
enzyme and organism name,
respectively
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mostly helical fold for fungal class II peroxidases with
heme tightly embedded between two domains, both of
which contain one stabilizing Ca2+ ion (Piontek et al. 1993;
Poulos et al. 1993; Kunishima et al. 1994; Sundaramoorthy
et al. 1994; Petersen et al. 1994). Two conserved His, the
proximal and the distal, and the distal side Arg residues are
conserved for peroxidative catalytic function, similar to the
class I and class III heme peroxidases (Dunford 1991).
In class II peroxidases, heme is low-spin and hexa-
coordinated in the resting state enzymes with proximal
histidine as the fifth ligand to the heme iron and one water
molecule bound at the distal side (Piontek et al. 2001;
Nonaka et al. 2010). The distal side accepts hydrogen
peroxide through a solvent accession channel, which is
narrow in LiP, MnP, and VP (Piontek et al. 1993; Poulos
1993; Sundaramoorthy et al. 1994; Ruiz-Dueñas et al.
1999) and more open in CiP/ArP (Kunishima et al. 1994;
Petersen et al. 1994, see below). Hydrogen peroxide expels
the bound water molecule with distal His acting as proton
acceptor and the resulting hydroperoxyl anion is covalently
bound to the heme ferric iron (Schemes 1, 2, 3, and 4,
reaction 1). The dioxygen bond is heterolytically cleaved
due to the electron “push and pull” effect caused by
proximal His (push) hydrogen bonded to Asp, and distal
His–Arg (pull) expels one water molecule, thus resulting in
formation of the so-called compound I (Cpd-I) intermediate
(Dawson 1988; Dunford 1991; Nonaka et al. 2010).
The classical peroxidative catalytic cycle operates
through a second intermediate, compound II (Cpd-II;
Schemes 1, 2, 3, and 4, reaction 2), to resting state enzyme
(Schemes 1, 2, 3, and 4, reaction 3) by two individual, one
electron withdrawals from the reducing substrates. Accord-
ing to the substrate affinity and oxidation capacity, the class
II fungal peroxidases may be divided into high-redox
potential (LiP, MnP, VP; Martínez 2007) and low-redox
potential enzymes (CiP and related fungal peroxidases)
(Table 1). Of these, the high-redox peroxidases are in fact
the functionally demonstrated lignin-modifying enzymes.
In general, the class II peroxidases are dependent of
hydrogen peroxide or organic peroxides as the primary
oxidant (reviewed by Gold et al. 2000; Hammel and Cullen
2008). With excess H2O2, LiP and MnP may become
partially inactivated by turning into compound III, an inter-
mediate of the configuration Fe IIð Þ  O O $ Fe IIIð Þ
O O, which is, via superoxide release, spontaneously
reduced back to the resting enzyme (Wariishi and Gold
1990; Cai and Tien 1992; Gold et al. 2000).
As secreted proteins, class II peroxidases are glycosy-
lated (5–15%), acidic proteins (isoelectric points 3 to 6; see
also Table 1), 35–50 kDa in size and about 320–360 amino
acids in length as mature proteins, and the structures are
strengthened by at least four conserved cysteine bridges
(Piontek et al. 1993; Poulos 1993; Sundaramoorthy et al.
1994; Petersen et al. 1994).
With tens of class II peroxidase encoding genes cloned,
heterologous expression has succeeded for LiP, MnP, VP,
and CiP in eukaryotic hosts (yeast, filamentous fungal,
baculovirus expression systems) as well as in bacterial host
(Escherichia coli; reviewed in Conesa et al. 2002; Martínez
2002; Martínez 2007). Recent sequence analyses has
demonstrated phylogenetic and functional clustering of the
enzymes (Hildén et al. 2005; Morgenstern et al. 2008;
Ruiz-Dueñas et al. 2009; Lundell et al. 2010), thus
indicating a history of several occasions of divergence and
Scheme 1 Catalytic cycle of lignin peroxidase (LiP). P porphyrin ring system, (rest) resting state, (Cpd-I) compound I, (Cpd-II) compound II, A
nonphenolic aromatic substrate, e.g. a nonphenolic β-O-4 lignin model compound or veratryl alcohol; A•+ aryl cation radical of A
Scheme 2 MnP catalytic cycle. P porphyrin, [Mn3+ chelate] chelate complex of organic acids (e.g., oxalate) and reactive Mn3+, Phe–OH
phenolic compound, Phe–O• phenoxyl radical
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duplication, or even lateral gene transfer within this enzyme
family (Lundell et al. 2010). The phylogenetic relationships
of class II peroxidases are depicted in Fig. 2.
Lignin peroxidase (LiP)
LiP (EC 1.11.1.14; diarylpropane:H2O2 oxidoreductase)
and MnP (EC 1.11.1.13) were first found and described
over 25 years ago in the extensively studied, lignin-
degrading model white-rot basidiomycete P. chrysosporium
(reviewed in Cullen 1997; Gold et al. 2000; Hatakka 2001;
Martínez 2002; Hammel and Cullen 2008; Lundell et al.
2010; Hatakka and Hammel 2010). LiPs are secreted as sets
of multiple isozymes and isoforms, by P. chrysosporium
and a few other corticioid and polyporous white-rot fungi,
e.g., Trametes versicolor (Johansson and Nyman 1993),
Phlebia radiata (Lundell 1993; Moilanen et al. 1996),
Phlebia tremellosa (Vares et al. 1994), Bjerkandera spp.
(ten Have et al. 1998), and Phanerochaete sordida (Sugiura
et al. 2009).
LiP is catalytically the most powerful class II fungal
peroxidase with the ability to directly oxidize dimeric lignin
model compounds such as the nonphenolic β-O-4 linkage-
type arylglycerol-aryl ethers (Scheme 1, reaction 2, sub-
strate A). One electron oxidation of the lignin models
results in the formation of a reactive cation radical inter-
mediate (Scheme 1, reaction 2, product A·•+) with prevalence
for the Cα–Cβ cleavage leading to formation of veratralde-
hyde and B-ring-derived aromatic derivatives (Miki et al.
1986; Hammel et al. 1993; Lundell et al. 1993a) and ring
fission products (Miki et al. 1987). With the preferred
aromatic electron donor, veratryl alcohol (3,4-dimethoxyben-
zyl alcohol), which is a nonphenolic and high-redox potential
(∼ +1.4 V) substrate, veratraldehyde is formed via LiP
catalysis as single product (Tien et al. 1986; Lundell et al.
1993b; Schoemaker et al. 1994; see also Fig. 5).
Regarding substrate oxidation capacity, LiP shares
similarity with VP and fungal DyPs concerning the affinity
to high-redox potential dyes leading to bleaching of the
colored compounds (Young and Yu 1997; Doyle et al.
1998; Wesenberg et al. 2003; Ruiz-Dueñas et al. 2008;
Sugano 2009). LiP is able to depolymerize synthetic lignin
(Hammel and Moen 1991), oxidize, and convert various
organopollutants and xenobiotics such as polycyclic aro-
matic hydrocarbons (Hammel et al. 1986; Bumpus 1989),
chlorophenols (Joshi and Gold 1993) as well as nitro-
aromatics and explosives (Michels and Gottschalk 1994;
Fournier et al. 2004).
For the high-redox potential substrates, such as veratryl
alcohol, the oxidation site in LiP is localized on the enzyme
surface at a catalytically active tryptophan (Trp-171 in P.
chrysosporium LiP H8; Choinowski et al. 1999). This site
is the substrate-intermediate-protein radical center upon LiP
catalysis and initiation of the long-range electron transfer
(LRET) pathway leading to the heme as has been demon-
strated by mutagenesis studies (Doyle et al. 1998; Blodig et
al. 2001; Smith et al. 2009).
A second substrate oxidation site for dye molecules like
ABTS is located at the heme edge, near to a surface-
exposed Glu-146 in the mutant PcLiP H8* (Doyle et al.
Scheme 4 Catalytic cycle of Coprinopsis cinerea peroxidase (CiP). P porphyrin, Phe-OH phenolic compound, PheO• phenoxyl radical
Scheme 3 Catalytic cycle of versatile peroxidase (VP). P porphyrin, A nonphenolic high-redox potential aromatic substrates such as veratryl
alcohol or a nonphenolic β-O-4 lignin model, A•+ aryl cation radical of A, Phe–OH phenolic compound, PheO• phenoxyl radical
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1998). At the Trp active site, acidic amino-acid surrounding
facilitates veratryl alcohol oxidation via stabilizing the
cation radical formation (Doyle et al. 1998; Smith and
Doyle 2006). In fact, this specific oxidation site has
recently been engineered into a low-redox potential class
II peroxidase (Smith et al. 2009).
A new LiP variant has been described for the white-rot
fungus Trametes cervina (Miki et al. 2006). Despite the
lack of the LiP-characteristic catalytic Trp and the nearest
phylogenetic relatedness to the low-redox potential CiP-type
peroxidases (Lundell et al. 2010; see also below), recom-
binant studies propose the presence of a solvent exposed
tyrosyl residue (Tyr-181) in TcLiP* as the oxidation site for
high-redox potential substrates such as 1,4-dimethoxyben-
zene and ferrocytochrome c (Miki et al. 2009), which are as
well oxidized by P. chrysosporium LiPs (Kersten et al.
1990; Wariishi et al. 1994). However, for veratryl alcohol
oxidation, the recombinant TcLiP* showed a considerable
lag phase (∼30 min) indicating structural modifications
similar to changes previously reported for E. coli-produced
PcLiP H8* but which are atypical for the wild-type PcLiP
H8 (Blodig et al. 2001).
Manganese peroxidase (MnP)
Among lignocellulose and wood-decaying basidiomycetous
fungi, MnPs are so far the most commonly occurring class
II peroxidases (Hofrichter 2002; Martínez 2002; Hatakka et
al. 2003; Hatakka and Hammel 2010), and the MnP-
encoding genes are apparently more widespread than those
of LiP between polyporoid and corticioid as well as agaric
(cap forming) fungi belonging all to the subphylum Agari-
comycotina (Morgenstern et al. 2008). Recent phylogenetic
analyses have pointed out that at least two, pre-MnP-
lineages diverged early on within the wood-decaying fungi
leading to separation of two groups of MnPs: the typical
long-MnP enzymes (group B), and the short-type hybrid
MnP variants (hMnPs, group A.2), the latter being evolu-
tionary, more related to LiPs and VPs than to the classical
long MnPs (Lundell et al. 2010; Fig. 2).
The classical MnP (EC 1.11.1.13; Mn(II):H2O2 oxido-
reductase) is a 20–30 amino-acid longer protein than LiPs,
VPs, or CiP, with a C-terminus including a fifth cysteine
disulfide bond near the Mn2+-binding site (Sundaramoorthy
et al. 1994). MnP is highly specific for oxidation of Mn2+
ions under acidic conditions (Wariishi et al. 1992; Kuan and
Tien 1993; Gold et al. 2000), which is due to a conserved,
solvent exposed Mn2+-binding site in the vicinity of one of
the two heme propionates, at first recognized in the crystal
structure of P. chrysosporium MnP1 (Sundaramoorthy et al.
1994; Sundaramoorthy et al. 2005) and consisting of three
acidic amino-acid residues (two Glu, E35 and E39; and one
Asp, D179; residues in mature P. chrysosporium MnP1),
which are crucial for hexa-coordination of the Mn2+ ion,
thereby facilitating rapid electron transfers to the heme
(Cpd-I→Cpd-II) and ferryl iron (Cpd-II→resting state
MnP; Scheme 2). For completion of the MnP catalytic
cycle, two Mn2+ ions are oxidized into two Mn3+ ions,
which diffuse out from the binding site as chelate
complexes formed with dicarboxylic acid anions, such as
oxalate or malonate (produced by the fungi in considerable
amounts; Wariishi et al. 1992; Banci et al. 1999; Hofrichter
et al. 1999; Gold et al. 2000).
The versatile oxidation capacity of MnP enzymes is
apparent due to the products, the chelated Mn3+ ions, acting
as diffusible charge transfer mediators and attacking
phenolic compounds including larger biopolymers, such
as synthetic and natural lignin, milled wood and humic
substances, as well as various xenobiotic compounds
(Wariishi et al. 1991; Hofrichter et al. 2001; reviewed by
Hatakka 2001; Hofrichter 2002; Hatakka et al. 2003;
Husain et al. 2009). The so far cloned and enzymatically
described classical, long, and highly conserved MnPs have
only been described for the efficiently wood-lignin-degrading
fungi of the basidiomycetous families Polyporaceae or
Corticiaceae, such as Ceriporiopsis subvermispora, Dicho-
mitus squalens, P. chrysosporium, P. sordida, Phlebia
radiata, and Phlebia spp. (isolates Nf-b19 and MG-60), thus
indicating the importance of this particular peroxidase for
development of typical white-rot decay of wood (Lundell et
al. 2010).
Fig. 2 Minimum-evolution phylogeny of the fungal class II heme-
containing peroxidases. The initial tree was constructed with 96
complete ORF translated protein sequences with 1,000× bootstrap-
ping. Branches with less than 60% support are condensed and the
major subbranches are depicted in boxes. For complete tree and
methods, see supplementary data (Fig. S2)
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Versatile peroxidase (VP) and hybrid-type manganese
peroxidase (hMnP)
The third type of class II lignin-modifying and high-redox
potential peroxidases is a structurally LiP-like hybrid
manganese peroxidase, the versatile peroxidase (VP, EC
1.11.1.16, Reactive Black 5:H2O2 oxidoreductase; Table 1),
which was first described in the plant roots- and wood-
colonizing white-rot basidiomycete Pleurotus eryngii (King
oyster; Martínez et al. 1996; Pérez-Boada et al. 2005) and is
also found in Bjerkandera spp. (Mester and Field 1998;
Moreira et al. 2005). The catalytic cycle of P. eryngii VP is
a combination of the LiP- and MnP-specific activities
(Scheme 3); the LiP-characteristic exposed tryptophan
residue is found in VP (Trp-164) together with the three
MnP-characteristic acidic amino-acid residues (2 Glu, 1 Asp)
involved in Mn2+ binding (Martínez 2002; Ruiz-Dueñas et
al. 2009).
Likewise in LiP, a LRET pathway is initiated at the
exposed Trp, and VP enzymes are able to oxidize various
organic compounds including, e.g., nonphenolic aromatics
and high-redox potential dyes like Reactive Black 5
(Martínez 2002; Pérez-Boada et al. 2005; Ruiz-Dueñas et
al. 2009). Typical for VP and contrary to classical-MnP
activity, VP is capable for Mn2+-independent oxidation of
simple amines and phenolic monomers (Martínez 2002;
Ruiz-Dueñas et al. 2009), and it is more stable in oxidation
of phenolic compounds than LiP is (Ruiz-Dueñas et al.
2008); this feature is most probably due to the somewhat
more accessible distal main solvent channel in VP, indica-
tive of a third, lower-redox potential substrate oxidation site
(Ruiz-Dueñas et al. 2009) likewise is proposed for CiP (see
below).
In recent years, a few other class II fungal hybrid-type
peroxidases have been cloned and described. The Bjerkan-
dera spp. peroxidase is apparently another VP with the
conserved Trp and Mn2+-binding site residues present in the
primary structure (Moreira et al. 2005). However, in P.
radiata, two divergent MnPs have been described, the first
of the classical-long MnP type (PrMnP2) and the second of
a short-VP-type comprising the conserved Mn2+-binding
site but lacking the exposed tryptophan (PrMnP3; Hildén et
al. 2005). Due to this, the latter enzyme is unable to oxidize
veratryl alcohol but shares with VP the Mn2+-independent
ability to oxidize phenols, small dye compounds, and
amines.
Accumulating sequence data predict similar, short-type
of hybrid MnP enzymes (hMNPs), e.g., in Trametes spp.
and Pleurotus spp. (Lundell et al. 2010), and in particular,
in litter-decomposing basidiomycetes, such as Agaricus
bisporus (Lankinen et al. 2005), Agrocybe praecox, and
Stropharia coronilla (Hildén et al. unpublished). Interest-
ingly, in the ectomycorrhizal agaric basidiomycete Laccaria
bicolor, one short class II peroxidase was pre-annotated as
MnP (Martin et al. 2008). However, the lack of the
conserved Mn2+-coordinating amino acids in the primary
sequence disapprove this annotation, although the putative
L. bicolor peroxidase is phylogenetically near related to
MnPs, hMnPs, and VPs (Lundell et al. 2010).
Coprinopsis cinerea peroxidase (CiP)
The extracellular peroxidase CiP from the ink cap fungus
Coprinopsis cinerea (Coprinus cinereus) was the third class
II heme peroxidase with crystal structure reported in the
early 1990s (Kunishima et al. 1994; Petersen et al. 1994).
CiP is at primary and 3D structure identical to Coprinus
macrorhizus CmP and A. ramosus ArP, and the three enzyme
variants principally differ in their glycosylation states (Kjalke
et al. 1992). CiP/CmP/ArP readily oxidizes phenols and
smaller dye molecules likewise the class III plant peroxidase
HRP (EC 1.11.1.7). However, CiP is unable to oxidize
veratryl alcohol (Kjalke et al. 1992), and it lacks the Mn2+-
binding site specific for MnP and VP (Kunishima et al.
1994; Petersen et al. 1994) and is thereby rather considered
as a “low-redox potential” than lignin-modifying peroxidase
(Table 1).
CiP has been adopted for several applications, e.g.,
removal of phenolic compounds from aqueous solutions
and waste waters (Kauffmann et al. 1999; Ikehata and
Buchanan 2002; Kim et al. 2007; Husain et al. 2009) and is
commercially available as recombinant protein preparation
from Novozymes (Baylase®). The applicability of CiP as a
phenol-oxidizing/polymerizing catalyst resembles laccases
and HRP for bioremediation purposes. However, recent
reports on CiP substrate specificity have indicated inacti-
vation upon oxidation of, e.g., lignin-derived phenolics
(Kim et al. 2009) and 4-chloroaniline (Chang et al. 1999).
CiP apparently forms covalent bonding with the oxidation
products (phenolic radicals; Kim et al. 2009), likewise has
been reported for the class III HRP with some phenolic
substrates (Huang et al. 2005).
CiP shares with the other class II peroxidases the similar
3D structure and heme packing with conserved helices, two
domains with bound Ca2+ ions, N-glycosylation sites, and
the conserved proximal and distal residues near the heme
(Petersen et al. 1994; Houborg et al. 2003). However, the
distal side substrate channel of CiP/ArP is more open and
accessible to phenolic and aromatic reducing compounds
(Kunishima et al. 1994; Petersen et al. 1994). CiP shares
40–50% amino-acid identity with LiPs, VPs, and hMnPs
and is about of the same size (340 amino acids in the
mature protein).
Phylogenetically, CiP diverges into a separate fungal
peroxidase cluster (group C) away from the other class II
peroxidases (Fig. 2; Hildén et al. 2005; Ruiz-Dueñas et al.
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2009; Lundell et al. 2010). According to full-length amino-
acid sequence phylogeny, the nearest related proteins are
several predicted low-redox potential peroxidases in P.
chrysosporium including the so-called NoP (“novel perox-
idase”; Martinez et al. 2004; Larrondo et al. 2005), a
“ligninolytic peroxidase” (LnP; two cDNAs cloned) recent-
ly isolated from the brown-rot basidiomycete, Antrodia
cinnamomea (syn. Taiwanofungus comphoratus; Huang et
al. 2009), and a LiP-type of peroxidase from Trametopsis
(Trametes) cervina (Miki et al. 2006; Miki et al. 2009). The
AcLnP is capable of decolorization and oxidation of some
phenolic dyes (Huang et al. 2009), but its oxidation
capacity for veratryl alcohol or other high-redox potential
and lignin-like substrates is unclear.
According to sequence analysis, both AcLnP and the T.
cervina LiP cluster nearest to CiP (Lundell et al. 2010).
Due to apparent lack of the LiP-characteristic exposed
tryptophan in the two sequences of AcLnP, this “brown-rot
fungal peroxidase” may not be considered as a lignin-
modifying enzyme. AcLnP may in fact represent a new
clade of class II peroxidases. A putative low redox-potential
peroxidase has also been found in the genome of another
brown-rot fungus, Postia placenta (Martinez et al. 2009).
On contrary to LiPs, MnPs, or VPs, the CiP-type
class II peroxidases (phylogenetic group C) harness
tyrosine residues (eight in predicted mature AcLnP, one
in T. cervina peroxidase, three in CiP1). As noted for CiP
(Kim et al. 2009), HRP (Huang et al. 2005) and other class
III peroxidases (Marjamaa et al. 2006; Sasaki et al. 2008),
covalent inactivation or immobilization by phenolic
substrates may also occur for these tyrosine-containing
class II peroxidases with yet unknown physiological
functions.
Heme-thiolate peroxidases
The most intriguing catalytic property of secreted heme-
thiolate peroxidases is the transfer of peroxide-oxygen
(from H2O2 or R-OOH) to substrate molecules, which can
be described as a peroxygenase activity. Though so far, no
particular enzyme is classified as a “peroxygenase” as such
in the NC-IUBMB system (http://www.chem.qmul.ac.uk/
iubmb/enzyme/), there are a few biocatalysts, which
possess respective activities (Ullrich and Hofrichter 2007).
Most prominent examples are—in addition to heme-thiolate
peroxidases—the membrane-bound caleosin proteins from
plant seeds showing a fatty acid hydroperoxide-dependent
hydroxylase activity (Ishimaru and Yamazaki 1977;
Hanano et al. 2006; Partridge and Murphy 2009) and the
cytochrome P450-dependent monooxygenases pursuing the
so-called peroxide “shunt” pathway as a side activity (Joo
et al. 1999; Otey et al. 2006).
Caldariomyces fumago chloroperoxidase (CfuCPO)
CfuCPO was the first discovered halogenating enzyme
(Shaw and Hager 1959; Morris and Hager 1966; Hager et
al. 1966). The respective fungus, C. (Leptoxyphium)
fumago,3 belongs to the ascomycetous sooty-molds and
produces the chlorine-containing antibiotic caldariomycin.
As already mentioned CfuCPO does not fit into the class II
of heme peroxidases, neither with respect to the amino-acid
sequence nor to the reactions catalyzed (Nuell et al. 1988;
Conesa et al. 2002; Passardi et al. 2007b). The enzyme (EC
1.11.1.10) reveals also dramatic structural differences to all
other nonanimal peroxidases, not the least since it bears a
cysteine-ligated heme while the other peroxidases have a
histidine as axial heme ligand (heme-imidazole type; Liu
and Wang 2007). Proteins of the heme-thiolate type
comprise also the numerous cytochrome P450-dependent
monooxygenases (P450s), nitric oxide (NO) reductase, and
NO synthase as well as two sensor proteins for carbon
monoxide (CO) and NO (Omura 2005). While thousands of
P450s from all kingdoms of life (archaea, bacteria, animals,
plants, fungi) are known (Ortiz de Montellano 2005;
compare also the P450 page of the Nelson Lab, http://
drnelson.utmem.edu/CytochromeP450.html), CfuCPO has
been the only heme-thiolate peroxidase characterized on the
protein level for almost 50 years, until the authors of this
review article discovered similar enzymes in several agaric
basidiomycetes (Omura 2005; Hofrichter and Ullrich 2006;
Hofrichter and Ullrich 2010). On the other hand, putative
heme-thiolate chloroperoxidase sequences showing more
than 30% identity to that of CfuCPO were already reported
some years ago in the ascomycete Emericella (Aspergillus)
nidulans and the White button mushroom (A. bisporus; van
Peé and Zehner 2003), and nowadays, over 100 related
sequences can be found in nucleotide data bases (Pecyna et
al. 2009; see also Figs. 1 and 7).
Efficient production of wild-type CfuCPO has been
achieved, among others, in semicontinuous flow bioreactors
(Blanke et al. 1989) as well as in agitated culture flasks
containing mycelium immobilized on talc microparticles
(Kaup et al. 2008). The enzyme is commercially available
as fine chemical from different providers. Recombinant
production of CfuCPO is also possible in suitable hosts
such as Aspergillus spp. (Conesa et al. 2001; Ayala et al.
2008). Some physical properties of the enzyme are listed in
Table 1.
The main activity of CPO is evidently the oxidation of
chloride (Cl−) into hypochlorous acid at low pH (pH<5),
3 According to the Index fungorum (http://www.indexfungorum.org),
the fungus belongs to the incertae sedis, i.e., it has an uncertain
position within the Ascomycotina. Other authors classify C. fumago in
the neighborhood of the mitosporic Capnodiaceae (Reynolds and
Faull 2001).
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which in turn acts as a strong oxidant and can chlorinate
organic compounds. However, it is still unclear to which
end, this reaction is catalyzed. Initially, it had been thought
that CfuCPO is involved in the synthesis of chlorinated
metabolites such as caldariomycin (Hager et al. 1966), but
later this assumption has been questioned (van Peé 2001).
Nowadays CfuCPO and also nonheme chloroperoxidases
are rather believed to play a role in antimicrobial antago-
nism, since the hypochlorite formed has strong biocidal
activities (Bengtson et al. 2009). The nonspecificity of
hypochlorite formed by CPOs may also contribute to the
natural production of organochlorine compounds as has
been shown for lignin model compounds and natural lignin
(Ortiz-Bermudez et al. 2003; Ortiz-Bermudez et al. 2007).
The halogenating activity of CfuCPO has being routinely
measured, since the 1960s, using monochlorodimedone that
is chlorinated to form a dichlorinated derivative (Hager et
al. 1966). However, because this assay just follows sub-
strate disappearance (i.e., a decrease in absorbance), results
have to be judged critically, for example, by confirming the
halogenation reaction by other analytical tools (e.g., HPLC)
or substrates (e.g., phenol/halide; Ullrich and Hofrichter
2005; Wagner et al. 2008). The same is valid for the
thionine assay that follows the bleaching of a colored dye
(Lauth’s violet; Manoj and Hager 2006).
The catalytic cycle that leads to halide (chloride, bro-
mide, and iodide, but not fluoride) oxidation by CfuCPO is
not fully understood (Scheme 5). The first part of the cycle
including peroxide binding and formation of compound 0,
heterolytic O–O fission, and compound I formation (1) is
similar to other heme peroxidases (even if a Glu residue is
involved in H2O2 binding instead of a His), but the
subsequent oxidation of halide by compound I via a two-
electron oxidation to form compound X, a hypothetic Fe
(III) hypohalite intermediate (2), differs from the typical
cycle of heme peroxidases (Chiang et al. 1976; Libby et al.
1982; Lambeir and Dunford 1983; Kühnel et al. 2006). The
instable compound X is proposed to rapidly decay into the
native ferric enzyme and hypohalous acid that oxidizes
electrophilic substrates via halogenation (4). Compound II
is not formed in this cycle (however, in the absence of
halides, CfuCPO can act as a “normal” peroxidase and goes
through the cycle shown in Scheme 4).
There has been a long and controversial debate whether
compound X would be enough stable to catalyze selective
halogenations (Hager et al. 1966; van Peé 2001; Hofrichter
and Ullrich 2006). A study based on the chlorination of 35
substrates of different size and reactivity by CfuCPO
strongly indicated that the final transfer of the chlorine to
the substrate occurs outside the heme pocket by an elec-
trophilic species (Manoj 2006). On the other hand, a more
recent structure analysis of CfuCPO cocrystallized with
bromide has not ruled out that, in addition to unspecific
halogenations mediated by free hypohalites, specific halo-
genations may be catalyzed by an enzyme-bound hypo-
halite intermediate (equivalent to compound X; Kühnel et
al. 2006). In this context, the authors referred to older
publications reporting on the selective halogenation of
certain substrates such as glycals and steroides by CfuCPO
(Neidleman et al. 1966; Ramakrishnan et al. 1983; Liu and
Wong 1992). They furthermore identified, besides a wide
heme channel through which larger molecules can enter the
active site (see Fig. 3), one halide-binding site at the surface
near a narrow channel that connects the surface with the
heme. Two other halide-binding sites were identified within
and at the other end of this channel; together, these sites
suggest a transfer pathway for access of halide anions to the
active site (Kühnel et al. 2006, see Fig. 3).
In the absence of halides, CfuCPO directly oxidizes
phenols and anilines through a peroxidative mechanism
(Casella et al. 1994). These reactions include also the
oxidation of highly chlorinated derivatives (e.g., pentachlo-
rophenol, PCP), which were recently shown to be partially
dehalogenated while being polymerized into insoluble
polymeric materials. Unlike simple phenol oxidation, the
conversion of PCP by CfuCPO was by one to two
magnitudes faster than the reactions of HRP, LiP, or VP
(Longoria et al. 2008). These one-electron oxidations/H-
abstractions follow the typical cycle of heme peroxidases
involving compound I and II formation (see Scheme 4) and
may occur at the protein surface in distance to the active site
heme (Osborne et al. 2007; Manoj and Hager 2008; Fig. 3).
Scheme 5 Catalytic cycle of chloroperoxidase (CPO) from Caldariomyces fumago. P porphyrin, X− halide, Cpd-X hypothetic hypohalite
intermediate, HO-X free hypohalite, R-H organic compound, R-X halogenated organic compound
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CfuCPO is also able to catalyze oxygen transfers, for
instance, it epoxidizes double bonds of alkenes and cyclo-
alkenes as well as hydroxylates benzylic carbon via a
peroxygenase mechanism (two-electron oxidation/oxygen-
ation mechanism) that resembles the peroxide “shunt”
pathway of P450s (Manoj and Hager 2008). Oxygen
transfers to less activated molecules such as aromatic rings
or n-alkanes, however, cannot be catalyzed by CfuCPO
(Ullrich and Hofrichter 2007). Sulfoxidation is the most
efficient oxygen transfer catalyzed by CfuCPO (Fig. 3) and
was shown to take place enantioselectively. It must be
noted here that also HRP and other class II peroxidases can
perform sulfoxidation, though selectivity is lower than that
of CfuCPO (Dai and Klibanov 2000; Klibanov 2003).
The different catalytic properties of CfuCPO, i.e., one-
electron oxidations as well as two-electron oxidations
coupled with halid oxidation or oxygen transfer,4 were the
reasons for describing CfuCPO as a “heme peroxidase-
cytochrome P450 functional hybrid” or a “Janus enzyme”
(Sundaramoorthy et al. 1995; Dunford 1999; Manoj and
Hager 2008). The scheme in Fig. 3 illustrates this
ambivalent catalytic behavior (based on Kühnel et al.
2006; Manoj and Hager 2008). It is important to mention
that CfuCPO does not share any sequence homology with
P450s. On the other hand, molecular architecture (arrange-
ment of α-helices in the tertiary structure) of both enzyme
types was reported to show some similarity (Sundaramoorthy
et al. 1995).
CfuCPO has been thoroughly studied with respect to
applications in organic synthesis and proven to be a useful
and versatile biocatalyst (Littlechild 1999; Klibanov 2003;
Hofrichter and Ullrich 2006; Robertson et al. 2008; Leak et
al. 2009). Thus, it catalyzes the introduction of oxo-
functionalities into 1,3-cyclohexadiene, 1,2-dihydronaph-
thalene, and indene as well as oxidizes p-xylol and styrene
into benzyl alcohol derivatives and styrene oxide, respec-
tively. Certain organosulfur compounds such as thioanisole
and dibenzothiophene are selectively sulfoxidized resulting
in the preferential formation of the corresponding (R)-
sulfoxides (Geigert et al. 1986; Seelbach et al. 1997; Manoj
et al. 2000; van de Velde et al. 2001; Sanfilippo and
Nicolosi 2002; Morgan et al. 2002; Sanfilippo et al. 2004).
The CfuCPO-catalyzed oxidation of heterocyclic sulfur has
gained attention by petroleum manufactures, since the
removal of dibenzothiophene derivatives from crude oil is
necessary because of environmental concerns and technical
needs (Ayala et al. 2000). A patent on the peroxidase
mediated oxidative desulfurization of crude oil was dis-
closed in 2002 and describes a two-step process, in the
course of which CfuCPO oxidizes thiophenes and organo-
sulfides into their corresponding sulfones (Vázquez-Duhalt
et al. 2002). Another interesting approach to make use of
the synthetic potential of CfuCPO is the preparation of
polymeric semiconductors from substituted anilines doped
with sulfonic acid derivates (Longoria et al. 2009).
A problem that hampers the practical utility of CfuCPO
is its inherent activity to dismutate parts of the added H2O2,
which leads to the formation of superoxide (O2
•-) and in
turn, to heme bleaching and enzyme inactivation (Park and
Clark 2006). To overcome this and other shortcomings and
4 In some respects, hypohalite formation can be also regarded as an
oxygen transfer reaction.
Fig. 3 Simple mechanistic
route for reactions catalyzed by
chloroperoxidase from
Caldariomyces fumago
(CfuCPO): native CfuCPO
(orange), CfuCPO compound I
(blue), CfuCPO compound II
(green), CfuCPO compound X
(yellow); top reaction sequence
phenol oxidation, middle reac-
tion sequence oxygen transfer to
sulfur (peroxygenation), bottom
reaction sequence halogenation
(based on van Rantwijk and
Sheldon 2000; Kühnel et al.
2006; Manoj and Hager 2008)
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to improve stability and performance of CfuCPO, specific
reaction systems and ingenious catalytic devices have been
developed. Thus, the enzyme was successfully tested in
organic/aqueous emulsions comprising the substrate and an
aqueous buffer supplemented with the surfactant dioctyl
sulfosuccinate (Park and Clark 2006), it was incapsulated in
polymersome nanoreactors assembled from modified poly-
styrenes (de Hoog et al. 2009) or coated on magnetic
nanoparticles (Wang et al. 2009). Total turnover numbers of
CfuCPO have been increased from 1,500 to 170,000 by
supplying hydrogen peroxide continuously and/or by
supplementing antioxidants (radical scavenger) such as
caffeic acid to the reaction system (Grey et al. 2008).
Gentle light-driven generation of H2O2 (in the presence of
FMN, EDTA and formate) was found to promote oxygen
transfer reactions by CfuCPO (Perez et al. 2009). Consid-
ering all these promising attempts to make use of CfuCPO,
its industrial implementation in special organic syntheses
can be expected in the near future (Borole and Davison
2007; Jung et al. 2009; Zhang et al. 2009).
Aromatic peroxygenases (APOs)
Six years ago, a second group of heme-thiolate peroxidases
was discovered in the wood and litter dwelling Black
poplar mushroom A. aegerita (synonym A. cylindracea)
(Singer 1949), which later turned out to be a true
peroxygenase5 efficiently transferring oxygen from perox-
ides to various organic substrates including aromatic,
heterocyclic, and aliphatic compounds (Ullrich et al.
2004; Ullrich and Hofrichter 2005; Hofrichter and Ullrich
2010; Fig. 4). Later, similar enzymatic activities have been
detected in cultures of other agaric basidiomycetes, for
example, Coprinellus radians, Coprinopsis verticillata, and
Agrocybe alnetorum (Anh et al. 2007; Dau 2008) as well as
Marasmius rotula, A. bisporus, and C. cinerea (unpub-
lished results). Due to their unique ability to epoxidize and
hydroxylate aromatic rings by means of hydrogen peroxide
(proved by 18O-labeling studies)—that sets these mush-
room peroxygenases apart from CfuCPO—and following
the designation “aromatic hydroxylase” used for a number
of monooxygenases transferring dioxygen (O2) to aromatic
substrates (Prieto et al. 1993; Suske et al. 1997; Koskiniemi
et al. 2007), these enzymes are nowadays mostly referred to
as APOs (Kluge et al. 2007; Aranda et al. 2009; Pecyna et
al. 2009). APOs have an enormous biotechnological
potential, since selective oxo-funtionalizations are among
the most challenging and desired reactions in organic
synthesis (van Rantwijk and Sheldon 2000; Newcomb et
al. 2003; Schmid and Urlacher 2007; Torres Pazmiño et al.
2009).
Wilde-type APOs are produced in stirred-tank bioreac-
tors or agitated culture flasks using complex growth media
such as soybean flour, different peptones, and/or alfalfa
pellets (Ullrich et al. 2004; Anh et al. 2007, Gröbe et al.
2010, unpublished result). Some physico-chemical data of
APOs are given in Table 1; more details have been reported
previously (Hofrichter and Ullrich 2006; Ullrich and
Hofrichter 2007; Ullrich et al. 2009; Hofrichter and Ullrich
2010).
The activity of APO is routinely measured by following
the oxidation of veratryl alcohol to veratraldehyde at pH 7
(Ullrich et al. 2004). The assay uses the same substrate as
those of LiP (Tien and Kirk 1988) and aryl alcohol oxidase
(EC 1.1.3.7, that oxidizes veratryl alcohol by means of O2
and produces H2O2; Ferreira et al. 2009). While LiP first
abstracts one electron from the aromatic ring resulting in
the formation of an aryl cation radical that undergoes ben-
zylic deprotonation to form the aldehyde (Lundell et al.
1993a; Baciocchi et al. 2002), APO hydroxylates the
benzylic carbon to form a geminal alcohol representing
the hydrated form of veratraldehyde (Ullrich et al. 2004;
Hofrichter and Ullrich 2010). Besides the mechanism,
Fig. 4 Reactions catalyzed by aromatic peroxygenase (APO). a
Bromination. b Sulfoxidation. c N-oxidation. d Aromatic peroxyge-
nation. e Alkyl hydroxylation. f Double bond epoxidation. g Ether
cleavage via hemiacetal intermediate (modified according to Hofrichter
and Ullrich 2010)
5 In earlier publications, this enzyme was also referred to as Agrocybe
aegerita peroxidase/peroxygenase (AaP), or haloperoxidase–
peroxygenase (e.g., Ullrich et al. 2004; Ullrich and Hofrichter 2005;
Hofrichter and Ullrich 2006; Kluge et al. 2007). Because of the
discovery of more and more aromatic peroxygenases, they should be
systematically abbreviated by the capital letter of the genus plus the
first and second letter of the epitheton and the acronym APO (that
stands for aromatic peroxygenase): for example, AaeAPO, aromatic
peroxygenase of Agrocybe aegerita.
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oxidation of veratryl alcohol by LiP and APO differs in the
pH requirements. Whereas LiP works only under acidic
conditions (between pH 2 and 5), APO acts on veratryl
alcohol in a broad pH range (from 3 to 10) with two
maxima at pH 5.5 and 7 (Fig. 5). Interestingly, also certain
DyP-type peroxidases (see separate subchapter on DyPs
below) can oxidize veratryl alcohol, though only in a rather
acidic environment (pH 1.2 to 4.5 with optimum at pH 1.4;
Fig. 5). The mechanism that DyPs use to catalyze the
reaction is still unclear but one-electron oxidations via a
LiP-like mode appear to be more plausible than the oxygen
transfer catalyzed by peroxygenases (Tuisel et al. 1990;
Ullrich et al. 2004; Liers et al. 2009, Kinne et al. 2010).
Depending on the particular substrate and the reaction
conditions, APOs catalyze various reactions including
peroxygenations, one-electron abstractions and bromina-
tions (but no chlorinations; Fig. 4). In all cases, the APO
enzyme needs merely hydrogen peroxide as co-substrate for
function. Toluene and naphthalene were the first substrates
found to undergo epoxidation and hydroxylation in the
course of APO catalysis. The toluene molecule is hydroxy-
lated both at the aromatic ring and at the methyl group
resulting in the formation of mixtures of p- and o-cresol,
methylhydroquinone as well as benzyl alcohol, benzalde-
hyde, and benzoic acid (Ullrich and Hofrichter 2005).
Benzene derivatives with longer side chains are exclusively
attacked at the benzylic carbon (Cα; Gedig et al. 2008).
Thus ethyl- and propylbenzene were found to be hydro-
xylated by AaeAPO to form (R)-1-phenylethanol and (R)-
1-phenylpropanol, respectively. The reaction is highly
enantioselective with an enantiomeric excess of 95–99%
for the (R)-isomers. Naphthalene is regioselectively epox-
idized by different APO enzymes into naphthalene 1,2-
oxide that spontaneously hydrolyzes into 1- and 2-naphthol
(Anh et al. 2007; Kluge et al. 2007; Kluge et al. 2009).
Other polyaromatic compounds such as fluorene, anthra-
cene, phenanthrene, and pyrene as well as dibenzofuran
were also found to be subject of APO-catalyzed oxygena-
tion leading to mixtures of mono- and polyhydroxylated
products (Aranda et al. 2010). There is seemingly a
limitation in molecule size concerning PAH oxygenation
and bulky compounds such as the 5-ring system of perylene
cannot be oxidized by APO.
AaeAPO mimics a number of P450 reactions (Hofrichter
et al. 2009), e.g., those of the ethanol-inducible CYP2E1
that metabolically activates a large number of aromatic
toxicants and carcinogens in the human liver and thus is of
great toxicological importance (Gonzalez 2005). For exam-
ple, 4-nitrophenol is hydroxylated by AaeAPO into 4-
nitrocatechol (Peng et al. 2009), a reaction that is used as in
vitro assay to detect the activity of the human liver CYPs
(Tassaneeyakul et al. 1993; Fig. 6). Recently, this reaction
has been the basis for the development of a biosensor
that detects 4-nitrophenol with AaeAPO immobilized
on chitosan-stabilized gold nanoparticles (Peng et al.
2009). Three more examples of pharmaceutically relevant
drugs and drug precursors selectively hydroxylated by APO
are propranonol, acetanilide, and diclofenac. They are
converted into the β-blocker 4-hydroxypropranolol and
the pain killers paracetamol and 4′-hydroxydiclofenac,
respectively (Fig. 6; Kinne et al. 2009a). Furthermore 4-
hydroxyphenoxypropionic acid, an intermediate of arylox-
yphenoxypropionic acid-type herbicides—usually prepared
by whole-cell biotransformation using the fungus Beauveria
bassiana (Dingler et al. 1996)—can be also prepared by
regio- and stereoselective conversion of phenoxypropionic
acid by AaeAPO (Fig. 6, Kinne et al. 2008).
APOs are also able to transfer oxygen to organic hetero-
atoms such as sulfur and nitrogen (Fig. 4). For example, the
heterocycle dibenzothiophene (DBT) is oxidized either at
the sulfur atom or at the benzene rings (Aranda et al. 2009).
Differences were observed in the product pattern between
the peroxygenases of A. aegerita (AaeAPO) and C. radians
(CraAPO). While the former enzyme preferably hydroxyl-
ated the benzene rings of DBT, the latter preferred the
heterocyclic sulfur (Aranda et al. 2009). In a similar
reaction, AaeAPO enatioselectively oxidized the side chain
of thioanisole into the corresponding (R)-sulfoxide with
high efficiency (Horn 2009). Pyridine and its monohalo-
genated derivatives are exclusively oxidized by AaeAPO at
the heterocyclic nitrogen to form the respective pyridine N-
oxides, while methylated pyridines are oxygenated both at
the methyl group and at the ring nitrogen (Ullrich et al.
2008).
Fig. 5 pH Profiles of veratryl alcohol oxidation into veratraldehyde
by lignin peroxidase (LiP) of Phanerochaete chrysosporium (squares),
aromatic peroxygenase (APO) of Agrocybe aegerita (triangles) and
DyP-type peroxidase (DyP) of Auricularia auricula-judae (circles;
according to Tuisel et al. 1990; Ullrich et al. 2004; Liers et al. 2009a)
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AaeAPO has been recently shown to possess strong
“etherase” activity (Kinne et al. 2009b). Ether bond
cleavage is initiated by the hydroxylation of one of the
ether oxygen’s adjacent carbon atoms (Fig. 4). The
resulting unstable hemiacetal spontaneously hydrolyzes
into alcohol/phenol and aldehyde products. Ether cleavage
was found to take place between aromatic and aliphatic
molecule parts (1,4-dimethoxybenzene) but also in alicyclic
and aliphatic ethers (tertrahydrofuran, dioxane, di-isopropyl
ether) (Kinne et al. 2009b).
In addition to oxygen transfers, APOs catalyze also one-
electron oxidation of phenolic substrates (peroxidative
activity). Aromatic peroxygenation and phenol oxidation
can consecutively occur when the former reaction introdu-
ces an OH-group into the substrate, which in turn, serves as
target for the peroxidative activity. In such cases, further
oxidation and polymerization of phenolic intermediates can
be prevented by the radical scavenger ascorbic acid that re-
reduces the phenoxyl radicals formed (Aranda et al. 2009;
Kinne et al. 2009a; Kinne et al. 2009b). One future
objective, which could improve the catalytic performance
of APO, will be the removal of peroxidative activities by
genetic engineering.
Though still no spectroscopic data on reactive APO inter-
mediates (compounds 0, I, II, III) are available, a catalytic
cycle can be proposed (Scheme 6), which combines elements
of that of heme peroxidases (e.g., CiP, CfuCPO) with the
peroxide “shunt” pathway of P450 monooxygenases (Ullrich
and Hofrichter 2007; Makris et al. 2005; Hofrichter and
Ullrich 2010). Formula (1) and (2) summarize the hypothetic
key reactions of APO in the oxygen transfer mode (the
peroxidative mode of APO, e.g., phenol oxidation via one-
electron oxidation, may be equivalent to Scheme 4), which
are mainly based on the specific product patterns observed,
intraspecific isotope effects (Kinne et al. 2009b; Hofrichter
and Ullrich 2010) as well as on the comprehensive existing
knowledge on cytochrome P450s and classic heme perox-
idases (Dunford 1999; Ullrich and Hofrichter 2007; Ortiz de
Montellano and de Voss 2005; Omura 2010).
The cycle may rapidly lead via Compound 0 to the
formation of compound I (1). In the peroxygenase mode,
compound I reacts directly with the substrate (H–R) by
transferring the ferryl oxygen to the latter while receiving
two electrons (2). Intramolecular isotope effects observed
with asymetrically deuterium-labeled [O-CD3]1,4-dime-
thoxybenzene indicated an H-abstraction rebound mecha-
nism for oxygen insertion into ethers (Kinne et al. 2009b).
On contrary, the oxygenation of aromatic rings (e.g.,
naphthalene) by APO may involve the oxidation of one of
the π-bonds to form an epoxide intermediate rather than
direct insertion of oxygen into one of the aromatic C–H
bonds (Kluge et al. 2009).
Crystallography and X-ray diffraction studies are cur-
rently under investigation. Preliminary results already
indicate structural similarity of AaeAPO to CfuCPO around
the active site (heme-thiolate region) but also considerable
differences in the heme channel and the amino acids there
(Piontek et al. 2010). This leads to the question whether the
Fig. 6 Selective hydroxylation of bioactive compounds by aromatic
peroxygenase of Agrocybe aegerita (AaeAPO). Reactions mimic those
of human cytochrome P450s (e.g., CYP2E1) and were performed in
the presence of ascorbic acid to prevent further oxidation of phenolic
products. a 4-Nitrophenol, assay substrate of human CYP2E1. b 4-
Nitrocatechol, specific product of CYP2E1-catalyzed hydroxylation of
(a). c Propranolol, 1-naphthalen-1-yloxy-3-(propan-2-ylamino)propan-
2-ol (drug precursor). d 5-Hydroxypropranolol (β-blocker). e Diclofe-
nac (antirheumatic agent). f 4′-Hydroxydiclofenac, human metabolite of
(e) formed in the human liver. g Acetanilide, N-phenylacetamid (drug
precursor). h Paracetamol, N-acetyl-4-aminophenol (painkiller). i R-(+)-
2-phenoxypropionic acid. j R-(+)-2-(4-hydroxyphenoxy)propionic acid
(herbicide precursor)
Scheme 6 Catalytic cycle of aromatic peroxygenase (APO). P porphyrin, H-R organic compound, HO-R hydroxylated organic compound; the
complex given in curly braces shows a hypothetic transition state
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much stronger oxygenating/hydroxylating activity of APO
compared to CfuCPO may be caused by a more suitable
positioning/binding of the substrate near the ferryl oxygen
of heme or by a higher redox potential of the enzyme. The
answer is still pending and will depend on the detailed
analysis of the APO crystal structure and more accurate
methods to determine the redox potentials of heme-thiolate
proteins (Bond et al. 2007; Peng et al. 2009).
The natural function of APOs is still an open question.
Due to their versatility, they could be involved in the
unspecific oxidation and detoxification of plant ingredients
(e.g., methoxylated phytoalexins) or microbial metabolites
and also in the conversion of lignin-derived compounds (O-
demethylation of mono- and oligomeric lignin fragments).
If a reasonable heterologous expression of peroxygenases
will succeed, a powerful biocatalytic tool will be available
both for biotechnological and synthetic applications as well
as for basic studies on oxygen transfer reactions (Pecyna et
al. 2008).
Phylogenetic relations of heme-thiolate peroxidases
Heme-thiolate peroxidases and peroxygenases, such as
CfuCPO or AaeAPO, represent a novel heme peroxidase
superfamily, not only regarding catalyzed reactions or the
cysteine as 5th (axial) heme ligand but also concerning
spatial structure (Piontek et al. 2010) and protein sequence
(Pecyna et al. 2009). Recent BLAST searches in GenBank
(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/nucleotide, in the end of Jan-
uary 2010) and other public sequence databases have
revealed several hundred homologous nucleotide sequences
encoding putative heme-thiolate peroxidases/peroxygenases.
Proven and hypothetical proteins encoded in genomes or
transcripts of over 20 Basidiomycota (A. aegerita, C. radians,
L. bicolor, C. cinerea, Moniliophthora perniciosa, Ustilago
maydis, P. placenta, A. bisporus, Hebeloma cylindrosporum,
Pleurotus ostreatus, Lentinula edodes, Schizophyllum com-
mune, Paxillus involutus, Formitopsis palustris, T. versi-
color, Gloeophyllum trabeum, A. cinnamomea, P.
chrysosporium, Heterobasidion annosum, Melampsora
larici-populina, Puccinia triticina) and over 30 Ascomycota
(several families, see Fig. 7) were identified, but interesting-
ly, no homologous sequence was found in any of the fully
sequenced genomes of ascomycoteous yeasts (subphylum
Saccharomycotina) like Saccharomyces cerevisiae or Kluy-
veromyces lactis. APOs of both basidiomycetes and asco-
mycetes are seemingly organized in multigene families,
which correspond with the various isoforms/isozymes found
in A. aegerita and C. radians (Anh et al. 2007; Ullrich et al.
2009). Many of the putative ascomyceteous APO-like
Fig. 7 Simplified phylogenetic
tree derived from protein
sequences from characterized
heme-thiolate peroxidases and
homologous putative proteins. It
is based on the three character-
ized heme-thiolate peroxidases,
i.e., aromatic peroxygenases of
Agrocybe aegerita (AaeAPO)
and Coprinellus radians
(CraAPO) as well as chloroper-
oxidase from Caldariomyces
fumago (CfuCPO), and hypo-
thetical protein sequences de-
rived from genomic DNA
sequences deposited at Genbank
(http://www.ncbi.nlm.nih.gov/
nucleotide) mainly by genome
sequencing projects. The meth-
ods used to infer the phylogeny
is given in the supplementary
material. Bootstrap values (100
replications) of at least 90%
supporting the clusters are
shown for neighbor joining
method as first value, for maxi-
mum likelihood method as sec-
ond value and for maximum
parsimony method as third value
the branches leading to them
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sequences (including CfuCPO) belong to phytopathogenic
species or sooty-molds, and also among the basidiomycetous
sequences, are several of facultative pathogens including A.
aegerita. This fact may reflect a possible role of APOs in the
infection process, for example, by detoxifying methoxylated
plant ingredients (e.g., phytoalexins).
Several high-scoring hits for transcripts (29% identity,
47% similarity to AaeAPO) were also found for one species
of the Glomeromycota (Glomus intraradices), indicating that
such heme-thiolate peroxidases may also be present outside
the fungal subkingdom of Dikarya (i.e., Basidio- and
Ascomycota). This assumption is further supported by one
homologous transcript found in Cunninghamella elegans
(27% identity, 41% similarity to AaeAPO) that belongs to
the subkingdom Mucoromycotina (core group of former
Zygomycota). So, it is conceivable that heme-thiolate
peroxidases/peroxygenases belong to a phylogenetically old
protein superfamily and that homologous sequences origi-
nally had been present in all true fungi and might have
secondarily got lost in yeasts. Furthermore also five
oomyceteous species (Phytophthora infestans, Phytophthora
capsici, Phytophthora parasitica, Phytophthora sojae,
Pythium ultimum), which do not belong to the “true fungi”
but represent “fungus-like” organisms (“colorless algae”) of
the kingdom Chromalveolata have homologous genomic as
well as mRNA sequences of putative peroxygenases.
In multiple alignments of characterized and putative
sequences of this new superfamily, it becomes evident that
several sequence motifs are highly conserved among them
(Pecyna et al. 2009). Especially, the heme-binding region
(around Cys-29 in CfuCPO or Cys-36 in AaeAPO and
CraAPO) and residues around the conserved motif EXD
(which are contributing to the heme-propionate environ-
ment) present in the middle of the sequences show
extraordinary high conservation between all analyzed
sequences. A phylogenetical tree based on this multiple
alignment of the amino acid sequence of CfuCPO,
AaeAPO, and CraAPO and several hypothetical sequences
(see supplementary material for details) strongly indicates
several distinct families within the heme-thiolate peroxi-
dase/peroxygenase superfamily (Fig. 7). Thus AaeAPO and
CraAPO on one hand and CfuCPO on the other seemingly
belong to two different families; however, the common
origin of both families appears to be undeniable. Further-
more, CfuCPO as such seems to have a somehow isolated
position within its own family. This may be due to limited
sequence information on species related to C. fumago that
has an uncertain position within the Ascomycota. The
sequences in the APO-like family, which, so far, exclusive-
ly consists of basidiomyceteous fungi, show sequence
similarities to each other of up to 74%, but just 41% to
CfuCPO and this just in the N-terminal two thirds of the
protein including the conserved heme-thiolate region and
EXD motif; the C-terminal parts of both enzyme families
are totally different (Pecyna et al. 2009).
Dye-decolorizing peroxidases
Dye-decolorizing peroxidases (DyP-type peroxidases) or
shortly DyPs represent a second new superfamily of heme
peroxidases identified in fungi (and later also in bacteria)
(Kim and Shoda 1999a; Kim and Shoda 1999b; Zubieta et
al. 2007a; Zubieta et al. 2007b). These enzymes oxidize
various dyes, in particular xenobiotic anthraquinone deriv-
atives, as well as typical peroxidase substrates such as
ABTS and phenolics (Sugano 2009; Sugano et al. 2009).
Some DyPs have also been reported to cleave β-carotene
and other carotenoids as well as to oxidize methoxylated
aromatics such as veratryl alcohol and a nonphenolic β-O-4
lignin model compound (Zelena et al. 2009a; van Bloois et
al. 2009; Liers et al. 2010, Fig. 8).
First indications for the existence of this new type of
peroxidase were reported in 1995 within a screening for
microorganisms decolorizing xenobiotic dyes (Kim et al.
1995). One fungal isolate—formerly named Geotrichum
candidum Dec 1 and later assigned to the phytopathogenic
basidiomycete Thanatephorus cucumeris (anamorph Rhi-
zoctonia solani; Juliána et al. 1999)—was able to decolor-
ize 18 types of reactive, acidic, and dispersive dyes (Sato et
al. 2004). A concentrated crude preparation of the fungus’
culture liquid showed a 100-fold higher decolorizing activity
in the presence of H2O2 than the original culture broth. In
1999, the responsible enzyme was purified, characterized,
and named DyP. It turned out to be a glycosylated heme
protein (17% sugars) with a Soret band at 406 nm, a
molecular mass of 60 kDa and a pI of 3.8 (see also Table 1).
Later, it was shown that T. cucumeris produces several DyP
isozymes, which are difficult to separate from each other
(Kim and Shoda 1999b). One dyp gene was cloned and
heterologously expressed in Aspergillus oryzae and E. coli
(Sugano et al. 1999; Sugano et al. 2000; Sugano et al. 2007).
Independent of these investigations, DyP-type enzymes have
also been found and characterized in other fungi and bacteria
over the last years.
Structural comparison and sequence alignments of DyP-
type peroxidases with representative members of all classes
of the plant, bacterial, and fungal peroxidases demonstrated
that DyP-type peroxidases cannot be classified within either
of these families (Sugano et al. 2007; Zubieta et al. 2007a).
They show only little sequence similarity (0.5–5%) to
classic fungal peroxidases such as lignin and manganese
peroxidases or CiP, and lack the typical heme-binding
region, which is conserved in the whole plant peroxidase
superfamily (one proximal His, one distal His, and one
essential Arg; Sugano et al. 1999; Faraco et al. 2007;
Sugano 2009).
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Phylogenetical relations of DyP-type peroxidases
Up to now, ten complete protein sequences from character-
ized enzymes (including two isozymes, DyP1 and DyP2,
from T. cucumeris) were published (see Fig. 9): namely
from the basidiomycetes Termitomyces albuminosus, Mar-
asmius scorodonius6 (two enzymes, MsP1 and MsP2), an
cyanobacterial species Anabaena sp. (AnaPX) and the
bacterial species E. coli (YcdB), Bacillus subtilis (YwbN),
Bacteroides thetaiotaomicron (BtDyP), Shewanella onei-
densis (TyrA), and Thermobifida fusca (TfuDyP; Kim and
Shoda 1999a; Scheibner et al. 2008; Sugano et al. 1999;
Sturm et al. 2006; Ogola et al. 2009; Jongbloed et al. 2004;
Zubieta et al. 2007a; Zubieta et al. 2007b; Shimokawa et al.
2009; van Bloois et al. 2009). Furthermore, there is a recent
report on DyP-like proteins in the jelly fungus Auricularia
auricula-judae (AauDyP, Liers et al. 2010), but for this
enzyme, only the N-terminal and an internal peptide
sequence are available (that shows over 80% identify to
MsP2-DyP from M. scorodonius). In addition to these
characterized proteins, almost thousand putative DyP-type
peroxidase sequences can be found in GenBank via BLAST
searches. The vast majority of these putative sequences are
found in bacteria, so that van Bloois and colleagues (2009)
have even suggested to rename the DyP-type superfamily
into the superfamily of “bacterial peroxidases.” For this
review, we have nevertheless focused on fungal sequences
(Fig. 9).
The DyP-type peroxidase superfamily groups into two
large families of sequences, which seemingly do not share a
common origin on the protein sequence level, but share a
conserved spatial structure (two domains containing α-
helices and anti-parallel β-sheets, which adopt a unique
ferredoxin-like fold) and some conserved residues in the
heme-binding site (in particular the GXXDG motif, see also
Sugano 2009 and Fig. 10). The first family contains two
subfamilies with homologous sequences from quite differ-
ent organisms. On the one hand, there is a fungal subfamily
comprising sequences of all characterized fungal DyP-type
peroxidases including the eponymous DyP from T. cucu-
meris as well as some putative homologous sequences
found in other fungi. According to putative fungal DyP
Fig. 8 Overview of reactions catalyzed by DyP-type peroxidases. a
Oxidative degradation of anthraquinone compounds to phthalic acid,
unstable aminobenzene derivatives and polymerization products of
azobenzene (modified according to Sugano et al. 2009). b Oxidative
cleavage of azobenzenes (Kim and Shoda 1999a, b; Liers et al.
2009a). c Phenol oxidation via a phenoxyl radical intermediate to the
corresponding quinone. d β,β-carotene oxidation into the fragrance
compounds β-ionone and β-apo-10′-carotenal (modified according to
Scheibner et al. 2008). e Oxidation of non-phenolic aromatics, e.g.
veratryl alcohol via proposed aryl cation radical formation to the
corresponding veratraldehyde (Liers et al. 2010). f Sulfoxidation of
aromatic sulfides (van Bloois et al. 2009)
6 According to the Index fungorum (http://www.indexfungorum.org),
the species is referred to as Mycetinis scorodonius named by Wilson
and Desjardin (2005).
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sequences in genomes of fully sequenced organisms, these
peroxidase genes are arranged in multigene families, which
are additionally supported by the several isoforms of DyP
reported for T. cucumeris (Kim and Shoda 1999b; Sugano
et al. 2007; Shimokawa et al. 2009). Furthermore, putative
sequences were also found in a number of ascomycetes (but
again not in ascomycetous yeasts; Zubieta et al. 2007a, b;
Sugano 2009). On the other hand, there is a second
subfamily containing exclusively bacterial sequences (over
100) homologous to DyP from T. cucumeris, and it is the
only family which contain also cyanobacterial sequences
including that of the recently characterized protein AnaPX
from an Anabaena sp. (Ogola et al. 2009).
The second family of the DyP-type peroxidase super-
family consists mainly of bacterial sequences (over 700),
which group at least into two subfamilies. One subfamily
contains all characterized bacterial DyP-type enzymes
sharing an exclusive secretion pathway, which is indepen-
dent of the classical Sec pathway and mediated by a twin-
arginine translocation (Tat) motif in the signal peptide
(Jongbloed et al. 2004). Tat-translocated DyP-type perox-
idases such as TfuDyP (van Bloois et al. 2009), YcdB
(Sturm et al. 2006; Cartron et al. 2007), and YwbN
(Kolkman et al. 2008) and homologous putative proteins
Fig. 10 Conserved residues in the heme-binding site of DyP-type
peroxidases including the characteristic GXXDG motif
Fig. 9 Multiple alignment of fungal and bacterial protein sequences
from characterized DyP-type peroxidases and selected homologous
putative proteins derived from genomic DNA deposited in GenBank.
Protein signatures of single DyP-type families or subfamilies are given
in brackets, where available from Pfam, TIGRFAM or InterPro
databases. Bootstrap values (1,000 replications) supporting the
clusters are shown above (maximum parsimony method) or below
(maximum likelihood method) the branches leading to them
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share about 27% identity and 41% similarity to a second
subfamily containing all proteins homolog to TyrA or
BtDyP (Zubieta et al. 2007a, b). However, TyrA and BtDyP
share only 33% identity and 55% similarity, for which
reason they could be also regarded as subfamilies on their
own. Many of the putative bacterial DyP-type peroxidases
of this subfamily are predicted to be cytoplasmic enzymes.
Interestingly, ten putative protein sequences from ascomy-
cetes homologous to this second subfamily were found by
BLAST searches, too.
In conclusion, the both large families in the DyP-type
peroxidase superfamily show only less sequence similarity
to each other and contain both fungal and bacterial
members. DyP-type peroxidases have already been includ-
ed as a separate superfamily in several databases, such as
PeroxiBase (http://peroxibase.toulouse.inra.fr), Pfam (http://
pfam.sanger.ac.uk), TIGRFAM (http://www.jcvi.org/cms/
research/projects/tigrfams/overview), InterPro (http://www.
ebi.ac.uk/interpro), or Conserved Domain database (CDD,
http://www.ncbi.nlm.nih.gov/Structure/cdd/cdd.shtml). In
Fig. 9, the respective protein signatures for the families
and subfamilies assigned by the mentioned databases are
given in brackets (where possible).
Specific features of DyP-type peroxidases
A characteristic feature of all DyP-type peroxidases studied
so far is their ability to oxidize synthetic high-redox
potential dyes of the anthraquinone type, which can only
hardly be oxidized by other peroxidases (Kim and Shoda
1999b). This catalytic feature makes DyP-type peroxidases
interesting for applications in the waste treatment sector
(Syoda et al. 2006). Though the catalytic cycle of DyP and
the cleavage of dyes are not fully understood yet, there are
indications for a unique mechanism that includes, besides
typical peroxidative reactions, the hydrolytic fission of the
anthraquinone back bone (Sugano et al. 2009; Sugano
2009). The latter assumption is supported by the identifi-
cation of phthalic acid as cleavage product of the
recalcitrant dye Reactive Blue 5 (Fig. 8).
The spectroscopic characteristics of DyP in the presence
of an equivalent of peroxide resemble those of a typical
peroxidase compound I but formation of compound II has
not been observed so far (Sugano et al. 2007). The process
of compound I formation in DyPs differs from other heme
peroxidases, since an aspartate replaces the distal histidine
that is usually responsible for H2O2 binding (Fig. 11). In
this sense, DyPs resemble heme-thiolate peroxidases
(CfuCPO, APOs), which contain the related amino acid
glutamate at the respective position (Pecyna et al. 2009).
The high stability of DyPs is another remarkable property
of these enzymes and makes them attractive for applications
under rather harsh conditions. Pühse et al. (2009) reported
that purified dimeric MsP1 (DyP-type peroxidase of M.
scorodonius) was exceptional stable both under high
pressure (up to 2,500 bar) and elevated temperatures (up to
70 °C). Thus remarkably, the activity of MsP1 toward ABTS
and β-carotene increased by a factor of two when the pres-
sure was increased to 500 bar. As indicated by fluorescence
and small-angle X-ray scattering data, the increased activity
may result from slight structural changes stabilizing the transi-
tion state of the enzymatic reaction. MsP1 can be produced in
high yields as recombinant protein in E. coli or Aspergillus
spp. (Zelena et al. 2009b; Zorn et al. 2008, personal com-
munication) and there are current patents and papers
describing its usefulness in the food sector (e.g., bleaching
of whey and other food products, preparation of isoprenoid
flavors; Zorn et al. 2005; Fleischmann and Zorn 2008;
Zelena et al. 2009b). Recombinant MsP has successfully
been licensed (MaxiBright™) for the application in bleaching
of an apocarotenoid (annatto=orange to red food coloring)
contained in whey and other milk products (http://www.dsm.
com/en_US/html/dfsd/enzymes-maxibright.htm). Scheibner et
al. (2008) showed that the oxidation of β-carotene by MsP
can proceed in a peroxide-independent, oxygen-requiring
route (“pseudo-oxidase activity”). Such peroxide-independent
Fig. 11 Proposed formation of compound I by DyP. Aspartate and
arginine function as proton acceptor and charge stabilizer; a represents
the resting state of DyP, b the same with bound H2O2 (“pre-compound
0”), and c compound 0 (DyP-[OOH]− complex). Aspartate acts as an
acid-base catalyst and peroxide is heterolytically cleaved, which
results in the formation of compound I (d; modified according to
Sugano et al. 2007; Sugano 2009)
Appl Microbiol Biotechnol (2010) 87:871–897 889
328
oxidations are also known for the oxidation of indole 3-acetic
acid by plant peroxidases (Gazarian and Lagrimini 1998;
Savitsky et al. 1999) and oxidations catalyzed by MnP
(Hofrichter et al. 1998; Urzúa et al. 1998). It has been
proposed that this autocatalytical process in the presence of
dioxygen leads to superoxide radicals and in turn to
peroxides which can be used by peroxidases (Hofrichter et
al. 2001; Savitsky et al. 1999; Gazarian and Lagrimini 1996;
Gazarian et al. 1998).
Under acidic conditions, DyPs seem to be quite
robust. Liers et al. (2010) described a DyP isoform of
A. auricula-judae which did not lose any activity during
4 h of incubation at pH 2.5. The secretion of this DyP by
A. auricula-judae under conditions close to nature (i.e., in
wood cultures; Liers et al. 2010) and their ability to cleave
nonphenolic lignin model compounds (indicative for a
ligninolytic activity) may shed new light on the possible
physiological function of these enzymes (Liers et al.
2009). Based on the oxidation of different p-substituted
phenols according to a method of Ayala et al. (2007), there
are indications that the redox potential of DyPs range
between those of high-redox potential peroxidases (i.e.,
∼1.5 V for LiP and VP) and low-redox potential
peroxidases (i.e., ∼0.8–1.0 V for plant peroxidases). For
five tested representative DyPs a redox potential of at least
∼1.2 V has been calculated (unpublished result), which
may be, at low pH (1.5–3.0), sufficient to oxidize
nonphenolic lignin structures (Liers et al. 2010; see also
Fig. 8). These findings indicate that DyP-type peroxidases
may be part of an “alternative” biocatalytic system for the
direct oxidation of recalcitrant methoxylated aromatics
within the lignin polymer.
Owing to their marked physical and catalytic properties,
DyPs may become valuable tools for industrial applications
(Pühse et al. 2009). The pretreatment of natural lignocellu-
loses with the MsP1 has already been shown to facilitate
their subsequent saccharification by cellulases (Zorn et al.
2008). Since not all DyPs (irrespective whether they are of
fungal or bacterial origin) oxidize veratryl alcohol (Sugano
et al. 2007) or even nonphenolic lignin models, it will have
to be clarified how widespread this ability is within this
superfamily and whether DyPs can also oxidize and cleave
polymeric lignin.
Conclusions and outlook
Due to the findings of the recent years, the classification
systems of fungal secretory heme peroxidases may
warrant an update and some modifications. In addition
of grouping DyPs and heme-thiolate peroxidases (APOs,
CfuCPO) in separated superfamilies (that has already been
done for DyPs and CPO in PeroxiBase but not for APOs;
Sugano 2009; Pecyna et al. 2009), it will be also worth
thinking about new EC numbers for them. DyPs efficiently
oxidize recalcitrant anthraquinone dyes such as Reactive
Blue 5 that are only hardly susceptible to other peroxidases.
Thus, in a similar way as VP has been described as
Reactive Black 5:H2O2 oxidoreductase (EC 1.11.1.16),
DyPs could be classified under a new EC number (maybe
1.11.1.17) as Reactive Blue 5:H2O2 oxidoreductase; a
respective suggestion has already been made by Sugano
(2009).
The situation in case of APOs is even more complex,
since the efficient transfer of peroxide oxygen (i.e., peroxy-
genase activity) is—so far—not considered in the EC
system, and the PeroxiBase database just contains CfuCPO
as the only characterized member of the “quasi” superfam-
ily of haloperoxidases. Concerning EC nomenclature, there
may be two possibilities: either selecting a substrate that is
not converted by any other peroxidase (e.g., pyridine,
naphthalene, tetrahydrofuran) and grouping APO under EC
1.11.1.x or considering the strong peroxygenase activity and
broad substrate/reaction spectrum of this enzyme type and
creating a new sub-subclass of peroxide-dependent enzymes
(EC 1.11.2.x: enzymes acting on peroxide as electron accep-
tor with incorporation of one oxygen atom from peroxide
into the substrate). Following the description of certain
P450s (EC 1.14.14.1), an unspecific mono-peroxygenase
may be defined and grouped into this new sub-subclass
(Hofrichter et al. 2009). In this context, also CfuCPO may be
reclassified as separate entry in this new sub-subclass, since
the oxidation of chloride (Cl−) is actually a peroxygenation
into hypochlorous acid and the enzyme shows also moderate
peroxygenative activities toward activated carbons.
Last but not the least, it will be necessary in the near
future to specifically seek for new members of the DyP-type
and heme-thiolate peroxidase superfamilies, in particular on
the protein level, to fill the gap between comprehensive
sequence data (mostly of putative proteins) and lacking
information on catalytic and structural properties. That way,
an arsenal of new biocatalysts could be obtained, which may
suitably complement the activities of classic peroxidases (in
particular of ligninolytic enzymes that are not yet fully
exploited), for industrial oxidations and redox conversion
processes as well as for basic research on peroxidase
reactions.
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Abstract Catalytic and physicochemical properties of repre-
sentative fungal dye-decolorizing peroxidases (DyPs) of
wood- (WRF) and litter-decomposing white-rot fungi (LDF)
are summarized and compared, including one recombinant
Mycetinis scorodonius DyP (rMscDyP; LDF), the wild-type
Auricularia auricula-judae DyP (AauDyP; WRF), and two
new DyPs secreted by the jelly fungi Exidia glandulosa
(EglDyP; WRF) and Mycena epipterygia (MepDyP; LDF).
Homogeneous preparations of these DyPs were obtained after
different steps of fast protein liquid chromatography, and they
increase the total number of characterized fungal DyP proteins
to eight. The peptide sequences of AauDyP, MepDyP, and
EglDyP showed highest homologies (52–56 %) to the DyPs
of M. scorodonius. Five out of the eight characterized fungal
DyPs were used to evaluate their catalytic properties compared
to classic fungal and plant heme peroxidases, namely lignin
peroxidase of Phanerochaete chrysosporium (PchLiP; WRF),
versatile peroxidase of Bjerkandera adusta (BadVP; WRF),
and generic peroxidases of Coprinopsis cinerea (CiP) and
Glycine max (soybean peroxidase0SBP). All DyPs tested pos-
sess unique properties regarding the stability at low pH values:
50–90 % enzymatic activity remained after 4-h exposition at
pH2.5, and the oxidation of nonphenolic aromatic substrates
(lignin model compounds) was optimal below pH3. Further-
more, all DyPs efficiently oxidized recalcitrant dyes (e.g., Azure
B) as well as the phenolic substrate 2,6-dimethoxyphenol.
Thus, DyPs combine features of different peroxidases on the
functional level and may be part of the biocatalytic system
secreted by fungi for the oxidation of lignin and/or toxic aro-
matic compounds.
Keywords Dye-decolorizing peroxidase . Redox potential .
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Introduction
Many wood-decay fungi, in particular the numerous white-
rot species, are found in the new class of Agaricomycetes
that includes among others all polyporous, corticoid, and
agaric Basidiomycotina as well as a number of jelly fungi
formerly grouped into the heterobasidiomycetes (Hibbett
2006). Members of this class are the most efficient
degraders of recalcitrant biopolymers such as lignin and
known to secrete high-redox potential peroxidases to this
end. These proteins possess a ferriprotoporphyrin IX (heme)
as prosthetic group and exhibit a broad substrate spectrum
that includes organic and inorganic compounds (Welinder
1992; Dunford 1999; Morgenstern et al. 2008). Thus, they
catalyze one-electron oxidations resulting in the formation
of free radicals (phenoxyl and aryl cation radicals) or reac-
tive cations (Mn3+), which are the basis for the destruction
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of lignin, humic substances, and toxic compounds (Ashby
2008; Hammel and Cullen 2008). According to their amino
acid sequences as well as functional and structural proper-
ties, these fungal peroxidases are grouped in class II of the
superfamily of plant and microbial peroxidases (Welinder
1992) and comprise manganese peroxidase (MnP, EC
1.11.1.13), lignin peroxidase (LiP; EC 1.11.1.14), and ver-
satile peroxidase (VP; EC 1.11.1.16) as well as Coprinopsis
cinerea (syn. Coprinus cinereus) peroxidase (CiP, EC
1.11.1.7) (Welinder 1992; Welinder et al. 1992). Meanwhile,
however, new representatives of microbial peroxidases—
unspecific peroxygenases (UPO) and dye-decolorizing per-
oxidases (DyP-type peroxidases, shortly DyPs)—have been
discovered, which do not fit into this classification system
(Pecyna et al. 2009; Sugano 2009). They possess consider-
ably divergent protein sequences and unique catalytic proper-
ties, which does not allow their classification into the class II
peroxidase family but justifies their affiliation to separate
(super)families of heme peroxidases (Sugano 2009; Hofrichter
et al. 2010).
According to sequence information from genetic data-
bases, DyPs are widely spread among the agaricomycetes
and other eumycotic fungi, and hundreds of putative DyP
sequences are found in bacterial genomes (Hofrichter et al.
2010; Fernandez-Fueyo et al. 2012; Floudas et al. 2012).
Although fungal and bacterial DyPs show hardly sequence
homology and belong to separate protein families and sub-
families (Hofrichter et al. 2010), they share an “atypical”
molecular architecture, mechanistic characteristics (perox-
ide binding), and substrate specificities (oxidation and cleav-
age of anthraquinone dyes) (Ullrich et al. 2004; Pecyna et al.
2009; Sugano 2009; Hofrichter et al. 2010). The subfamily of
fungal DyPs comprises about 80 putative members with un-
known physiological function as well as the six certainly
characterized DyP proteins from four agaricomyceteous spe-
cies (Sugano 2009; Liers et al. 2010).
We have recently reported that the DyP of the wood-
rotting fungus Auricularia auricula-judae (AauDyP) can
oxidize nonphenolic lignin model compounds (e.g., veratryl
alcohol, β-O-4 lignin model dimers), a catalytic property
that has been so far only attributed to high-redox potential
peroxidases (LiP and VP) (Kirk et al. 1986; Lundell et al.
1993). This finding is in contrast to results reported for the
first described and eponymous DyP from Thanatephorus
cucumeris [nowadays, DyP of Bjerkandera adusta; accord-
ing to ITS-sequence-based studies, the fungal strain has been
re-classified as the white-rotter B. adusta (Ruiz-Duenas et al.
2011)], which is seemingly not able to oxidize methoxylated
aromatics such as veratryl alcohol (Kim and Shoda 1999;
Sugano et al. 2000).
To confirm the results obtained with AauDyP and to get
better insight into substrate oxidation by DyPs, we compare
here—for the first time—catalytical and physicochemical
properties of a representative number of fungal DyPs, all
secreted by white-rotting fungi, including a recombinant one
from the litter-decomposer Mycetinis scorodonius (formerly
Marasmius scorodonius; rMscDyP), two wild-type AauDyP
isoforms (AauDyP1 and 2), and two new representatives
from wood- and litter-degrading fungi Exidia glandulosa
(EglDyP) and Mycena epipterygia (MepDyP), respectively.
Materials and methods
Organisms, enzyme production, and purification
All fungal strains used, A. auricula-judae (Jew’s ear; DSZM
11326), E. glandulosa (Black witch’s butter; DSMZ 1012),
and M. epipterygia (yellow-stemmed Mycena; K2), are de-
posited in the German Collection of Microorganisms and
Cell Cultures (Deutsche Sammlung von Mikroorganismen
und Zellkulturen GmbH, Braunschweig, Germany), the
Fungal Biotechnology Culture Collection (University of
Helsinki, Finland; designation K), and the culture collection
of the Department of Bio- and Environmental Sciences
(International Graduate School of Zittau, Germany). The
fungi were stored on 2 % malt-extract agar (MEA) in culture
slants at 4 °C in the dark and were routinely precultured on
2 % MEA plates for 2 weeks.
Production of all wild-type DyPs (EglDyP, MepDyP, and
AauDyP) was carried out according to the protocols and
methods described previously using complex liquid media
based on tomato juice (TJM) or soybean meal suspension
(SBS, 2 %) (Ullrich et al. 2004; Liers et al. 2010). In the
case of EglDyP, enzyme production was stimulated by the
addition of guaiacol (1 mM) or β-carotene (0.2 mM; solu-
bilized in 70 % ethanol and 5 % Tween 80) to the TJM on
day8 of cultivation (Zorn et al. 2003). MepDyP was pro-
duced in a stirred-tank bioreactor (10-l, Biostat B; Braun
Biotech International GmbH, Melsungen, Germany) con-
taining 7 l of SBS. The bioreactor was inoculated with 1 l
of a homogenized fungal suspension precultured in 200 ml
SBS as described previously (Ullrich et al. 2004).
Recombinant DyP from M. scorodonius (rMscDyP
corresponding to the MsP1 gene, Scheibner et al. 2008)
was provided by DSM (Delft, The Netherlands). CiP was
produced using a glucose–malt extract medium and purified
according to (Ikehata et al. 2004). LiP from Phanerochaete
chrysosporium (PchLiP) purchased as crude preparation
from JenaBios GmbH (Jena, Germany), SBP obtained from
Sigma-Aldrich (Weinheim, Germany) and VP of B. adusta
(BadVP) prepared as reported previously (Liers et al. 2010)
served as reference enzymes and were studied under the same
conditions as the DyPs.
Culture liquids containing the envisaged proteins were
harvested when the peroxidase activity [measured by the
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oxidation of 2,2′-azino-bis(3-ethylbenzothiazoline-6-sulfonic
acid) ABTS] reached maximum levels. After concentration
and diafiltration using different ultrafiltration devices (Ullrich
et al. 2004; Liers et al. 2010), the crude peroxidases (EglDyP,
MepDyP, AauDyP, CiP, and BadVP) were purified by several
steps of fast protein liquid chromatography (FPLC, Äkta
Explorer, GE Healthcare Europe GmbH, Freiburg, Germany)
using different ion exchangers (Mono Q or S, GE Healthcare
Europe GmbH; 10 mM sodium acetate buffer; pH range 4.0–
6.0), size exclusion chromatography (SEC) columns (Super-
dex 75, GE Healthcare Europe GmbH; 50 mM sodium acetate
buffer; pH6.8; 100 mM sodium chloride) and a chromatofo-
cusing column (Mono P, GE Healthcare Europe GmbH; pH
7.0→4.0) as described previously (Ullrich et al. 2004, 2009;
Liers et al. 2010). Prior to use, rMscDyP, crude PchLiP, and
SBPwere subjected to a final purification step using the strong
anion exchanger Mono Q (in 10 mM sodium acetate, pH5.0)
(Gillikin and Graham 1991; Asther et al. 1992; Scheibner et
al. 2008).
Enzymatic reactions
Peroxidase activity of most enzymes including DyPs was
determined with ABTS at pH4.5 as described previously
(Liers et al. 2010). The activity of SBP and CiP was measured
accordingly but at higher pH (5.5 and 6.8, respectively) (Ayala
et al. 2007).
Further DyP activities were spectrophotometrically mea-
sured by following the changes in the absorption at substrate-
specific wavelengths. Thus, the phenol-oxidizing activity was
detected using 2,6-dimethoxyphenol (2,6-DMP, ε4690
27.5 cm−1mM−1) in sodium citrate buffer (50 mM, pH4.5)
(Bollag et al. 1979), the oxidation of the synthetic dyes Reac-
tive Black 5 (RBlack5, ε598047.6 cm
−1mM−1) (Heinfling et
al. 1998) and Reactive Blue 5 (RBlue5, ε59808.0 cm
−1mM−1)
(Shimokawa et al. 2008) was followed in sodium tartrate or
sodium citrate buffer (50 mM) at pH3.0 and 4.5, respectively.
The conversion of the recalcitrant heterocyclic dye Azure B
(ε647061.2 cm
−1mM−1) (Camarero et al. 2005) and of veratryl
alcohol (ε31009.3 cm
−1mM−1) (Tien and Kirk 1988) was
measured at pH3.0 in sodium tartrate buffer (50 mM). Re-
spective oxidations catalyzed by PchLiP, BadVP, SBP, and
CiP were performed under the same conditions, except
the conversion of 2,6-DMP that was carried out at the
pH optimum of each enzyme (pH3.0, 5.5, and 6.8,
respectively, Table 1). The oxidation of manganese(II)
ions (Mn2+) was measured in sodiummalonate buffer via the
formation of Mn3+–malonate complexes (Hofrichter et al.
1999; Nüske et al. 2002). All reactions were started by addi-
tion of H2O2 (100 μM for all enzymes tested).
Conversion of the β-O-4 lignin model dimer “adlerol”
[1-(3,4-dimethoxyphenyl)-2-(2-methoxyphenoxy)propane-
1,3-diol, 0.2 mM] (Hatakka et al. 1991) and 1,3,5-
trimethoxybenzene (1,3,5-TMB, 0.2 mM) was performed
in sodium tartrate buffer (50 mM, pH3) and started by the
addition of H2O2 (200 μM). In the course of an overall
reaction time of 60 s, every 5 s, further H2O2 (200 μM;
12×5 μl 10 mM H2O2) was added to the stirred reaction
mixture with an electric multichannel-pipette (8-channel,
Eppendorf, Germany). After 60 s, the reaction was stopped
by adding trifluoroacetic acid (final concentration, 2 % w/w),
and the mixture was analyzed by high-performance liquid
chromatography as described previously using a reversed
phase C18-column (Synergi, Phenomenex, Aschaffenburg,
Germany) and an HP 1200 liquid chromatograph (Agilent,
Waldbronn, Germany) (Liers et al. 2007). Metabolites were
identified by means of authentic standards (veratralde-
hyde, 2,6-dimethoxy-p-benzoquinone). All reactions were
performed in triplicates at 23 °C. Controls were incubated
under the same conditions but without or heat-denatured
enzymes. Specific activity of each peroxidase (DyPs, PchLiP,
BadVP, CiP, and SBP) are quoted as units per milligram
protein (Umg−1); one enzyme unit catalyzes the formation
(or respectively degradation) of 1 μmol product (or substrate)
per minute.
Organic solvents and hydrogen peroxide (H2O2, 30 %)
were obtained from Merck (Darmstadt, Germany). All other
chemicals used were purchased from Sigma-Aldrich.
Adlerol (nonphenolic β-O-4 lignin dimer) was synthesized
as described by Hatakka et al. (1991). Dyes were purchased
from Sigma-Aldrich (RBlack5, Azure B) and from Nanjing
Samwon International Ltd. (Nanjing, China) (RBlue5).
Protein characterization
Protein purity and molecular weights of all peroxidases studied
were determined by sodium dodecyl sulfate polyacrylamide gel
electrophoresis (SDS-PAGE) according to Laemmli using
precast gels (Invitrogen, Karlsruhe, Germany) as described
previously (Laemmli 1970; Liers et al. 2010). Isoelectric
focusing of the new DyPs (EglDyP and MepDyP) was per-
formed with precast gels (Novex IEF gel, Invitrogen),
which were stained with 2,6-DMP and the colloidal blue
staining kit of Invitrogen (Liers et al. 2010). UV-Vis spectra of
purified enzymes were recorded in the wavelength range from
200 to 750 nm using a Carry 50 spectrophotometer (Varian,
Darmstadt, Germany).
Apparent Michaelis–Menten constants (Km) and catalytic
constants (kcat) of all DyPs were determined for the cosub-
strate H2O2 using varying peroxide concentrations (0.5–
500 μM) in the presence of 0.3 mM ABTS in 50 mM
sodium citrate buffer at pH4.5. The catalytic constants for
PchLiP, BadVP, SBP, or CiP were determined accordingly
at their pH optima (pH3.0, 5.5, and 6.8, respectively). The
effect of pH on the oxidation of 2,6-DMP and veratryl
alcohol was tested using the assays described above in
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50 mM sodium citrate buffer (pH2.0–6.0) and 50 mM HCl–
glycine buffer (pH1.2–3.4), respectively (Liers et al. 2010).
The stability of all peroxidases was tested by incubating
them at pH2.5 for 4 h (Liers et al. 2010).
Peptide analysis and gene identification
N-Terminal amino acid sequencing of the new DyPs (Egl-
DyP and MepDyP) by Edman degradation and internal
peptide sequencing using matrix-assisted laser desorption/
ionization tandem mass spectrometry (MS/MS) and electro-
spray ionization MS/MS were performed by Protagen AG
(Dortmund, Germany) after electroblotting as described ear-
lier (Liers et al. 2010). PCR conditions, degenerated primers
used (Table S1), and sequencing strategies for the identifi-
cation of the genes of EglDyP, MepDyP, and AauDyP were
included as Supplementary Material. Sequences of
A. auricula-judae dyp1, E. glandulosa, and M. epipterygia
messenger RNA (mRNA) were deposited in EMBL nucleo-
tide database (http://www.ebi.ac.uk/embl/) under accession
numbers JQ650250, JQ650251, and JQ650252, respectively.
For identification of catalytic important aromatic amino
acid residues within the DyP family 1, the obtained Aau-
DyP1 sequence was used and compared with that of
B. adusta DyP (BadDyP, Sugano et al. 2007). Homology
modeling of AauDyP1 was made with RaptorX software
(Peng and Xu 2011; http://raptorx.uchicago.edu/) using the
crystal structure of BadDyP (PDB structure ID, 2D3Q_A).
The resulting model of AauDyP1 was superimposed using
PyMOL (The PyMOL Molecular Graphics System, Version
1.5.0.1 Schrödinger, LLC; http://pymol.org/) with the Bad-
DyP structure (∼56 and 67 % sequence identity and simi-
larity, respectively) resulting in root mean square deviation
of 1.43 over 432 aligned residues.
Results
Production and purification of two new fungal DyPs
The wood and respectively leaf-litter degrading agaricomy-
cetes E. glandulosa and M. epipterygia, which are abundant
species both in European and North American forests (Arora
1986), were found to produce an unspecific peroxidase activ-
ity in complex plant-based media (TJM and SBS) that turned
out to be related to DyP proteins (EglDyP and MepDyP).
MepDyP production was performed in a 10-l stirred-tank
bioreactor containing 7 l of SBS (in the Supplementary
Material Fig. S1A) and started from culture day 2 onwards.
The maximum MepDyP level of approximately 820 Ul−1
(i.e., up to 5,740 U in total) was reached on day 9. Laccase
and MnP were further oxidoreductases secreted by the fun-
gus under these culture conditions with maximum levels of
600 Ul−1 (on culture day 8) and 120 Ul−1 (on day 10),
respectively. The jelly fungus E. glandulosa produced only
moderate amounts of peroxidase (up to 120 Ul−1) in TJM.
Therefore, we tried to stimulate the enzyme production by
adding the elicitor guaiacol that eventually enhanced the
peroxidase level 5.5-fold (up to 690 Ul−1); the addition of
the plant terpene β-carotene doubled the peroxidase activity
Table 1 Overview of physicochemical properties and kinetic constants of fungal DyPs in comparison to fungal class II peroxidases (LiP, VP, and
CiP) and a plant class III peroxidase (SBP)
Peroxidase Organism Kinetic constants (H2O2 with ABTS) Physicochemical properties pH optima
pH Km (μM) kcat (s
−1) kcat/Km
(s−1M−1)
λmax (nm) mol weight
(kDa)
2,6-DMP Veratryl-alcohol
PchLiP Phanerochaete chrysosporium 3.0 89 1 1.1×104 408 42 3.0 3.0a
BadVP Bjerkandera adusta 3.0 17 57 3.4×106 407 46 3.0 3.0
CiP Coprinopsis cinerea 6.8 152 2,495 1.6×107 404 40 6.8* n.r.
SBP Glycine max 5.5 6 1 1.7×105 405 47 5.5 2.4b
rMscDyP Mycetinis scorodonius 4.5 5 55 1.1×107 406 69d 3.5 2.0
AauDyP1c Auricularia auricula-judae 4.5 10 268 2.7×107 405 51 4.5 1.4
AauDyP2c Auricularia auricula-judae 4.5 5 238 4.8×107 406 43 4.5 1.4
MepDyP Mycena epipterygia 4.5 11 1,047 9.5×107 405 61 4.0 2.5
EglDyP Exidia glandulosa 4.5 14 272 2.0×107 405 56 4.5 1.8
n.r. no reaction
a Tien and Kirk 1988
bMcEldoon et al. 1995
c Liers et al. 2010
d The wild-type enzyme has a higher mol weight of 75 kDa (Scheibner et al. 2008)
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(up to 290 Ul−1; in the Supplementary Material Fig. S1D).
EglDyP production in TJM supplemented with guaiacol was
finally scaled up from 0.5- to 5-l agitated Erlenmeyer flasks
to obtain sufficient protein for the subsequent purification of
the enzyme. EglDyP secretion was accompanied by a drastic
change in color from the characteristic red of TJM to purple
violet, which is an indication for the oxidative polymeriza-
tion of guaiacol and tomato ingredients (Liers et al. 2007).
The separation of MepDyP and EglDyP from SBS/
TJM components, colored pigments, and polymerization
products was achieved by FPLC using different ion
exchangers and SEC columns. The final purification
step led to homogeneous DyP proteins (in the Supple-
mentary Material Fig. S1B, C and E,F) with 9- and 14-
fold purification, specific activities of 384 and 174 Umg−1
along with Reinheitszahlen of 1.0 and 1.7, respectively, and an
enzyme recovery of 18 % for both enzymes MepDyP and
EglDyP. The production, purification, and first characteriza-
tion of two DyP-type peroxidases (at that time designated as
AjPI and AjPII) from A. auricula-judae were described in
Liers et al. (2010).
Gene and amino acid sequences
Genes designated as Aau-dyp1, Egl-dyp1, and Mep-dyp1
were found to be transcribed into mRNA in liquid cultures
of A. auricula-judae, E. glandulosa, and M. epipterygia,
exhibiting distinct peroxidase levels. The deduced open
reading frame of Aau-dyp1 [complementary DNA (cDNA)
sequence 1,527 nucleotides] encodes for 509 amino acids.
The known N-terminal peptide sequence from AjPI protein
from A. auricula-judae [ATSLNTIDIQGDILV; (Liers et al.
2010)] fits well with only one mismatch (I instead of D).
One de novo peptide at the C-terminus found in both AjP
proteins [TPATVGLDPIIGQNNGQPR, 1,948.0246 Da;
(Liers et al. 2010)] as well as the N-terminal peptide se-
quence of the AjPII protein [AGTGIHGVIILASDT; (Liers
et al. 2010)] perfectly fit into the protein sequence deduced
from Aau-dyp1. Since all found de novo and N-terminal
peptide sequences of both DyP proteins (Liers et al 2010)
can be mapped onto one protein sequence deduced from
Aau-dyp1, it can be assumed that both proteins are isoforms
originating from one gene sequence (refer to Supplementary
Material Fig. S2). The smaller protein AjPII might be the
result of a proteolytic event upon AjPI protein; therefore,
there is only one gene product that we hence consistently
name as “AauDyP1”, which is later processed to 109 resi-
dues smaller “AauDyP2”. The predicted molecular weights
are 47 and 29 kDa for AauDyP1 and AauDyP2, respectively
(without signal peptide). Both proteins should be heavily
glycosylated, considering the difference between the pre-
dicted molecular weights and the results of SDS-PAGE
(51 and 40 kDa, Liers et al. 2010). This finding also
explains why the characteristics of both isoforms seem
very similar (Tables 1 and 2).
The deduced open reading frame of Egl-dyp1 (cDNA
sequence 1,503 nucleotides) encodes for 501 amino acids.
The predicted molecular weight without signal peptide cor-
responds to a 46.4-kDa-sized protein. The N-terminal pep-
tide sequence and six de novo peptides perfectly match with
the deduced protein sequence. The deduced open reading
frame of Mep-dyp1 (cDNA sequence 1,578 nucleotides)
encodes for 526 amino acids that corresponds to a predicted
molecular weight of 49.7 kDa without signal peptide. The
N-terminus (DDALDIDNIQ) and three de novo peptides
match with the deduced protein sequence in all positions.
The protein sequences encoded by the three identified
genes were recognized as homologous to fungal DyP-type
Table 2 Comparison of the specific activities (Umg−1) of fungal DyPs for different substrates and fungal class II peroxidases (LiP, VP, and CiP) as
well as a plant class III peroxidase (SBP)
Redox potential (V) Substrate Sp act (Umg−1)
PchLiP BadVP rMscDyP AauDyP1 AauDyP2 MepDyP EglDyP CiP SBP
n.d. RBlue 5a 3 15 18 97 132 38 173 151 36
n.d. RBlack 5b 0.2 3 2 2 1 12 12 0 0
2,6-DMPa 2 1 31 278 220 96 129 169 92
Azure Bb 1 0.4 0.1 0.1 0.1 0.1 0.1 0 0
∼1.5 Veratryl alcoholb 7.8 4.3 0.7 0.3 0.2 0.2 0.4 0 0.01
∼1.5 β-O-4-dimerb 1 0.1 0.04 0.03 0.03 0.1 0.1 0 0
∼1.5 1,3,5-trimethoxybenzeneb 0.3 0.3 0.1 0.1 0.3 0.1 0.4 0 0
Mn2+ 0 81 0 0 0 0 0 0 0
Reactions with DyPs were performed at:
a Reactions with DyPs performed at pH4.5
b Reactions with DyPs performed at pH3.0
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peroxidases by a BLAST (Altschul et al. 1997) search with
highest identities to DyP-type peroxidases of M. scorodo-
nius (AauDyP 54 % and EglDyP 56 % to MscDyP1; and
MepDyP 52 % to MscDyP2). The protein alignment (Fig. 1)
shows highly conserved amino acids, involved in heme
binding (proximal His) and H2O2 reaction (Asp and Arg),
both in novel characterized DyPs (EglDyp1 and MepDyP1,
AauDyP1) and so far characterized fungal and several bac-
terial representatives of both DyP families (Fig. 1 and in the
Supplementary Material Fig. S3A and B).
Comparison of the superimposed BadDyP crystal
structure with the AauDyP1 homology model revealed
considerable structural similarity, especially around the
heme, which was also confirmed for MepDyP and Egl-
DyP as well as for rMscDyP (Fig. 1, and in the Sup-
plementary Material Fig. S2). The proximal histidine
(BadDyP: H308; AauDyP: H304) as well as four resi-
dues forming the binding pocket for H2O2 (Yoshida et
al. 2011; D171, R329, L354, F356 for BadDyP; D168,
R332, L357, and F359 for AauDyP) are at identical positions
in the 3D structure models. Further seven out of nine tyrosine
and tryptophan residues that are overlapping within the struc-
tural 3D comparison between AauDyP1 and BadDyP are
surface-exposed (Fig. 4b and c, marked in orange). Each
enzyme has also two tyrosines and two tryptophans that do
not overlap, e.g., in case of AauDyP, a surface-exposed Y147
(Fig. 4b, marked in pink).
Comparison of five fungal DyPs with other heme peroxidases
The physicochemical and kinetic properties of five fungal
DyPs, among them the two new enzymes (MepDyP and
EglDyP) and the recombinant protein (rMscDyP), are given
in Table 1. All DyP proteins studied here showed the typical
spectroscopic properties of heme peroxidases, i.e., a red
color caused by an absorption maximum (Soret band) be-
tween 403 and 406 nm. Their molecular mass (43–69 kDa)
is still in the range of typical heme peroxidases but tends to
be somewhat higher compared to class II peroxidases such
as PchLiP, BadVP, or CiP (Table 1). The fungal DyPs are
acidic proteins with isoelectric points (pIs) from 3.0 to 5.0
(3.5 and 3.6 for MepDyP and EglDyP, respectively, data not
shown) and resemble, in this respect, ligninolytic class II
peroxidases (e.g., pIs of LiPs03.1–4.7) (Hofrichter et al.
2010).
The affinity of all tested DyPs for the cosubstrate H2O2
(in the presence of the rate-limiting electron donor ABTS)
was rather high with apparent Km (H2O2) values of 5–
14 μM but is still in the magnitude as the respective values
of other fungal and plant peroxidases (e.g., Km of BadVP0
17 μM and of CiP0152 μM; Table 1). The apparent cata-
lytic efficiencies of DyPs for H2O2 (kcat/Km01.1×10
7 to
9.5×107s−1M−1) are higher than those of lignin peroxidase
(kcat/Km of PchLiP01.1×10
4M−1s−1) or horseradish peroxi-
dases (kcat/Km of HRP01.1×10
5M−1s−1), which indicates a
faster reaction with the reducing substrate (ABTS).
Unlike low-redox potential, phenol-oxidizing peroxi-
dases (SBS and CiP), all fungal DyPs tested here were able
to oxidize nonphenolic methoxylated aromatics. Although
the specific activities of DyPs for these substrates are an
order of magnitude lower (veratryl alcohol and β-O-4 di-
mer) or at best equal (1,3,5-TMB) compared to those of
PchLiP and BadVP (Table 2), this finding nevertheless
strongly indicates that DyPs rather belong to the high-
redox potential peroxidases (Hofrichter et al. 2010). For
example, MepDyP oxidized a dimeric β-O-4 ether
Fig. 1 Phylogenetic analysis of all fungal and selected bacterial dye-
decolorizing peroxidases defining two major families (I and II) (see
Supplementary Material Fig. S3A and B). The analysis was inferred
with neighbor-joining method using Poisson corrected protein distan-
ces and 1,000 bootstrap replicates. The analysis involved 259 protein
sequences, with a total of 1,326 positions. The protein alignment
includes two conserved stretches involved in heme binding and H2O2
reaction of fungal and bacterial representatives of both main families
including the novel characterized E. glandulosa and M. epipterygia
enzymes and the A. auricula-judae sequence. Arrows indicate struc-
tural and functional important positions deduced from 3D structure of
B. adusta (2D3Q_A; (Sugano et al. 2007) and that of bacterial repre-
sentatives (van Bloois et al. 2009)
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representing the major structural element of guaiacyl lignin,
in the absence of any redox mediator, under release of
veratraldehyde (Fig. 2a, peak 2); the other DyPs tested
formed veratraldehyde as well (data not shown), which
generally indicates their ability for Cα–Cβ ether cleavages.
As in case of LiP and VP, the reaction may proceed via an
aryl cation radical intermediate that later rearranges to give
the aldehyde (Kirk et al. 1986). Furthermore, all five DyPs
tested were capable of oxidizing 1,3,5-TMB to form 2,6-
dimethoxy-p-benzoquinone as the major metabolite. This is
again an indication for a LiP-like reaction mechanism that
includes one-electron removal from the aromatic ring, sub-
sequent water addition, and spontaneous demethoxylation
(Fig. 2b, peak 4) (Kersten et al. 1990).
The specific activities of the recombinant (rMscDyP) as
well as of wild-type DyPs (EglDyP and MepDyP, AauDyP1
and 2) towards veratryl alcohol (0.2–0.7 Umg−1) and the
nonphenolic β-O-4 lignin model dimer adlerol (0.03–
0.1 Umg−1) were found to be at best 10-fold lower compared
toPchLiP (7.8 and 1.0 Umg−1, respectively). The oxidation of
adlerol by BadVP (0.1 Umg−1) was only slightly better than
by MepDyP or EglDyP, nota bene under identical conditions
at pH3 that is not optimal for the DyP-catalyzed oxidation of
nonphenolic aromatics. Finally, we had to ascertain that the
specific activity for the oxidation of 1,3,5-TMB by DyPs (0.1-
0.4 Umg−1) was even higher (e.g., for EglDyP and AauDyP2)
than the activity of PchLiP or BadVP (0.3 Umg−1).
While the pH optimum for the oxidation of the phenolic
substrate 2,6-DMP by DyPs (pH3.5–4.5) was found to
range between that of ligninolytic peroxidases (pH3.0) and
the less acidic optima of SBP (pH5.5) and CiP (pH6.8), the
oxidation of nonphenolic aromatics by all tested DyPs
showed rather acidic pH optima, namely, pH1.4 for Aau-
DyP1 and AauDyP2, pH1.8 for EglDyP, as well as pH2.0
and 2.5 for rMscDyP and MepDyP, respectively (Table 1).
Interestingly, MepDyP exhibited similarly high pH stability
as AauDyP1 and remained 90 % active after 4 h incubation
at pH2.5. EglDyP lost about 50 % of its activity under these
conditions, while PchLiP was already completely inacti-
vated within the first 30 min (Fig. 3).
Anthraquinone dyes as RBlue5 have been described to be
the best substrates of DyP (Kim et al. 1995), and in fact, we
determined specific activities for this compound that ranged
from 18 Umg−1 (for rMscDyP) to 173 Umg−1 (for EglDyP,
Table 2). However, RBlue5 is not an exclusive substrate of
DyPs, and its conversion does seemingly not correlate with
the enzymes’ redox potential. Thus, low-redox potential CiP
showed a surprisingly high specific activity (151 Umg−1)
for this compound, while the activity of ligninolytic perox-
idases was comparatively low (15 and 3 Umg−1 for BadVP
and PchLiP, respectively). Interestingly, the recalcitrant azo-
dye RBlack5, which has been described as a specific sub-
strate of VP (Banci et al. 2003), was also oxidized by DyPs
and the activities (1–2 Umg−1 for AauDyPs and even
12 Umg−1 for MepDyp and EglDyP) were just slightly
Fig. 2 High-performance liquid chromatography elution profiles of
oxidation products obtained after treatment of adlerol (nonphenolic β-
O-4 lignin model dimer) (1) with MepDyP and PchLiP (a) and 1,3,5-
trimethoxybenzene (3) with EglDyP and PchLiP (b). The reactions
were performed in sodium tartrate buffer at pH3. Oxidation products
veratraldehyde (2) and 2,6-dimethoxy-p-benzoquinone (4)
Fig. 3 Stability of purified MepDyP (circles) and EglDyP (triangles)
at pH2.5 in comparison to AauDyP1 (diamonds) and PchLiP
(squares). Activity was determined using ABTS as substrate. All
experiments were performed in triplicate in sodium tartrate buffer at
20 °C (standard deviation <5 %)
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lower or even higher than that of BadVP; similar is valid
for Azure B, another high-redox potential dye typically
oxidized by LiP and VP (Table 2). On the other hand, as
expected, phenol-oxidizing SBP and CiP were not able to
convert these azo- and phenothiazine dyes; interestingly,
PchLiP did it only with relatively low activities (0.2–
1.0 Umg−1).
Although the oxidation of typical phenolics such as 2,6-
DMP (or guaiacol) is scarcely catalyzed by BadDyP
(Sugano et al. 2000), all DyPs tested here efficiently oxi-
dized 2,6-DMP (specific activities 31-278 Umg−1; Table 2),
which is comparable to the activities of phenol-oxidizing
peroxidases (92 and 169 Umg−1 for SBP and CiP, respec-
tively). Both PchLiP and BadVP converted 2,6-DMP just
inefficiently (1–2 Umg−1), maybe due to an inactivation
effect that is well known for LiP and observed for some
VP isoforms of Bjerkandera sp. (Chung and Aust 1995;
Taboada-Puig et al. 2011). As expected, the oxidation of
Mn2+ was merely catalyzed by BadVP, while DyPs, LiP,
HRP, and CiP did not exhibit any Mn2+-oxidizing activity.
Discussion
Up to now, just six fungal DyP proteins from four species
(B. adusta, formerly T. cucumeris—BadDyP; Termitomyces
albuminosus—TalDyP; M. scorodonius—MscDyP1 and 2;
A. auricula-judae—AauDyP1 and 2) have been described
(Johjima et al. 2003; Morgenstern et al. 2008; Kim et al.
2009; van Bloois et al. 2009; Liers et al. 2010). Our findings
clearly demonstrate that five fungal DyPs, including one
recombinant protein (rMscDyP) and two new representa-
tives (MepDyP and EglDyP), possess catalytic properties
both of high-redox potential peroxidases (LiP and VP) ox-
idizing nonphenolic aromatics and RBlack5 and low-redox
potential peroxidases (CiP, SBP) efficiently oxidizing phe-
nolic substrates.
Considerable amounts of DyPs (e.g., EglDyP or AauDyPs)
can be produced in complex media like TJM and SBS. Stim-
ulating effects of such media on fungal enzyme secretion and
growth were reported in several studies and can be attributed
to low-molecular mass plant ingredients (e.g., phenolic com-
pounds) always present in plant materials (Ullrich et al. 2004;
Liers et al. 2007, 2010). In this context, the stimulation of DyP
secretion by guaiacol, a natural phenolic elicitor occurring,
e.g., in beech wood (Bollag and Leonowicz 1984; Liers et al.
2007) or by β-carotene, a widespread terpenoid plant ingre-
dient known to be oxidized by DyPs of M. scorodonius
(Scheibner et al. 2008), was demonstrated for the first time.
Although DyPs and other fungal peroxidases are usually
secreted in multiple forms that are often difficult to separate
(Sugano 2009; Ullrich et al. 2009; Liers et al. 2010), Mep-
DyP and EglDyP appeared as single monomeric proteins,
which were relatively easy to purify. Both enzymes belong
to one of the two large DyP families, which comprise all so
far characterized fungal DyPs and some bacterial members
(e.g., AnaDyP of the cyanobacterium Anabaena sp.) (Ogola
et al. 2009). Characteristic feature of this DyP (sub)family is a
conserved spatial structure that adopts a unique ferredoxin-
like fold and some conserved residues in the heme-binding
site (e.g., GXXDG motif) (Sugano 2009). The molecular
weight of EglDyP and MepDyP predicted from their gene
sequences correspond quite well to the data obtained for the
purified proteins (EglDyP, 52.6 vs. 56 kDa;MepDyP, 56.7 vs.
61 kDa). The differences, i.e., the higher molecular weight of
the purified proteins, may be explained by glycosylation (6–
7%), which is typical for secreted heme peroxidases including
DyPs (Sugano et al. 2000; Sugano 2009; Hofrichter et al.
2010).
In comparison to other known fungal and plant heme-
peroxidases, all DyPs tested here exhibited high apparent
affinities and efficiencies for the cosubstrate H2O2. A sim-
ilar high value regarding H2O2 reduction was reported for
the DyP of B. adsuta (kcat/Km01.0×10
7M−1s−1) (Kim and
Shoda 1999). Such a catalytic behavior with respect to the
electron acceptor H2O2 (with apparent kcat/Km values in the
range from 106 to 107s−1M−1) is actually a specific feature
of bacterial catalase–peroxidases (Hiner et al. 2002;
Zámocký et al. 2009). Interestingly, besides the catalytic
efficiency for peroxide, also structural similarities exist be-
tween catalase–peroxidases and DyPs. Both possess a distal
Asp residue at the entrance of the heme cavity, which is
responsible for the maintenance of a defined hydrogen-
bonding network for H2O2 binding and cleavage (Sugano
et al. 2007; Zámocký et al. 2009; Hofrichter et al. 2010).
The four responsible distal residues including Asp presum-
ably acting as proton acceptor in compound I formation
(Yoshida et al. 2011) could be identified for both new DyPs
and for AauDyP1. This structural and functional similarity
between DyPs and catalase–peroxidases may be an indica-
tion for a similar physiological background involving de-
fense mechanisms under oxidative stress conditions that
occur, for example, during plant–pathogen interaction
(Zámocký et al. 2009).
In contrast to previous reports (Kim and Shoda 1999;
Faraco et al. 2007; Scheibner et al. 2008), all DyPs studied
here were able to oxidize high-redox potential nonphenolic
substrates like “adlerol” and 1,3,5-TMB (∼1.5 V) under the
same conditions (pH3.0) (Kirkpatrick and Palmer 1989) as
LiP of P. chrysosporium and VP of B. adusta did (Kirk et al.
1986; Caramelo et al. 1999). Kirk and coworkers (Kim et al.
1995; Pecyna et al. 2009) recommended the application of a
series of differently oxidizable methoxybenzenes for the
estimation of the redox potential of peroxidases. That way,
they demonstrated that HRP, SBP, and MnP only oxidize the
lower redox potential congeners (e.g., 1,2,4-TMB), whereas
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LiP also converted high-redox potential ones such as 1,2-
dimethoxybenzene (E1/201.45 V) and 1,3,5-TMB (E1/20
1.49 V) (Kersten et al. 1990; Popp and Kirk 1991; McEl-
doon et al. 1995). Although DyPs hardly show sequence and
structural similarities to class II peroxidases, they need
similar reaction conditions for function, for example, a
rather acidic pH (≤3) for veratryl alcohol/adlerol oxidation
and a somewhat higher pH (3.5–4.5) for phenol oxidation.
Similarities in the metabolite pattern furthermore indicate
similar reaction mechanisms for substrate oxidation, i.e., the
formation of phenoxy radicals in case of phenol oxidation
and of aryl cation radicals in case of the oxidation of non-
phenolic aromatics. To accomplish the latter, DyPs must
have an acidic amino acid surrounding near the heme. All
so far characterized fungal DyPs possess potentially redox-
active, conserved tryptophan and tyrosine residues (Fig. 4
and in the Supplementary Material Fig. S2) that may be
involved in a long-range electron transfer at the protein
surface (Choinowski et al. 1999; Miki et al. 2010, Smith et
al. 2009) and some of which are found in similar positions
as demonstrated for two DyP structures/models (Fig. 4).
Unlike VP, but as LiP, HRP, and CiP, DyPs are not able to
oxidize Mn2+ ions, seemingly due to the lack of the Mn2+-
binding site consisting of three acidic amino acids (Glu and
Asp) and one heme propionate (well-studied for MnP of P.
chrysosporium and VP of Pleurotus eryngii) (Banci et al.
2003; Ruiz-Dueñas et al. 2009).
An important conclusion of this study is that peroxidase
activities in fungal cultures should be always regarded with
care, since it is difficult to distinguish between individual
activities of LiP, VP, and DyP in crude enzyme mixtures,
particularly when also MnP and/or CiP-like activities can be
present. Actually, only after purification of peroxidases and
determination of specific activities for various substrates
(e.g., 2,6-DMP, veratryl alcohol, Mn2+, RBlue5, RBlack5),
it will be possible to certainly classify a fungal peroxidase
on the basis of its catalytic specificity.
The natural function of fungal DyPs is still an open
question. Due to their versatility, they could be involved
not only in the conversion of lignocelluloses and other
polymers but also in unspecific defense and detoxification
reactions. From the ecological and taxonomic point of view,
DyPs are particularly interesting because, according to data
base searches, they are widespread not only among the
Basidiomycota but also among other fungi and bacteria
(Hatakka et al. 1991; Sugano et al. 2007). Thus, it seems
to be worth to specifically search for new DyP-like enzymes
in fungal groups, which efficiently degrade wood but are
obviously lacking “classic” ligninolytic peroxidases (e.g.,
ascomycetes causing a type II soft-rot). DyPs may be part
of an alternative/synergistic biocatalytic system for the ox-
idation of high-redox potential substrates, for example,
found in lignin. In this context, DyPs may cooperate with
MnPs and replace the rarely found LiP. Not least, their
catalytic versatility and enzymic stability under acidic con-
ditions (e.g., AauDyPs, MepDyP, and EglDyP) and high
pressure [e.g., at 500–2000 kbar and elevated temperature
(50 °C) for MscDyP and BadDyP, respectively (Kim and
Shoda 1999; Pühse et al. 2009)] make DyPs interesting for
industrial oxidations and redox conversion processes. The
Fig. 4 a Comparison of the superimposed BadDyP [formerly known as
DyP of Thanatephorus cucumeris (Sugano et al. 2007)] crystal structure
with the AauDyP1 homology model structure. Nine overlapping tyro-
sine and tryptophan residues, seven of them surface exposed (potential-
ly involved in the oxidation of nonphenolic aromatics) are marked in
orange; two aromatic residues of BadDyP and AauDyP marked in
yellow and green, respectively, are not alignable to each other. The
heme (gray with iron marked in red) surrounding with highly conserved
residues is marked in blue: proximal histidine and the H2O2 binding
residues. Numbering of BadDyP (first) is accordingly to the crystal
structure numbering (PDB structure: 2D3Q_A) and that of AauDyP1
(second) corresponds to the mature protein without signal peptide. b
Surface representation of the AauDyP1 homology model with exposed
conserved tyrosine and tryptophan residues (orange) in front view
corresponding to a with the distal side cavity (blue) and a further
exposed tyrosine (Y147; pink) not conserved in BadDyP; c back view
of AauDyP1
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further investigation of specific reactions catalyzed by DyPs
combined with suitable structure–function studies on the
basis of their crystal structures will help to fill the gap
between numerous sequence data of putative DyP proteins
and the limited knowledge on their biochemical properties
and physiological functions.
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Abstract
Leaf litter decomposition is the key ecological process that determines the sustainability of managed forest ecosystems,
however very few studies hitherto have investigated this process with respect to silvicultural management practices. The
aims of the present study were to investigate the effects of forest management practices on leaf litter decomposition rates,
nutrient dynamics (C, N, Mg, K, Ca, P) and the activity of ligninolytic enzymes. We approached these questions using a 473
day long litterbag experiment. We found that age-class beech and spruce forests (high forest management intensity) had
significantly higher decomposition rates and nutrient release (most nutrients) than unmanaged deciduous forest reserves
(P,0.05). The site with near-to-nature forest management (low forest management intensity) exhibited no significant
differences in litter decomposition rate, C release, lignin decomposition, and C/N, lignin/N and ligninolytic enzyme patterns
compared to the unmanaged deciduous forest reserves, but most nutrient dynamics examined in this study were
significantly faster under such near-to-nature forest management practices. Analyzing the activities of ligninolytic enzymes
provided evidence that different forest system management practices affect litter decomposition by changing microbial
enzyme activities, at least over the investigated time frame of 473 days (laccase, P,0.0001; manganese peroxidase (MnP),
P = 0.0260). Our results also indicate that lignin decomposition is the rate limiting step in leaf litter decomposition and that
MnP is one of the key oxidative enzymes of litter degradation. We demonstrate here that forest system management
practices can significantly affect important ecological processes and services such as decomposition and nutrient cycling.
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Introduction
Almost one-third of the world’s total forest area (ca. 1.2 billion
ha) is managed primarily for wood biomass production [1]. This
figure is even higher in European forests (excluding those in the
Russian Federation), where 57% of the total cover is managed for
wood production [1]. Forest system management practices include
the forest management itself, but also conversion from one forest
type to another [2,3]. Conversion of forests includes the
maintenance of non-autochthonous forests in Central Europe,
for example, where European beech dominated forests were
converted to age-class Norway spruce or Scots pine forests [4].
Forest management and conversion result in a decline of
‘‘naturalness’’ and an increase in the ‘‘artificialness’’ of forest
ecosystems [5] e.g. from natural to semi-natural (natural regen-
eration) and to artificial regeneration systems (planted forest).
Therefore, shifts in forest system management practices can
change tree species composition and richness, stand density and
age structure, either slowly over a number of decades, or perhaps
suddenly because of clear-felling or burning of old growth stands
[6,7].
Although forest system management practices have the poten-
tial to affect most characteristics, compositions and structures of
the entire forest ecosystem, effects on ecological processes in soils
are still unclear [2,7,8]. For example thinning and pruning
operations, which are common in intensively managed forests,
have been found to affect microclimatic conditions such as light
penetration, air movement and temperature [9] and therefore
PLOS ONE | www.plosone.org 1 April 2014 | Volume 9 | Issue 4 | e93700
348
should also influence abiotic and biotic soil properties. Even more
pronounced changes can be expected if, as a result of conversion of
forest type, dominant tree species are replaced; this will influence
the diversity and community structure of both above- and below-
ground biota, which interact with the plants [7,10].
Decomposition of plant litter is a complex ecological process
that is regulated by three main drivers: climate, litter quality and
the decomposer communities [11–13]. Litter quality (as deter-
mined by initial N, C/N ratio, lignin/N ratio, etc.) not only
influences litter decomposition rate, but also the dynamics of
nutrient mineralization and immobilization [13]. The nutrient
dynamics directly affects the concentrations of nutrient elements in
litter that in turn, could affect microbial decomposer and
detritivore communities [14]. Microbial decomposers directly
involve with litter decomposition by secreting extracellular
enzymes that degrades both readily available substrates such as
sugars, starch and amino acids, and larger complex substrates such
as cellulose, hemi-cellulose and lignin [15]. Some studies show that
lignin decomposition is the rate limiting step in litter decompo-
sition [16,17], thus activities of ligninolytic enzymes may greatly
influence the litter decomposition rates.
In an intensively managed forest, large fractions of woody
biomass are normally removed or harvested, thus leaf litter fall
remains the main source of organic plant matter input into forest
soil [18–20]. For this reason, leaf litter decomposition is the key
ecological process that determines the sustainability of managed
forest ecosystems. However, despite the importance of leaf litter
decomposition for semi-natural and artificially regenerated forests,
very few studies have investigated this process with respect to the
management practices [15,21], which is especially pronounced in
Central Europe. In addition, leaf litter decomposition is strongly
influenced by seasonal climatic variations, thus all short term
experiments with a duration of less than 1 year are likely to suffer
from biases as a result of seasonal variability and the true effects of
forest system management practices on decomposition and
nutrient dynamics could not be reasonably determined [22].
Nevertheless, in the South European Mediterranean climatic zone,
some unique experiments investigated the decomposition rates and
nutrient cycling of two different forests (natural beech vs. planted
Scots pine forests) over 2 years [12,13]. These experiments showed
that different forest management practices, with different domi-
nant tree species, could alter decomposition rates and the annual
amount of N returning to the soil [12,13].
In this study, we aimed to examine mixed deciduous leaf litter
decomposition rates and the dynamics of macronutrients (N, Mg,
K, Ca, P) under different forest system management practices,
including natural, near-to-nature, age-class European beech
dominated deciduous forests and converted forests (from Europe-
an beech to monoculture Norway spruce) by means of a litterbag
experiment lasting 473 days. We also investigated the activity of
microbial ligninolytic enzymes and examined whether they can
help to explain the leaf litter decomposition rates and nutrient
dynamics under different forest system management practices. We
hypothesized that the decomposition rate of deciduous litter is
lower in spruce forest than in other deciduous beech dominated
forests [23]. In deciduous beech dominated forests, we expected
variations according to management intensity: that leaf litter
decomposition rate would be highest in unmanaged natural forest,
next highest in near-to-nature forest and lowest in high
management intensity age-class forest [5,15]. Intensive forest
management practices were found to negatively affect lignocellu-
lytic enzyme activities which have been reported to be a good
predictor of the litter decomposition rate [15]. The results
obtained from converted forests do not directly demonstrate the
sustainability of such systems, but rather increase our understand-
ing of the efficiency of the artificial system decomposer commu-
nities to break down material derived from more natural systems
in the study area.
Materials and Methods
Ethics Statement
Field work permits were issued by the responsible environmen-
tal offices of the Free State of Thuringia (according to 1 72
BbgNatSchG).
Study Area and Treatments
The study was carried out at four forest sites across the Hainich-
Dün region in Central Germany, including the Hainich National
Park and its surroundings; (about 1,300 km2; 51u16’N 10u47’E),
part of the German Biodiversity Exploratories [24]. The forests in
this region grow on soils over limestone bedrock [4]. The main soil
types in the study area are Luvisol and Stagnosol [24]. The soil pH
is weakly acidic (5.161.1; mean6SD; [25]). Thin litter layers (in
the range 2–5 cm) were recorded at all four forest sites. The
annual mean temperature and precipitation ranged, respectively,
from 6.5–8uC and 500–800 mm [4,24]. Deciduous forests (mainly
European beech, Fagus sylvatica dominated) are dominant in this
area, covering about 83% of the total forest area. These forests can
be classified, according to management types, as unmanaged forest
reserves, farmers’ forests, selectively cut forests, and age-class
forests [4]. The age-class management type covers the largest
forest area (around 57%). The remaining forests in this region
(17%) are coniferous forests dominated by Norway spruce (Picea
abies) [4]. All information pertaining to these forests has been
described in detail by [4,24]. In this study, four forest sites (100 m
6100 m) were selected, based on their forest system management;
each site represents a treatment (the main characteristics of the
selected sites are presented in table 1). All sites were located less
than 30 km apart, to reduce the influence of variations in
geography and climate. Within each forest site, we assigned three
plots (2 m 6 8 m) located on flat land; these represent three
replicates. The four treatments (forest management practice) in
this study were: (i) Norway spruce age-class forest (SA, planted
Norway spruce forest converted from European beech forest,
even-age forest structure); (ii) European beech age-class forest (BA,
semi-natural forest with natural regeneration, even-age forest
structure); (iii) European beech selection cutting forest (BS, near-
to-nature forest management with natural regeneration, uneven-
age forest structure); and (iv) unmanaged deciduous forest reserves
dominated by European beech (BU, uneven-age forest structure)
[4,24]. We classified the sites on the basis of a silvicultural
management intensity indicator (SMI; 0–1; 0 = lowest forest
management intensity, 1 = highest forest management intensity)
[26]. The SMI was low in the BU (0.09) and BS (0.14) forests but
high in the SA (0.40) and BA (0.46) forests [26]. SMI was
calculated as the average of a risk component (SMIr, the risk of
stand loss, function of tree species and stand age) and a density
component (SMId, stand density, a function of the silvicultural
regime, stand age and tree species.) [26].
Leaf Litter Collection and Litterbag Method
At each forest site, freshly fallen leaves of deciduous species were
collected from the forest floor in October, 2009. Deciduous litter
collected from SA was derived from deciduous trees naturally
regenerated within this site. The leaves from each site were
separated according to species and air dried to constant weight at
room temperature. Ten grams of local mixed leaves (representa-
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tive of the litter composition of the deciduous tree species at each
respective site, Table 1, 2) were placed in nylon litterbags (25 cm
6 25 cm, 2 mm mesh size). It has been reported that this mesh
size is sufficiently small to minimize losses of leaf litter due to
breakage, but to permit the activity of aerobic microbes and other
decomposers such as micro-fauna [27–29]. A total of 216 litterbags
were used for the experiment. At the end of the litter fall period (13
November 2009), 180 litterbags were placed in a horizontal
position in the upper litter horizon at the study plots (45 litterbags
per management type resulting in 15 bags per plot) while 36
litterbags (9 per treatment) were retained to determine the initial
dry mass (oven-dried at 105uC $24 hr. until constant weight),
nutrient element concentrations and lignin content of the litter.
Litterbags were retrieved on five sampling dates: in 2010 on 10
February (89 days after incubation commenced, DAI), 12 May
(180 DAI), 24 August (284 DAI), 10 November (362 DAI) and in
2011 on 1 March (473 DAI). On each sampling occasion, a
random sample of nine litterbags per treatment (three litterbags
per plot) were carefully removed, each put in a separate clean
plastic bag to reduce the loss of small fragments and transported
on ice (0uC) to the laboratory within 4 hrs. In the laboratory,
litterbags were processed immediately. The extraneous organic
materials adhering to the outside of the bags were removed and
the leaf litter from the three litterbags retrieved from the same plot
and treatment was pooled and its wet weight determined. Thus,
three composite samples from each site were obtained for each
treatment and DAI and each composite sample was homogenized
and subsampled for determination of dry mass, nutrient concen-
trations, lignin content and ligninolytic enzyme activities.
Physicochemical Analyses
The dry mass of leaf litter samples was determined after oven-
drying at 105uC to constant weight, i.e. for $24 hr. Initial and
subsequent leaf litter samples from different incubation periods
were analyzed for C, N, and lignin. Total C and N were
determined by dry combustion at 1000uC with an Elementar
Vario EL III (Hanau, Germany) elemental analyzer (DIN/ISO
10694 (Aug. 1996)). Nutrient ions were determined using
inductively coupled plasma (ICP) optical emission spectrometry
(ICP-OES) and mass spectrometry (ICP-MS) according to
manufacturers’ specifications. The ICP-OES device ‘‘Optima
3000’’ (PerkinElmer Inc., Waltham, MA, USA) was calibrated
using ‘‘ICP multi-element standard solution IV’’ (Mg, K, Ca, Mn,
Fe, Cu) as well as ‘‘phosphorus ICP standard’’ (both from Merck,
Darmstadt, Germany) in 1 mg/L and 10 mg/L concentrations.
The ICP-MS ‘‘Elan DRC-e’’ (PerkinElmer) device was calibrated
using ‘‘ICP multi-element standard solution VI’’ (V, Mn, Fe, Co,
Cu; Merck) in 2 mg/L, 15 mg/L and 50 mg/L concentrations.
Samples were derived from filtered (0.7 mm Whatman GF/F filter,
GE Healthcare, Buckinghamshire, UK), aqueous extracts of 10 g
coarsely ground (on dry ice) litter material from one replicate. The
mean values for the three biological replicates from each sampling
point were calculated and presented as mg per gram of litter dry
mass. Extractions and ion determinations were undertaken once
for each biological replicate, dry mass determination was
performed three times.
Total lignin was obtained by summing Klason lignin (acid
insoluble lignin) and acid soluble lignin [30]. Klason lignin content
was determined gravimetrically as the dry mass of solids after
sequential hydrolysis with sulfuric acid (72% w/w); in a second
step, acid soluble lignin was measured UV-photometrically in 4%
H2SO4 [31,32]. All physico-chemical analyses were conducted in
triplicate on the same subsample.
Ligninolytic Enzyme Activities
Aliquots of all samples from 89 to 473 DAI were used to
determine ligninolytic enzyme activities. Three important enzymes
were chosen: laccase (EC 1.10.3.2), peroxidase (EC 1.11.1.7) and
manganese peroxidase (MnP; EC 1.11.1.13) [33,34].
Laccase and peroxidase activities were spectrophotometrically
determined in 1 mL cuvettes by following the oxidation of ABTS
(2,29-azino-bis(3-ethylbenzthiazoline-6-sulphonic acid) at 420 nm
(e420 = 36 mM
21cm21) in a sequential assay in 50 mM sodium
citrate buffer at pH 4.5 (final concentrations: 50 mM sodium
citrate buffer, pH 4.5; 0,3 mM ABTS; 100 nM H2O2; 50 mL
sample in 1 mL reaction). Measurement started with the addition
of ABTS, the ABTS oxidation without H2O2 (laccase activity) was
Table 1. Main characteristics of the selected forest sites in this study.
Site characteristic
Spruce age-class
forest (SA)
Beech age-class
forest (BA) Beech selection cutting forest (BS) Beech unmanaged forest (BU)
Location Mühlhausen Revier Sollstedt Revier Keula Hainich National Park
Mean annual T(uC) 6.5–8 6.5–8 6.5–8 6.5–8
Annual rainfall (mm) 500–800 500–800 500–800 500–800
Tree species richness
(higher than 5 m)
5 3 2 1
Dominant tree species Picea abies (.80%) Fagus sylvatica (.80%) Fagus sylvatica (.90%) Fagus sylvatica (,100%)
Tree species cover
,5–10%
Fagus sylvatica Acer sp.,
Quercus sp.
Acer sp., Fraxinus sp. Acer sp. –
Forest system Planted forest Semi-natural Semi-natural Natural forest reserves
Forest history Converted from beech
forest
Natural regeneration Natural regeneration Unmanaged forest, no wood extraction .
60 yrs.
Forest age structure Even-age (,80 yrs.) Even-age (,30 yrs.) Uneven-age Uneven-age
SMI High (0.40) High (0.46) Low (0.14) Natural, very low (0.09)
Soil type Stagnosol (Luvisol-
Stagnosol)
Luvisols (Luvisol-
Stagnosol)
Luvisols (Luvisol-Stagnosol) Luvisols (Luvisol-Stagnosol)
doi:10.1371/journal.pone.0093700.t001
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recorded for some time, before H2O2 was added; the peroxidase
activities were corrected by those of laccase.
Manganese peroxidase activities were specifically assayed as
described previously by monitoring the formation of Mn3+–
malonate complexes at 270 nm (e270 = 11,59 mM
21cm21, [35])
(final concentrations: 50 mM Na-malonate buffer, pH 4.5;
0.5 mM MnCl2, 100 nM H2O2; 50 mL sample in 1 mL reaction).
Measurement started when H2O2 was added.
Samples were derived from 10-fold concentrated (‘‘Vivaspin6’’
centrifugal concentrator devices with 10 kDa MWCO; Sartorius
Stedim Biotech GmbH, Göttingen, Germany) aqueous extracts of
10 g coarsely ground (on dry ice) litter material from one replicate.
In all cases, the mean values of triplicate determinations were
calculated and expressed in international units (U) defined as the
amount of enzyme that forms 1 mmol product min21 under the
assay conditions used; enzyme activities are given per gram of dry
mass of the particular litter sample. For each extract, enzyme
activity and dry mass were determined three times. All chemicals
used were purchased from Sigma-Aldrich (Steinheim, Germany)
and Merck (Darmstadt, Germany).
Statistical Analysis
Total C and N were expressed as a percentage of the initial
value, based on ash-free dried mass. Nutrient ions (Mg, K, Ca, P)
were expressed as percentage of initial values based on dry litter
mass. The expression of the N, Mg, K, Ca and P contents in the
leaf litter as a percentage of the initial content allowed us to
determine the net N, Mg, K, Ca and P dynamics [36]. Mass loss
was expressed as the percentage of remaining dried mass
compared with initial dried mass. Decomposition rates (k) for
each forest type (treatment) were determined by fitting a single
negative exponential decay equation [37] to remaining leaf litter
dried mass over 1.30 years (473 days) in the form:
X=X0~e
{kt
where X = dried mass remaining at time t, X0 = original mass,
‘‘e’’ = the base of natural logarithms, k = decomposition rate, and
t = time (year). All data were analyzed using a one-way analysis of
variance (ANOVA) incorporating the Fisher’s Least Significant
Difference (LSD) implemented in SPSS software (IBM SPSS
Statistics 19, New York, NY, USA) to determine the differences
(P,0.05) between different treatments at each DAI. All datasets
were tested for normality using Shapiro-Wilk and Jarque-Bera
tests and the equality of group variances was examined using
Levene’s test. ANOVA residuals were also plotted to determine
the normal probability using Shapiro-Wilk test. In addition,
ligninolytic enzyme activities were also analyzed using two-way
(forest system management practice and DAI) ANOVA with P,
0.05 considered significant, implemented in the PAST program
[38].
Results
Effect of Forest Types on Litter Decomposition Rates
The remaining mass of leaf litter varied significantly with forest
system management practice (treatments). Surprisingly, we did not
find a negative effect of high forest management intensity and/or
conversion of forest types on the leaf litter decomposition rate for
any of the DAI sampling times. In general, leaf litter in
unmanaged beech forest (BU) decomposed relatively slower than
in other forests, and the results were significant at 362 and 473
DAI (Fig. 1). One-way ANOVA demonstrated that at 362 DAI,
spruce age-class (SA), beech age-class (BA) and beech selecting
cutting (BS) forests had significantly lower mass remaining (higher
decomposition rates) than BU (F = 10.37, P = 0.0039). At the end
of the experiment, SA and BA had significantly lower mass
remaining (higher decomposition rates) than BU (F = 4.58,
P = 0.0378) (Fig. 1; Table 3).
Nutrient Concentrations and Effect of Forest Types on
Nutrient Dynamics
Leaf litter from BU had lower amounts of N and higher C/N
and total lignin/N ratios compared with other forest management
practices (Table 4). Initial metal ion concentrations (V, Fe, Co, Cu)
under different forest management practices were relatively similar
(Table 4). All initial nutrient concentrations and other quality
parameters of leaf litter under different forest management
practices are listed in table 4.
In general, the amounts of nutrients in leaf litter relative to the
initial values (nutrient dynamics) were significantly influenced by
forest system management practice. The changes in the amounts
of different nutrients relative to their initial values, C/N and total
lignin/N ratios over 473 days of incubation are shown in Figures 1,
2 and 3. For most nutrients (except C), litter from BU showed
significantly slower nutrient release compared with other forest
system management practices. For N and P dynamics, nutrient
immobilization was clearly observed in the BU forest, where the
percentage to initial values of N and P increased from the
beginning of the experiment onwards, reaching peaks at 284 DAI
(N = 166.49%) or 89–284 DAI (P = 277.70–247.80%) and de-
creasing thereafter. Similar patterns of N and P immobilizations
were also observed in litter from BS, but with much lower
magnitudes compared to the BU litter (N and P reached a peak at
284 DAI, with 115.27, 121.74%, respectively). Litter from SA only
exhibited P immobilization and, at the first sampling date, N was
released (89 DAI). In the BA forest, there were no clear patterns
observed for either N or P immobilization, and N and P were
Table 2. Information on the litter composition for individual forest sites.
Forest management practice Litter composition (%)
Fagus sylvatica Acer sp. Quercus sp. Fraxinus sp.
Spruce age-class forest (SA) 70 25 5 0
Beech age-class forest (BA) 85 10 0 5
Beech selection cutting forest (BS) 90 10 0 0
Beech unmanaged forest (BU) 100 0 0 0
doi:10.1371/journal.pone.0093700.t002
Forest Management Affects Litter Decomposition
PLOS ONE | www.plosone.org 4 April 2014 | Volume 9 | Issue 4 | e93700
351
released at 180 DAI. For C and K dynamics, all forests exhibited
an exponential decrease from 89 DAI, however the reduced
amounts of C and K varied significantly with forest system
management practice (Figs. 1 and 3). Exponential nutrient release
was also found for Mg and Ca under SA, BA and BS forest
management practices but not under BU, where Mg and Ca had
decreased at 89 DAI, increased at 180 DAI, reached a peak at 284
DAI (Mg = 113.88%, Ca = 239.21%) and decreased thereafter.
The C/N ratio of leaf litter in different forests showed a similar
trend: the C/N ratio decreased until 362 DAI then remained
constant or slightly increased at 473 DAI (Fig. 2). At 89 DAI, the
C/N ratios of all forest types were similar (F = 1.25, P = 0.3545).
The BA forest had a significantly higher C/N ratio in leaf litter
compared with other forests from 284 DAI until the end of the
experiment (Fig. 2).
Figure 1. Remaining amount of leaf litter dry mass, carbon, nitrogen and total lignin during decomposition under different forest
system management practices. Norway spruce age-class forest (blue, SA), European beech age-class forest (red, BA), European beech selective
cut forest (green, BS) and unmanaged deciduous forest reserves dominated by European beech (black, BU) (mean 6 SD, n = 3). Different letters
indicate significant differences according to one-way ANOVA incorporating Fisher’s Least Significant Difference (from 89 DAI to 473 DAI).
doi:10.1371/journal.pone.0093700.g001
Table 3. Mean decay rate constants (k), coefficients of determination (r2) describing the fit of the decay model (P,0.05), and mean
percentage of leaf remaining mass at the end of the study (473 days after incubation) under different forest system management
practices.
Forest system management practice K (year21) r2 (P value) Remaining mass (%)
Age-class spruce forest (SA) 0.6460.12 c 0.96 (P = 0.001) 42.1769.61c
Age-class beech forest (BA) 0.5560.08 bc 0.98 (P,0.001) 47.3566.18 bc
Selection cutting beech forest (BS) 0.4260.02 ab 0.92 (P = 0.002) 58.7661.60 ab
Unmanaged beech forest (BU) 0.3260.09 a 0.94 (P = 0.001) 63.29610.89 a
Different lower-case letters indicate significant differences according to one-way ANOVA incorporating Fisher’s Least Significant Difference.
doi:10.1371/journal.pone.0093700.t003
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Effect of Forest System Management Practices on Lignin
Decomposition
Lignin amounts (both Klason and total lignin) in leaf litter
relative to the initial values were significantly affected by forest
system management practices. Patterns of lignin decomposition
(both Klason and total lignin) between BU and BS (low forest
management intensity) forests, and between BA and SA (high
management intensity) forests were similar across the DAI
sampling times (Fig. 1). Interestingly, across all DAIs, we found
that the lignin decomposition rate (based on both Klason and total
lignin) in the BU forest was never higher than in the BA and SA
forests (Klason and total lignin were high in BU forest across DAI).
The amount of lignin, relative to the initial values, between high
management intensity (BA or SA) forests and low management
intensity (BU and BS) forests was marginally significant at 180
DAI and 284 DAI (Klason lignin, P = 0.0500 and 0.0518) and at
180, 284 and 362 DAI (total lignin, P = 0.0558, 0.0541 and
0.0923, respectively; data not shown). Large fractions of lignin in
the SA and BA forests were decomposed earlier than in the BU
and BS forests; for example, at 89 and 180 DAI, SA and BA forest
had lost 29–30% of Klason and total lignin while BU and BS
forests reached this level around 362 DAI (Fig. 1). The Klason/N
and total lignin/N ratios of leaf litter in different forests exhibited
different patterns across the DAI (Fig. 2).
Ligninolytic Enzyme Activities under Different Forest
System Management Practices
Different forest system management practices significantly
affected laccase (F = 14.00; P,0.0001) and MnP (F = 3.43;
P = 0.0260) activities, while the effects of DAI and the interaction
between forest system management practice and DAI were not
significant (P.0.05; Table 5). In contrast to these two enzymes,
general peroxidase activity was significantly influenced only by
time (F = 2.66, P = 0.0466), whilst the effects of forest system
management practices and the interaction between forest types
and time were not significant (P.0.05; Table 5). Forest system
management practices with high and low management intensities
had distinct patterns of ligninolytic enzyme activities over the
incubation period (Fig. 4). SA and BA forests (high management
intensity) maintained high activities of MnP at all sampling times;
specifically, the MnP activities ranged from 206–830 and 251–
2,694 mU/g litter dry mass in the SA and BA forests, respectively.
These two forests had relatively lower laccase activities compared
to the BU forest at all sampling times. On the other hand, the BU
and BS forests (low management intensity) showed relatively high
laccase activities but low MnP activities compared with SA and BA
forests at most sampling times. Increasing MnP activity in the BU
and BS forests was observed after 284 and 362 days, respectively.
Considerable decreases in the remaining lignin in leaf litter of the
BU and BS forests were observed after the increase in MnP
activity (Figs. 1 and 4).
Discussion
Effect of Forest Types on Litter Decomposition Rates
The decomposition rate and the patterns of nutrient dynamics
of leaf litter in the BU forest were similar to other published
litterbag experiments carried out in this area [39,40]. In our
experiments we used leaf litter taken from each site individually
(within each forest management practice site) to avoid deviations
from the normal process of leaf litter decomposition at each
particular site. It is known that senescent leaves cover microbial
communities (endophytes and epiphytes) that initiate the decom-
position process [41,42]. Thus, mixing leaf litter from different
sites may affect the microbial communities and their interactions;
this could create results that do not represent what normally
happens at each site. Therefore our study provides clear answers
about how and to what extent the forest system management
practices influence decomposition rates and thereby nutrient
dynamics in Central European forest ecosystems. Interestingly, our
results revealed that there were no significantly negative effects of
intensive forest management or conversion of forest type on leaf
litter decomposition and nutrient release to the forest soil. In
contrast to what has been generally expected [15,23], we found
that leaf litter decomposition rates and nutrient release (most
nutrients) in the converted and/or intensively managed forests (SA
and BA) were significantly higher than in the unmanaged forest
reserve (BU). In addition, despite having the same forest age
structure (uneven-age), the decomposition rate was relatively
Table 4. Initial chemical composition of dried leaf litter under different forest management practices (Mean6SD, n = 3).
Nutrient
Age-class spruce
forest (SA)
Age-class beech
forest (BA)
Selection cutting beech
forest (BS)
Unmanaged beech
forest (BU)
Total C (%) 49.0560.19 b 47.6160.17 a 47.3460.16 a 48.8160.22 b
Total N (%) 1.3060.03 d 0.9760.01 b 1.0460.00 c 0.8460.03 a
C/N 37.6560.80 a 48.9260.20 c 45.5260.15 b 58.3862.18 d
Total lignin/N 35.8060.87 a 43.1360.25 c 39.7460.00 b 56.2761.90 d
Initial Mg (mg/g dry mass) 619.336257.02 b 204.00650.27 a 294.336197.28 a 157.93654.19 a
Initial K (mg/g dry mass) 2120.0061108.51 a 3076.676545.01 a 4596.6762500.11 a 2443.336120.97 a
Initial Ca (mg/g dry mass) 1090.336489.43 b 593.336142.55 ab 964.336576.11 ab 344.33670.61 a
Initial P (mg/g dry mass) 103.87610.74 a 187.67641.50 b 152.67627.43 ab 157.33620.84 a
Initial Mn (mg/g dry mass) 69.90633.40 b 32.8769.64 a 26.47611.65 a 20.5365.56 a
Initial Fe (mg/g dry mass) 7.2763.91 a 5.6062.52 a 4.6762.80 a 7.3769.14 a
Initial Cu (mg/g dry mass) 1.2760.22 bc 0.9160.37 b 0.6260.07 ab 0.4060.04 a
Initial Co (mg/g dry mass) 0.0160.01 a 0.0160.00 a 0.0260.01 a 0.0160.00 a
Initial V (mg/g dry mass) 0.0260.01 a 0.0260.00 a 0.0260.00 a 0.0260.02 a
Different lower-case letters indicate significant differences according to one-way ANOVA incorporating Fisher’s Least Significant Difference.
doi:10.1371/journal.pone.0093700.t004
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higher and N, Ca, K and P mineralization significantly faster in BS
(near-to-nature forest management) than BU forests. This may be
because forest management practices alter leaf litter composition
and quality. We found that leaf litter in SA, BA and BS forests was
of better quality (lower C/N or lignin/N ratios) than that in BU
forest (Table 4); this was due to the mix of leaf litter from other tree
species (better litter quality than beech) from natural regeneration
at each site (Table 1). The SA forest originated from large scale
disturbance of beech dominated deciduous forest (so there has
been no change in land-use, for example an agricultural period or
a time as grassland) [2], thus deciduous propagules still remain in
the soil and are available to regenerate naturally within the SA
forest (Table 1). In beech dominated forest, the woody biomass is
harvested either by whole stand harvesting (BA) or individual tree
harvesting (BS) [4]. These harvests could generate the forest gaps
that are important for tree regeneration and the maintenance of
plant diversity [4,43]. Such gaps tend to be nutrient rich and have
relatively high light levels. In them, propagules of different plants
(especially shade intolerant species) can germinate, grow quickly
and maintain in the forest [43]. The unmanaged beech (BU) forest
studied here is located in a National Park which, for at least 60
years, has not undergone wood harvesting or other serious
disturbances that would have resulted in the loss of large numbers
of trees; thus, European beech dominates the entire forest area [4].
This could explain the higher tree species richness in the BA and
BS forests compared with the BU forest in our study. Due to the
positive effects of tree diversity on leaf litter decomposition rate
and nutrient release in managed forests, tree diversity should be
maintained by allowing the natural regeneration of a range of
native deciduous species, especially at the thinning stage. In this
experiment, litter from the SA forest showed an interesting pattern
of N and P dynamics (litter accumulates P but releases N). This
may be again related to the initial leaf litter stoichiometry: initial
C/N and C/P ratios. Manzoni et al. [44] reported that
stoichiometry regulates carbon, nitrogen, and phosphorus dynam-
ics in decomposing litter. In SA forest, the initial C/N ratio was
low and possibly below critical ratio for N mineralization in this
ecosystem while the initial C/P ratio was considerably high and
does not reach the critical ratio for P mineralization [44].
Nevertheless, changes in leaf litter stoichiometry due to the
higher tree richness in BA and BS forests do not explain all the
effects of forest management practices on litter decomposition
rates. It is unlikely that small fractions (5–10%) of leaf litter from
an additional one or two tree species in BA and BS forest
compared with BU forest could dramatically change the decom-
position rate (31–72%). There is some evidence that forest
management practices not only change tree species richness but
also the microclimate and the microbial decomposer community
[9,45].
The Role of Microbes
The higher mass loss and net nutrient release (for most of
nutrients) in the BA forest as compared with the BU forest may be
due to changes in the soil microbial community structure and
activity induced by different forest system management practices,
as reported in a recent soil fungal diversity study carried out at the
same study sites [45]. Although these changes were not statistically
significant for fungal communities, there was a substantial shift of
23% (121–123 fungal OTUs were unique to each forest type)
when compared to fungal communities in BU and BA forests. It is
reasonable to conclude that particular taxa may have substantial
impact on litter degradation dynamics so that these community
changes may not be so subtle in their effect.
When comparing SA and beech dominated forests, we found no
significant home-field advantage. This is because the SA forest in
this experiment is accustomed to periodic deciduous litter deposits.
In our study, we were able to sample deciduous litter on this site
simply because some deciduous trees (,20%) have established
here as a result of natural regeneration. We also postulate that
because decomposer communities in SA forest can cope with more
recalcitrant substances, such as resins, polyphenols and guaiacyl
lignin found in spruce needles, they may also have the capacity to
decompose the main deciduous leaf litter (European beech), which
is also considered to be a low quality litter, quite rapidly [20].
Lignin Degradation and Carbon Dynamic
In this study, we demonstrated that the decomposition of
complex substances such as lignin was not negatively affected by
forest system management practices and/or the naturalness of the
forest ecosystems. We found that semi-natural and artificial
systems (BA and SA forests) are more efficient at decomposing
lignin than near natural (BS forest) and natural systems (BU forest).
In addition, the percentage of remaining C in the leaf litter in BU
forests was high (indicating slow decomposition) compared with
Figure 2. C/N and total lignin/N ratios in leaf litter during 473
days of decomposition under different forest system manage-
ment practices. Norway spruce age-class forest (blue, SA), European
beech age-class forest (red, BA), European beech selective cut forest
(green, BS) and unmanaged deciduous forest reserves dominated by
European beech (black, BU) (mean 6 SD, n = 3). Different letters indicate
significant differences according to one-way ANOVA incorporating
Fisher’s Least Significant Difference (from 89 DAI to 473 DAI).
doi:10.1371/journal.pone.0093700.g002
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other forest system management practices at all sampling times,
and at the end of the experiment there was no significant
difference in remaining C in different forest management types.
Since no significantly negative effects of forest system management
practices were found for either lignin or C decomposition, we can
conclude that C cycling was not negatively influenced by intensive
forest management, although we could not quantify the exact
amounts of leaf litter C release to the forest soil, since litter C can
be released both to the soil and to the atmosphere [11]. Some
recent studies carried out at the same study sites have also found
that forest management had no detectable effect on turnover of
mineral associated soil organic matter [46] or on current soil
organic carbon (SOC) stocks [47].
The ligninolytic enzyme activities recorded indicate that forest
system management practices control the litter decomposition
rates via changes in microbial, in the first place fungal, activities.
Although both laccase (high activity in BU and BS forests) and
MnP (high activity in BA and SA) can catalyze the oxidation of
phenolic lignin moieties, laccase has a generally lower oxidative
strength and redox potential compared to peroxidases [48–51].
This may explain why BS and/or BU forests had lower lignin
decomposition rates compared with BA and SA forests despite the
high laccase activity. Interestingly, in BU and BS forests, the sharp
decrease in the remaining lignin in leaf litter was only observed
after the MnP activities started to increase. This strongly indicates
that MnP is a key enzyme in lignin decomposition and supports
the results of other studies demonstrating the ability of MnP to
catalyze the disintegration and partial mineralization of lignin
[52,53]. It can be assumed that there is a shift from microbial
communities producing more laccase in BU and BS forests (low
forest management intensity) to more MnP producing communi-
ties (dominated by basidiomycetes) in BA and SA forests (high
forest management intensity). In BA and SA forests, where the
litter decomposition rates were high, high MnP activities were also
observed at all sampling times. In addition, the lignin contents (as
compared to the initial amounts) decreased considerably from the
first sampling date on (89 DAI). This confirms that lignin
decomposition is the rate limiting step in litter decomposition
[16,17] and that MnP is one of the oxidative key enzymes of litter
degradation [33]. Mechanisms on how MnP is involved in the
decomposition process of lignin and other recalcitrant substances
have been reviewed [33]. Based on this knowledge, we propose
that, also in leaf litter, MnP oxidizes Mn2+ (that is present in
sufficient amounts in samples of all forest sites, table 4) into highly
reactive Mn3+ that is stabilized by secreted fungal chelators such as
oxalic acid. Chelated Mn3+ in turn performs as a small diffusible
Figure 3. Percent of initial magnesium (Mg), potassium (K), calcium (Ca) and phosphorous (P) during decomposition under
different forest system management practices. Norway spruce age-class forest (blue, SA), European beech age-class forest (red, BA), European
beech selective cut forest (green, BS) and unmanaged deciduous forest reserves dominated by European beech (black, BU) (mean 6 SD, n = 3).
Different letters indicate significant differences according to one-way ANOVA incorporating Fisher’s Least Significant Difference (from 89 DAI to 473
DAI).
doi:10.1371/journal.pone.0093700.g003
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Figure 4. Mean ligninolytic enzyme activities in leaf litter under different forest system management practices. Norway spruce age-
class forest (blue, SA), European beech age-class forest (red, BA), European beech selective cut forest (green, BS) and unmanaged deciduous forest
reserves dominated by European beech (black, BU) (mean+SD, n = 3). Different letters indicate significant differences according to one-way ANOVA
incorporating Fisher’s Least Significant Difference (from 89 DAI to 473 DAI). *At 180 DAI, MnP activity of unmanaged deciduous forest reserves
dominated by European beech = 0.
doi:10.1371/journal.pone.0093700.g004
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oxidant (redox mediator) attacking preferentially phenolic lignin
structures which leads to the formation of instable free radicals
that tend to disintegrate spontaneously [33].
Outlook
In our experiment, we found that the differences in manage-
ment may affect litter decomposition by altering the composition
of the vegetation. To improve our mechanistical understanding of
this point, a common garden experiment where all litters are
incubated in one place may be helpful. However, litter decom-
position is not only depending on the litter material used but is also
strongly impacted by the microclimatic and other environmental
conditions (nutrients, water availability, etc.) [11]. Thus, such a
common garden experiment will only help to figure out what is the
role of litter quality but not the role of the environmental
conditions present at the site.
Conclusion
We conclude that forest system management practices can
significantly influence leaf litter decomposition rates and nutrient
dynamics in Central European forests. The effects of forest system
management practices on litter decomposition rate and nutrient
dynamics in beech dominated forests (BA, BS and BU) are
complex and are controlled by a range of factors, including tree
diversity, microclimatic conditions and the microbial decomposer
community. In managed forest ecosystems where a large fraction
of woody biomass is harvested, as is the case in BA and BS forests,
the system can balance the nutrient status by increasing leaf litter
decomposition rates and nutrient dynamics.
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42. Unterseher M, Peršoh D, Schnittler M (2013) Leaf-inhabiting endophytic fungi
of European Beech (Fagus sylvatica L.) co-occur in leaf litter but are rare on
decaying wood of the same host. Fungal Divers 60: 43–54.
43. Schliemann SA, Bockheim JG (2011) Methods for studying treefall gaps: a
review. Forest Ecol Manag 261: 1143–1151.
44. Manzoni S, Trofymow JA, Jackson RB, Porporato A (2010) Stoichiometric
controls on carbon, nitrogen, and phosphorus dynamics in decomposing litter.
Ecol Monogr 80: 89–106.
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Abstract
Fungal secretory peroxidases mediate fundamental ecological functions in the conversion and degradation of plant
biomass. Many of these enzymes have strong oxidizing activities towards aromatic compounds and are involved in the
degradation of plant cell wall (lignin) and humus. They comprise three major groups: class II peroxidases (including lignin
peroxidase, manganese peroxidase, versatile peroxidase and generic peroxidase), dye-decolorizing peroxidases, and heme-
thiolate peroxidases (e.g. unspecific/aromatic peroxygenase, chloroperoxidase). Here, we have repeatedly observed a
widespread expression of all major peroxidase groups in leaf and needle litter across a range of forest ecosystems (e.g.
Fagus, Picea, Acer, Quercus, and Populus spp.), which are widespread in Europe and North America. Manganese peroxidases
and unspecific peroxygenases were found expressed in all nine investigated forest sites, and dye-decolorizing peroxidases
were observed in five of the nine sites, thereby indicating biological significance of these enzymes for fungal physiology and
ecosystem processes. Transcripts of selected secretory peroxidase genes were also analyzed in pure cultures of several litter-
decomposing species and other fungi. Using this information, we were able to match, in environmental litter samples, two
manganese peroxidase sequences to Mycena galopus and Mycena epipterygia and one unspecific peroxygenase transcript to
Mycena galopus, suggesting an important role of this litter- and coarse woody debris-dwelling genus in the disintegration
and transformation of litter aromatics and organic matter formation.
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Introduction
Wood and plant litter are the ubiquitous results of terrestrial
plant life. Lignocellulosic biomass is dominant in forest ecosystems
and is composed of polysaccharides (cellulose and hemicelluloses)
as well as of the aromatic heteropolymer lignin derived from
woody plants [1]. Entering soils as wood or leaf litter, these
biopolymers are steadily degraded by microorganisms, especially
fungi [2]. To gain access to energy-rich polysaccharides in
lignocellulosic substrates, fungi must overcome the protecting
lignin barrier composed of phenyl propanoid units. Fungi, in
particular saprotrophic members of the phylum Basidiomycota,
have evolved extracellular oxidative enzymes to oxidize lignin and
convert its aromatic constituents [3]. Especially the heme-
containing peroxidases of the class II peroxidase group are
considered truly lignin-modifying enzymes, which are able to
oxidize high-redox potential aromatic substrates [4]. Members of
this family of fungal secretory peroxidases, namely lignin
peroxidase (LiP, EC 1.11.1.14), manganese peroxidase (MnP,
EC 1.11.1.13) and versatile peroxidase (VP, EC 1.11.1.16), are the
primary agents of enzymatic lignin decomposition [3–6]. In recent
studies, two other secreted fungal heme peroxidase (super)families
have additionally come into focus, namely the dye-decolorizing
peroxidase (DyP, EC 1.11.1.19) and the unspecific or aromatic
peroxygenase (UPO/APO, EC 1.11.2.1, a member of the heme-
thiolate peroxidase (super)family, which also includes chloroper-
oxidase, CPO; [6]). DyPs are able to catalyze the efficient
oxidation of recalcitrant dyes and aromatics, but do not oxidize
Mn like MnPs or VPs [7]. UPOs catalyze a broad spectrum of
peroxide-depending oxyfunctionalization reactions, e.g. the epox-
idation/hydroxylation of aromatic rings and alkyl chains, ether
cleavages, as well as alcohol, aldehyde and phenol oxidations [6],
[8]. Although the aforementioned enzymes have been identified
and characterized, we do not understand the extent to which they
are deployed by saprotrophic fungi residing in forest soils, or their
explicit biological function in the detritus decay process.
In general, all three major groups of secreted peroxidases, as
well as fungal laccase (EC 1.10.3.2, member of the multicopper
oxidase family, [9]), display activities on lignin model compounds
and catalyze, in dependence on the reaction conditions, also
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unspecific polymerization reactions (Fig. 1). Thus, apart from
decomposition of wood or litter, peroxidases may be also involved
in humification processes in soils [10–12] and are therefore of
general significance for understanding terrestrial carbon cycling
and sequestration. To detect the presence of secreted enzymes
such as peroxidases in forest soils, two principal methods are
available: i) the measurement of their enzymatic activities in soil
extracts (e.g. [13]) or ii) their detection and analysis as mRNA
transcripts in the environment [14], [15]. The latter molecular
approaches provide useful information about the functional
ecological traits, for example, distinguishing fungal activities of
saprotrophic litter-decomposing vs. wood-rot vs. mycorrhizal
species, thus providing evidence on the potential impact of
particular species and ecological groups regarding lignin decom-
position and humus formation. Bödeker and coworkers [16] were
able to amplify several class II peroxidase gene fragments, putative
MnPs, from genomic DNA of ectomycorrhizal species and
inferred a certain potential of these fungi for the decomposition
of lignin and related aromatics. This finding has contributed to the
ongoing debate about the actual ‘‘saprotrophic capabilities’’ of
ectomycorrhizal fungi and their possible impact on ecosystem
processes like lignocellulose degradation [17], [18].
Currently only one preliminary study is available following the
transcript-level expression of fungal peroxidases in forest litter
[14]. In this study, the phylogenetic relationships within the
different peroxidase (super)families were not analyzed in depth,
especially not within the class II peroxidases. Here, our study aims
at the detection and analysis of the above described three major
fungal (super)families of secretory peroxidases (including class II
peroxidases) in different forest ecosystems that are widespread
across Europe and North America. In this context, we address
following questions: i) to what extent are the three groups of fungal
secretory peroxidases transcriptionally expressed in litter of diverse
forest types, and ii) can we identify key fungal species expressing
relevant types of peroxidases in situ?
Materials and Methods
Field work permits for the Hainich site in Germany were issued
by the responsible environmental offices of the Free State of
Thuringia (according to 1 72 BbgNatSchG). Samples from the
Breuil and Puéchabon sites in France were collected in the
framework of collaborative projects including either Dr. Jacques
Ranger (INRA Nancy) or Dr. Richard Joffre (CEFE, CNRS,
Montpellier), in charge of the Breuil and Puéchabon sites
Figure 1. Reactions catalyzed by peroxidases of litter-decomposing fungi found in this study (based on and modified according
[48–51]). Colored arrows indicate specific reactions of particular peroxidases. Black arrows in the left panel relate to reactions catalyzed by all
peroxidases as well as laccase (Lcc). Members of the class II peroxidases not found expressed in litter samples were excluded (LiP, VP).
doi:10.1371/journal.pone.0095557.g001
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respectively. For remaining sites (Vielsalm, Belgium; Steigerwald,
Germany; Oceana and Rhinelander, USA) no permissions were
needed, and the field studies did not involve endangered or
protected species. The location of sampling sites is given in Table 1.
Study sites and litter sampling
Forest floor samples (mixture of O-horizon and leaf litter,
excluding Oi horizon) were taken from nine forest ecosystem sites
including several subplots in the US and Europe (Table 1). In each
plot a minimum of 10 samples were taken, pooled and mixed.
About 50 g mixed sample was transported in liquid nitrogen to the
laboratory. The 10 randomly selected soil cores covered areas of
approximately 100–200 m2. The sampling sites represent forests
widespread across the investigated areas, dominated, for example,
by Acer saccharum, Populus tremuloides and Betula papyrifera, Fagus
sylvatica, Picea abies and Quercus ilex. Some of these sampling sites are
well established long-term research exploratories in which
ecological manipulations have been undertaken and studied, e.g.
increased nitrogen deposition, different forest management types,
and drought treatments (Table 1 and included references and
internet links).
RNA extraction and cDNA synthesis
A previously published protocol [19] was used to extract total
RNA from the different composite forest floor samples obtained
from the different research sites. Briefly, the RNA of one gram of
forest floor was extracted. One 2 ml screw cap tube contained:
0.25 g sample, 0.5 g glass beads (106 mm, Sigma, Taufkirchen,
Germany), 167 ml 3% diatomaceous earth solution (Sigma),
33.3 ml 20% sodium dodecyl sulfate and 583 ml Tris-buffered
phenol-based solution (250 g of phenol in 75 ml of 0.5 M Tris–
HCl, pH 8, 0.1% (wt/vol) 8-hydroxychinolin, and 0.2% (vol/vol)
2-mercaptoethanol). The sample was disrupted with the FastPrep
FP120A instrument (MP Biomedicals, Solon, USA) for 30 s at a
speed of 6.5, or alternatively with a Dismembrator (Sartorius,
Göttingen, Germany) at 2,000 rpm for 2–3 min. The crude mix
was then centrifuged, the nucleic acids precipitated with ethanol
and sodium acetate (0.3 M), and the RNA purified using the
Nucleobond RNA/DNA 400 kit (Machery-Nagel, Düren, Ger-
many) as recommended by the manufacturer. Before further
purification of the RNA with the RNeasy Plant Mini kit (Qiagen,
Hilden, Germany), an extra DNAse step (Qiagen) was carried out
as recommended by the manufacturer. Approximately 500 ng of
purified DNA-free RNA was used as template for reverse
transcription, after which the cDNAs were amplified via 17–19
cycles of a long-distance PCR (LD-PCR) using the SMART PCR
cDNA Synthesis Kit according manufacturer protocol (Clontech,
Mountain View, USA), hereby specifically enriching the mRNAs
of the sample.
PCR, cloning, sequencing, and phylogenetic analysis of
proteins
Degenerate primers for class II peroxidase, i.e. MnP were
developed previously by Maijala and coworkers [20] and later by
Bödeker and colleagues [16]. In this study, we used a slightly
modified primer combination, peroxiF2 (59-GGY GGI GGI GCB
GAY GGY TC-39) and peroxiR2 (59-GG IGT IGA RTC GAA
BGG-39), which gave better amplification results (Barbi et al,
unpublished). UPO was amplified by using APO_65F (59-AAY GCI
ATG GCN AAY CAY GG-39) and APO_130R (59-GC RTC
RTG YTC IAT NCC-39; [14]). Lastly, primers for DyP were
newly developed and used; DyP360F (59-TGY CCI TTY GCI
GCN CAY AT-39; protein motif: CPFAAHI) and DyP485R (59-
RAA RAA RTA YTC ICC NCC-39; protein motif: GGEYFF).
For PCR amplification, in a 25 ml PCR reaction using
DreamTaq Green PCR Master Mix (Fermentas, St. Leon-Rot,
Germany), 0.25 ml of forward and reverse primer (100 mM,
Biomers, Ulm, Germany) and 0.5 ml cDNA template were added.
The following program on a Mastercycler thermocycler (Eppen-
dorf, Hamburg, Germany) was used for amplification: initial
denaturation for 5 min at 94uC, 35 cycles of denaturation (45 s at
94uC), annealing (45 s at 50uC), and elongation (1 min 40 s at
72uC), followed by a final elongation step for 10 min at 72uC.
PCR products of expected sizes (MnP: ,400 bp, UPO: ,210 bp,
DyP: ,400 bp) were gel purified, combined among the indepen-
dent soil replicates of one field site (Table 2), and cloned into the
pCR4-TOPO vector using the TOPO TA Cloning Kit for
Sequencing according manufacturer protocol (Invitrogen Life
Technology, Karlsruhe, Germany). Ten positive clones for each
expressed peroxidase and treatment were sequenced at GATC
Biotech AG (Konstanz, Germany). Obtained nucleotide sequences
were edited with BioEdit 7 [21], translated to protein sequences,
and identified with blastp using GenBank database. Protein
sequences were aligned using ClustalW and phylogenetically
compared with references obtained from fungal cultures, GenBank
and PeroxiBase [22] using MEGA 5 [23]. Following parameter for
a neighbor-joining analysis were used: substitution model: Poisson,
site rates: uniform, gaps: pairwise deletion. For branch support
1,000 bootstrap replicates were performed; only values above 50%
were shown. All 173 newly obtained sequences were submitted to
GenBank and are available under accession numbers JQ654238–
JQ654411 and FR875240–FR875262.
Peroxidase reference sequences from pure cultures
To increase the number of reference sequences for phylogenetic
analyses of the new environmental sequences, we cultured and
transcriptionally analyzed peroxidases from following pure fungal
cultures: Agrocybe aegerita DSMZ 22459, Agrocybe pediades CBS
10139, Clitocybe nebularis IHI 460, Collybia tuberosa IHI 452,
Cortinarius odorifer CBS 517.95, Exidia glandulosa DSMZ 1012,
Gymnopus sp. IHI 363, Lycoperdon perlatum IHI 456, Macrolepiota
procera IHI 418, Marasmius rotula DSM 25031, Mutinus caninus IHI
508, Mycena epipterygia IHI 195, Mycena galopus IHI 376 and Suillus
variegatus IHI 503 (for strain origin see Table S1). Strains were
cultured in wheat straw (3 g straw in 15 ml H2O), tomato juice,
liquid soy medium, or synthetic liquid Kirk medium supplemented
with 100 mg l21 MnCl2 [7], [24], [25]. All strains were grown at
24uC as surface cultures for 20–40 d. Mycelia were harvested by
carefully removing the mycelial mat from the culture liquid and
the total RNA was isolated using Trizol (Invitrogen). Then, the
SMART PCR cDNA Synthesis Kit was used to synthesize the
cDNA, and PCRs were performed as described above. Obtained
PCR products were cloned and sequenced for each fungal strain.
All new reference sequences were submitted to GenBank under
accession numbers JQ654412–JQ654445.
To test extracellular MnP activity, all strains were cultured on
Kirk agar plates supplemented with 100 mg l21 MnCl2. Plates of
MnP-positive fungi developed characteristic dark-brown to black
rings or spots caused by precipitating manganese(IV) oxide
(MnO2) that, for its part, resulted from the disproportionation of
Mn3+ (2 Mn3+RMn4++Mn2+), formed through the oxidation of
Mn2+ by MnP [24].
Peroxidase activity in litter
Briefly, 10 g of a forest floor sample from selected forest sites
and 100 ml distilled water were shaken for 2 h at 8uC, centrifuged
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and the supernatant used for enzymatic measurements. All
enzyme assays were prepared in a total volume of 1 ml including
50 ml of the enzyme-containing extract. Enzyme activities were
recorded in 1 ml cuvettes using a Cary 50 Bio UV-Vis
spectrophotometer (Varian, Palo Alto, CA). For manganese
independent peroxidase (MiP) activity, a 2-step protocol was
performed. First, laccase (phenol oxidase) was determined
spectrophotometrically with ABTS (2,29-azino-bis(3-ethylben-
zothiazoline-6-sulphonic acid), e420 = 36,000 M
21 cm21;
0.3 mM) in sodium-citrate buffer (50 mM, pH4.5) and the
reaction was followed at 420 nm for 2–3 min. Then, second,
MiP activity was measured in the same assay mixture after
addition of 0.1 mM H2O2 and by following the reaction at
420 nm for another 2–3 min; the final MiP activity was calculated
by subtraction of the laccase activity [26]. Manganese dependent
peroxidase activity was determined in sodium-malonate buffer
(50 mM, pH 4.5) amended with MnCl2 (0.5 mM). The reaction
was initiated with 0.1 mM H2O2 and followed at 270 nm
(e270 = 11,590 M
21 cm21) for the formation of Mn3+ malonate
complexes; protocol modified according to Wariishi and cowork-
ers [27]. Enzymatic activity is expressed as unit (U), which is
defined as the amount of the enzyme that catalyzes the conversion
of 1 micro mole of substrate per minute.
Results
Detection of peroxidase transcripts in forest soils and in
fungal pure cultures
Throughout this study, three primer pairs were used for PCR
amplification of peroxidases from 40 cDNAs representing
replicates of nine different research sites and included subplots
(Tables 1 & 2). Using class II peroxidase primer, 36 of the 40
(90%) cDNAs/samples showed a PCR product of the correct
basepair length. UPOs were amplified in 34 (85%) samples and
DyPs in 22 (55%) samples (Table 2). In several cases, unspecific
PCR products were recorded, especially by using the class II
peroxidase primer (see also [16]; i.e. short amplification products).
Altogether 202 unique peroxidase transcripts from environmental
samples were analyzed; 76 of the class II peroxidases, 72 of the
UPOs and 54 of the DyPs (Table 2). All peroxidase (super)families
were transcriptionally detected in each forest litter type, except for
DyPs that were not found in spruce litter (Table 3).
In an independent approach, partial peroxidase transcripts were
amplified in all analyzed cultures (Table S1). Class II peroxidase
transcripts were amplified and sequenced in nine fungal strains,
DyP in seven, and UPO in ten species, respectively. Dark-brown
precipitates in agar plates supplemented with MnCl2, providing
evidence for MnP activity, were visually recorded after 4–6 weeks
of growth for four strains (Table S1).
Phylogenetic analysis
All new fungal peroxidase sequences were subject to phyloge-
netic analyses (Figs. S1, S2, S3). A phylogenetic analysis of 80 (76
unique when compared on nucleic acid sequence level, 71 on
protein level, Table 2) partial class II peroxidase protein sequences
from environmental samples together with 360 reference sequenc-
es obtained from fungal cultures, GenBank and PeroxiBase,
yielded a distinct clustering structure (Fig. S1). Class II peroxidases
were clustered following Lundell and coworkers [4] and Floudas
Table 2. Number of field site replicates and number of subsequent achieved PCR products is given for each peroxidase type.
Site Forest type & treatment
# of field site
replicates
# PCR products; #
unique class II peroxidase
genes of PCR pool
# PCR products; #
unique UPO genes
of PCR pool
# PCR products; #
unique DyP genes
of PCR pool
1 Sugar Maple, ambient; USA 3 2; 1
$
3; 8
$ 3; 5
1 Sugar Maple, N amended; USA 3 2; 7
$
3; 3
$ 3; 3
2 Aspen, control plots; USA 3 2; 2 3; 6 3; 7
2 Aspen-Birch, control plots; USA 3 2; 2 3; 2 3; 4
3 Beech; Vielsalm, Belgium 3 2; 4 2; 5 0
4 Beech; Breuil-Chenue, France 1 1; 6 1; 8 1; 4
5 Beech; Ebrach, Germany 3 2; 2 2; 3 0
6 Beech, natural forest HEW10-12;
Hainich, Germany
3 3; 6 3; 3 0
6 Beech, age-class forest HEW4-6;
Hainich, Germany
3 2; 2 2; 2 1; 3
6 Beech, plenter forest HEW7-9;
Hainich, Germany
3 3; 3 2; 3 0
7 Spruce, HEW1-3; Hainich, Germany 3 3; 2 1; 4 0
8 Spruce, Breuil-Chenue, France 1 1; 17 1; 4 0
9 Oak, control plots, April; France 2 2; 7 2; 3 2; 6
9 Oak, control plots, December; France 2 2; 3 2; 7 2; 8
9 Oak, drought plots, April; France 2 2; 6 2; 6 2; 7
9 Oak, drought plots, December; France 2 2; 6 2; 7 2; 7
Total unique types, based
on DNA/protein sequences
76/71 72/70 54/52
Number of unique sequence types is shown for the pool of PCR products.
$
partially published in [14].
doi:10.1371/journal.pone.0095557.t002
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and coworkers [3] into the larger groups A–C, which include, in
sub-clades, the different enzymes LiP (group A.1), hybrid MnP or
short MnP (hMnP, A.2 or ‘‘MnP short’’), VP (A.3, and sub-clades),
long MnP (group B) and generic peroxidase (group C, ‘‘GP’’,
diverse sub-groups), as well as undefined entries (Fig. S1). Group
A.1 (LiP) and group B (‘‘MnP long’’, ‘‘MnP extra-long’’) formed
distinct clades, whereas previously defined members of group A.2
(hMnP), A.3 (VP) and C (GP and others) appeared in an undefined
structure, showing several sub-clusters or representing not
consistent enzyme types. Class II peroxidases from forest samples
were recorded largely in group A, which relates to diverse MnPs,
several in group B (‘‘long’’ MnPs), and few in group C (GPs) (Fig.
S1). No environmental sequence appeared within group A.1 (LiP)
or A.3 (VP) or close to those known LiP or VP sequences.
Additional support for this finding was obtained when the
amino acid residues of the partial protein sequences were analyzed
in more detail. The majority (96%) of the environmental
sequences displayed no putative catalytically active tryptophan
residue (Trp-171 in Phanerochaete chrysosporium LIPH8, Fig. 2) on
alignment position 210, which indicates that these sequences do
not encode LiP or VP enzymes. Only three sequences exhibited
such a residue, but no aspartic acid residue (Asp-175 in P.
chrysosporium MnP1; Figs. S1, 2) 12 alignment positions down-
stream of Trp-171, which would be indicative for a manganese
binding site present in MnPs and VPs. Since these three sequences
distantly cluster to LiP sequences of group A.1, they were
designated as ‘‘untypical’’ LiPs (Fig. S1). Analysis for the putative
manganese binding site amplified in our partial protein region, 73
(92%) of the environmental sequences had an acidic aspartic
residue (Asp-175 on alignment position 222, Fig. 2), indicating a
transcript encoding an enzyme with potential MnP activity.
Despite the large amount of class II peroxidase reference
sequences used in the present phylogenetic analysis, only few
environmental sequences could be identified (Fig. S1). Sequences
from a spruce forest (JQ654274) and a beech forest (JQ654280)
could be assigned to a putative MnP sequence of M. epipterygia with
100% and 98% amino acid identity, respectively. Furthermore, a
second sequence from a beech forest (FR875255) was matched to a
reference sequence of M. galopus with 99% amino acid identity. A
sequence of an oak forest site clustered within a clade consisting of
different Cortinarius spp. sequences (89% amino acid identity to C.
hinnuleus ACX51152; Fig. S1). Other environmental sequences
could not be related to references with high confidence.
Several protein encoding sequences were found identical in
different forest sites or among different subplots. For example, one
MnP of group B occurred in a beech forest site in Germany
(JQ654246) and an oak forest in France (JQ654264); in two cases,
a MnP of group A was found in the oak forest regardless of
drought treatment and/or season (i: JQ654253, JQ654260,
JQ654266, ii: JQ654258, JQ654272), and finally, another MnP
of group A was shared between a single-tree selection cutting and
an age-class beech forest site in Germany (JQ654276, JQ654278)
(Fig. S1).
Altogether, 76 (72 unique) environmental partial UPO protein
sequences were compared to 75 reference sequences from
GenBank and data from this study (Fig. S2). The majority of
environmental sequences clustered close to basidiomycete refer-
ences in a larger clade (group I.1, Fig. S2), apart from clades
dominated by ascomycete reference sequences (group I.2).
However, none of the investigated environmental sequences were
found to be closely related to the clade (group II) of A. aegerita
UPO1 and UPO2 or C. cinerea UPO sequences, which contains
well-studied UPO (previously assigned APO) enzymes [28]. This
finding is supported by large differences in length in the amplified
partial protein sequences. Within the amplified region, environ-
mental sequences of group I.1 were generally 66–74 (mean 70)
amino acids long, whereas homologous regions in the full sequence
of A. aegerita UPO1 and UPO2 as well as C. cinerea sequences of
group II are 80–90 amino acids long. So far, biochemical
characteristics based on single characteristic amino acid residues
in the amplified region cannot be applied to support a distinct
clustering or potential function.
One environmental UPO sequence from a spruce forest in
Germany (JQ654347) could be assigned to a reference sequence
from M. galopus with 100% amino acid identity (Fig. S2), other
sequences were not classifiable with high confidence. Similarly to
the above described class II peroxidases, several environmental
UPO sequences were shared between different forest sites, for
example, one UPO-type sequence occurred in beech forests in
Germany, France, and Belgium (JQ654300, JQ654305,
JQ654332) (Fig. S2).
Fifty-six environmental partial DyP sequences (54 unique) were
compared with 95 reference sequences in a phylogenetic analysis.
The environmental sequences clustered in several distinct clades,
mainly together with basidiomycete reference sequences (Fig. S3).
Compared to the other peroxidases, however, assignment of any
environmental sequence was not possible with high confidence. All
Table 3. Richness of phylogenetically characterized peroxidase (super)families and groups in different forest ecosystems.
Transcripts found in forest litter:
Peroxidase family Beech Spruce Oak Aspen & Aspen-Birch Maple
Class II peroxidases
MnP (EC 1.11.1.13, hybrid or unclassified, Group A* or A.2) 19 3 20 4 7
MnP long (EC 1.11.1.13, Group B) 5 13 2 0 1
LiP (EC 1.11.1.14, Group A.1) 2# 1# 0 0 0
VP (EC 1.11.1.16, Group A.3 or subgroup in C) 0 0 0 0 0
GP (EC 1.11.1.7, Group C) 1 2 0 0 0
Dye-decolorizing peroxidases (EC 1.11.1.19) 7 0 28 13 8
Unspecific peroxygenases (EC 1.11.2.1) 25 9 23 8 11
*sequences include Asp-175 (in P. chrysosporium MnP1).
#not appearing in classic group A.1 LiP clade (see Fig. S1).
doi:10.1371/journal.pone.0095557.t003
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amplified partial DyP sequences showed considerable differences
in length, ranging from 128 to 144 amino acids. Within the
amplified region, three important amino acid residues forming the
binding pocket for H2O2 can be recognized [29]. The majority (.
98%) of the environmental sequences had two of these important
positions, namely arginine Arg-329 (alignment position 54) and
leucine Leu-354 (position 90) (nomenclature based on the structure
of Bjerkandera adusta/Thanatopherus cucumeris DyP 3MM3); a
phenylalanine Phe-356 (alignment position 92) was present in
91% of the analyzed environmental sequences. However, no
further biochemical characterization based on these amino acids
residues is possible at the current state, and none of the
environmental sequences was found twice in different sampling
sites.
Enzymatic peroxidase activity
Twelve plots (nine beech, three spruce forests) at four sites in the
German Biodiversity Exploratory Hainich, as well as all three plots
in beech, spruce and oak forests in France were analyzed for
potential peroxidase activity (Table 4). Manganese independent
peroxidase activities were observed in all plots, except for beech
site 4 (France), and ranged from 0 to 166 mU g21 dry matter
(DM; Table 4). MnP activities were measured in the range from 0
to 660 mU g21 DM in forest plots (Table 4).
Discussion
Fungal secretory peroxidases are known to be of significance
during litter decay, inasmuch as they initiate the decomposition of
lignin and transformation of resulting aromatics, which, in turn,
foster humus formation (Fig. 1; [3], [4], [8], [30]). This is especially
true in forest ecosystems, in which lignified plant cell wall enters
soil as leaf, needle, root and woody litter. In our survey, we found a
widespread transcript-level expression of members from three
major (super)families of fungal secretory peroxidases, namely
manganese peroxidase (MnP, member of the class II peroxidases),
unspecific (previously: aromatic) peroxygenase (UPO, member of
the heme-thiolate peroxidase superfamily) and dye-decolorizing
peroxidase (DyP) in forest floor samples. Our results demonstrate
that a wide range of peroxidases are produced by fungi inhabiting
forest floor, and they are likely mediators of wood and litter
decomposition and soil organic matter transformations.
However, there are obstacles to overcome. Primers used in this
study mainly targeted basidiomycete sequences; inasmuch, our
phylogenetic analyses of the newly gathered environmental
sequences clustered them among known basidiomycete references.
Nevertheless, sequences from the here analyzed environmental
samples showed considerable diversity and were present in
different clades of the calculated phylogenetic trees (Figs. 2, S1,
S2, S3). Moreover, the finding of widespread occurrence of
peroxidase transcripts among soil inhabiting basidiomycetous
fungi by using these primer sets (Table S1), is remarkable and
underlines the key role this fungal phylum in litter decomposition
in temperate forest ecosystems. To confirm the presence of
peroxidases, we measured Mn-independent peroxidase (MiP)
activities with ABTS and Mn-dependent peroxidase (MnP) by
following the oxidation of Mn2+ to Mn3+ directly in selected forest
litter samples (Table 1, 4); both peroxidase activities were found in
most of the tested samples, which is in accordance with the
transcript-level expression. However, the measurement of perox-
idase activity in soil extracts is not always specific enough to
distinguish between the different types of fungal secretory
peroxidases [8]. General peroxidase activity, for example, is often
measured using L-DOPA (L-3,4-dihydroxyphenylalanine) as
substrate ([31]; Table 1), whereupon it has to be corrected by
phenol oxidase activity (laccase and tyrosinase also oxidize L-
DOPA but in the absence of hydrogen peroxide; [32]). Manganese
oxidizing peroxidases (i.e. MnP and VP) can directly be measured
by following the formation of Mn3+ malonate complexes (i.e., at
270 nm; [26], [27]), but high UV background absorption may
affect the assay. Alternatively, they can be indirectly detected by
following the oxidation of a suitable substrate (ABTS, vanillyla-
Figure 2. Alignment of class II peroxidase full length reference protein sequences (red) and a selection of partial protein sequences
found in this study, representing different clades of the calculated phylogenetic tree. Three acidic amino acid residues marked red in P.
chrysosporium MnP1 (AAA33744) and B. adusta VP (AAO47909) are crucial for Mn2+ oxidation, and the tryptophan residue marked green in P.
chrysosporium LiPH8 (AAA53109) and B. adusta VP is responsible for oxidation of phenolic compounds. Coprinopsis cinerea GP (CAA50060) does not
include these catalytic residues. Red and green arrows mark the catalytically important sites within the amplified sequences.
doi:10.1371/journal.pone.0095557.g002
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cetone, MBTH/DMAB) in the presence of Mn2+ but, as in case of
L-DOPA, these peroxidase activities have to be corrected by
phenol oxidase activity as well as MiP activities [13], [26], [33],
[34]. It must be noted that only few studies have considered these
different activities [35], [36]. Simple enzymatic tests for the
specific detection of fungal MiP activities (i.e., of UPO and DyP,
but theoretically also of LiP, Mn-independent activity of VP and
hMnPs and phenol-oxidizing activity of generic peroxidases) in
soils are not available so far and the existing specific assays can
only detect relatively high UPO/DyP/LiP titers as typically
observed in fungal pure cultures, e.g. during growth on saw dust
[26]. All these critical points need to be taken into consideration,
when measuring soil enzymatic activities of peroxidases in field
surveys.
In our survey, we also analyzed the transcriptional expression of
pure cultures of several litter-decomposing basidiomycetes under
laboratory conditions and found a considerable diversity of
peroxidase genes. Some of the analyzed species, e.g., C. nebularis,
C. tuberosa and E. glandulosa (a wood degrader), exhibited transcripts
of all three (super)families of secretory peroxidases (MnPs, DyPs,
UPOs). A number of other litter-decomposing fungi were found to
contain expressed MnP genes, which supports the hypothesis that
Mn oxidizing peroxidases are key enzymes of litter and humus
degradation in forest floor [34], [37]. Mn-agar plate tests
complemented the finding of MnP transcripts by the formation
of dark-brown MnO2 rings and spots originating from MnP-
activity [24]. A current limitation, however, is the still scarce
availability of peroxidase gene references in databases. For
example, as recently evaluated (mid 2013), PeroxiBase and
GenBank contained 311 entries of class II peroxidases from
wood-decay fungi vs. only 11 references from litter-decomposing
species vs. 16 sequences from ectomycorrhizal fungi. When
investigating litter and soil samples, there is the great need to
increase the number of reference sequences of fungi inhabiting
these environments, and we assume that the majority of expressed
peroxidases found in this study originate from basidiomycetous
litter decomposers.
The identification of several peroxidase genes from Mycena spp.
in forest floor samples supports this assumption. Mycena spp. have
key functions in certain forest ecosystems, i.e. in litter decay, as
they deploy the here analyzed peroxidases (MnPs, UPOs) and
contain also several laccase genes, which were identified in
previous surveys of litter samples from a beech forest in Germany
(e.g., [38]). Using peroxidases and laccase to produce reactive
radical intermediates in coordinated action, Mycena spp. may have
a strong impact on the conversion of aromatics, and by extension,
on humus turnover in forest soils [39].
Aside from saprotrophic species, there are also first indications
for a contribution by ectomycorrhizal species to the peroxidase
pool, because one environmental sequence matched to several
class II peroxidase references of Cortinarius spp. This preliminary
finding supports the hypothesis of Bödecker and coworkers [16]
that ectomycorrhizal species may use MnP-like peroxidases for the
mobilization of nutrients (nitrogen) in soils. Presently, we cannot
exclude the involvement of these enzymes in carbon or nitrogen
cycling, because their action might be dependent on the particular
ecological niche (i.e. soil vs. litter). Moreover, it needs to be
established that Cortinarius spp. in fact encode active MnP enzymes
by characterization of respective proteins and activities. So far, we
were not able to verify a MnP transcript-level expression or MnP
activities in C. odorifer pure cultures (Kellner, unpublished result).
The class II peroxidases analyzed here represent the most
investigated fungal peroxidases [3], [40]. Class II peroxidases
cluster according to their biochemical features and sequences into
‘‘more or less’’ distinct groups, i.e. those of LiP, VP, MnP (long,
short) and generic peroxidases (groups A–C) [4]. The majority of
the environmental sequences found here contained an aspartic
acid residue (Asp-175 in P. chrysosporium MnP1, Fig. 2) that is
together with two other acidic residues (Glu35, Glu39; both not
included in the amplified region) important for MnP activity
(forming together with a heme propionate the Mn binding site).
After phylogenetic analysis, most of these sequences appeared in
appropriate groups, i.e., in group A outside of the true LiPs (group
A.1) or in group B that contains the so-called long MnPs of the P.
chrysosporium type [4]. A few environmental sequences do not have
this Asp but display a putative catalytic tryptophan (Trp-171 in P.
chrysosporium LIPH8, Fig. 2) that is characteristic for LiPs.
However, the phylogenetic analysis has placed these sequences
away from typical LiP sequences (group A.1). At the moment, we
do not know the potential function of these ‘‘untypical’’ LiPs, but
we assume that the class II peroxidase phylogeny will become
more complex with novel upcoming sequences.
The deduction of potential peroxidase functions based on single
key amino acid residues in partial sequences is a huge step forward
towards functional interpretation of sequence surveys, especially
when also respective enzymatic activities can be measured (e.g.,
MnP activity based on the formation of Mn3+-complexes or
subsequent oxidation of indicator substrates). Unfortunately,
linking of key amino acids is not yet possible for the different
(sub)groups of heme-thiolate peroxidases (HTPs including UPOs)
and DyPs [3], [41]; the identification of characteristic catalytic
Table 4. Extracellular peroxidase activities in selected litter samples (n = 3).
Sampling site
Mn-independent peroxidase activity
(mean ± stdev mU g21 DM)
Mn-dependent peroxidase activity
(mean ± stdev mU g21 DM)
Beech, natural forest (Hainich, site 6) 166653 149670
Beech, plenter forest (Hainich, site 6) 90650 38632
Beech, age class (Hainich, site 6) 1456170 1386180
Spruce (Hainich, site 7) 162650 6106850
Beech (Breuil-Chenue, site 4) 0 0
Spruce (Breuil-Chenue, site 8) 1661.6 660688
Oak, control (Puechabon, site 9) 4762.8 1266179
Oak, drought plots (Puechabon, site 9) 2161.6 3746530
doi:10.1371/journal.pone.0095557.t004
Fungal Secretory Peroxidases in Forest Soils
PLOS ONE | www.plosone.org 8 April 2014 | Volume 9 | Issue 4 | e95557
366
residues in our partial DyP sequences may be a first step to
overcome this limitation. In this respect, UPOs are of particular
interest, because enzymes of this type have unique properties,
namely the catalysis of diverse oxyfunctionalizations including
hydroxylations as well as O- and N-dealkylations [8]. Such
reactions, which are usually catalyzed by intracellular monooxy-
genases (P450 enzymes; [42]), may be of general ecological and
biotechnological interest, although their actual physiological
function is not fully understood. Thus, a residue-based functional
analysis of HTP/UPO sequences would be desirable, but is
currently impossible because only a few types of these enzymes
have so far been characterized (e.g. [43]). On the other hand, the
widespread expression of this peroxidase type in forest litter
samples indicates a strong role in ecologically relevant processes,
perhaps in soil organic matter transformation as suggested for A.
bisporus [44].
This study was designed to provide initial insight into the
transcript-level activity on a broad, widespread basis in the
community of fungi inhabiting forest floor. In this respect, we
indeed found the expression of all three fungal secretory
peroxidase (super)families across large forested areas as well as in
abundant numbers. At several of these research sites, ecological
treatments have been applied and again MnPs and UPOs were
consistently found. Further, few identical peroxidase sequence
types were found expressed in distantly located areas, which
indicate that identical or highly similar taxa are present and
perhaps responsible for decomposition processes. A similar result
was found for partial fungal cellobiohydrolase genes cbhI amplified
using DNA extracted from soil in several US research sites,
nevertheless each site harboured a distinct fungal community [45].
Subsequent studies should include an in depth analysis of
peroxidase gene richness and the transcription intensity by
quantitative PCR, in concert with conclusive enzyme activity
measurements to provide a clear understanding of ecosystem
processes related to lignin degradation and humus formation. For
example, in a previous survey dealing with sample sites
overlapping with those studied here, Edwards and coworkers
[15] found a strong down-regulation of fungal laccase genes under
chronic atmospheric nitrogen deposition and there is some
evidence that peroxidases may behave in a similar way [46],
[47]. Thus, by combining different approaches with deeper
phylogenetic analysis, it will be possible in future to more precisely
define how these genes regulate ecosystem-level processes in
forests.
Supporting Information
Figure S1 Phylogenetic analysis of class II peroxidases
from basidiomycetes. The phylogeny was inferred using the
Neighbor-Joining method. The optimal tree with the sum of
branch length = 41.32300055 is shown. The percentage of
replicate trees in which the associated taxa clustered together in
the bootstrap test (1,000 replicates) is shown next to the branches.
The evolutionary distances were computed using the Poisson
correction method and are in the units of the number of amino
acid substitutions per site. The analysis involved 440 amino acid
sequences. There were a total of 148 positions in the final dataset.
Classification and annotation of larger groups shown in green
followed Lundell and coworkers [4], in red: single genome
references followed Floudas and coworkers [3], and GenBank
entries in blue. In orange: peroxidases from litter and soil
saprotrophs, green: ectomycorrhizal fungi, black bold: environ-
mental sequences of own and previous studies. Transcriptional
expressed own new reference sequences are underlined.
(JPG)
Figure S2 Phylogenetic analysis of fungal unspecific
peroxygenases (UPOs). The evolutionary history was inferred
using the Neighbor-Joining method. The optimal tree with the
sum of branch length = 28.87498149 is shown. The percentage of
replicate trees in which the associated taxa clustered together in
the bootstrap test (1,000 replicates) is shown next to the branches.
The evolutionary distances were computed using the Poisson
correction method and are in the units of the number of amino
acid substitutions per site. The analysis involved 151 amino acid
sequences. There were a total of 98 positions in the final dataset.
In orange: peroxidases from litter and soil saprotrophs, green:
ectomycorrhizal fungi, black bold: environmental sequences.
Transcriptional expressed own new reference sequences are
underlined.
(JPG)
Figure S3 Phylogenetic analysis of fungal dye-decolor-
izing peroxidases (DyPs). The evolutionary history was
inferred using the Neighbor-Joining method. The optimal tree
with the sum of branch length = 33.91019168 is shown. The
percentage of replicate trees in which the associated taxa clustered
together in the bootstrap test (1,000 replicates) is shown next to the
branches. The evolutionary distances were computed using the
Poisson correction method and are in the units of the number of
amino acid substitutions per site. The analysis involved 160 amino
acid sequences. There were a total of 242 positions in the final
dataset. In orange: peroxidases from litter and soil saprotrophs,
green: ectomycorrhizal fungi, black bold: environmental sequenc-
es. Transcriptional expressed own new reference sequences are
underlined.
(JPG)
Table S1 Fungal cultures used in the study, and
expressed peroxidase gene fragments and MnP activity
found.
(DOCX)
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Ökologie, Bd. 37 »Ökologische Rolle von Pilzen«, Munich, pp. 81–94.
52. Dickson RE, Lewin KF, Isebrands JG, Coleman MD, Heilman WE, et al. (2000)
General Technical Report NC-214. USDA Forest Service North Central
Experiment Station.
53. Larson JL, Zak DR, Sinsabaugh RL (2002) Extracellular enzyme activity
beneath temperate trees growing under elevated carbon dioxide and ozone. Soil
Sci Soc Am J 66: 1848–1856.
54. Laitat E, Chermanne B, Portier B (1999) Biomass, carbon and nitrogen
allocation in open top chambers under ambient and elevated CO2 and in a
mixed forest stand. A tentative approach for scaling up from the experiments of
Vielsalm. In: Forest Ecosystem Modelling, Upscaling and Remote Sensing. Eds.
R . Ceulemans, F . Veroustraete, V . Gond and J . Van Rensbergen. pp 33–60.
SPB Academic Publishing bv., The Hague, The Netherlands.
55. Ranger J, Gelhaye D (2006) Effet de l’essence forestière sur le fonctionnement
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